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L’acyl-CoA oxydase 1 (ACOX1) est l’enzyme qui catalyse la première étape de la voie classique 
de la β-oxydation peroxysomale. Cette voie catabolise exclusivement les acides gras à très longue 
chaîne (AGTLC). Chez l’homme, la déficience en ACOX1 est à l’origine de la 
pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale (P-NALD), une maladie neurodégénérative rare caractérisée 
par une accumulation des AGTLC dans le plasma et les tissus, une hépatomégalie, un retard du 
développement moteur et une démyélinisation de la matière blanche cérébrale. Chez la souris, 
l’extinction du gène Acox1 provoque une accumulation des AGTLC dans le plasma, un retard de 
croissance, une stéatose hépatique et le développement d’une hépatocarcinogenèse avec l’âge. 
Cependant, ces souris ne développent pas de symptômes cérébraux contrairement aux patients 
P-NALD. Au cours de ce travail, on a pu montrer sur des fibroblastes issus de patients atteints de 
P-NALD qu’en absence d’activité ACOX1, les peroxysomes sont diminués en nombre et augmentés 
en taille avec un niveau de β-oxydation peroxysomale fortement réduit. L’accumulation des AGTLC 
suite à la déficience en ACOX1 dans ces cellules provoque, au niveau transcriptionnel, la perturbation 
de la voie de synthèse du cholestérol et déclenche une réaction inflammatoire caractérisée par 
l’activation de la voie de l’IL-1 et la sécrétion d’IL-6 et d’IL-8. Le rôle métabolique important que 
joue l’ACOX1 dans l’homéostasie énergétique cellulaire a pu être souligné chez l’homme et chez la 
souris. En effet, la déficience en ACOX1 dans les fibroblastes de patients P-NALD perturbe la 
morphologie de la mitochondrie qui apparaît anormale ainsi que le métabolisme énergétique 
mitochondrial caractérisé par une inhibition de PGC-1α par acétylation, une surexpression de l’activité 
du complexe V et une diminution du taux d’ATP mitochondrial. L’absence dans le foie de l’activité 
ACOX1, chez la souris Acox1
-/-
, se traduit par des perturbations, au niveau mitochondrial, de la 
biogenèse et du métabolisme énergétique. Ces perturbations mitochondriales se caractérisent par une 
diminution de l’activité du complexe IV de la chaîne respiratoire accompagnée d’une diminution de la 
respiration. Cependant, ces perturbations n’affectent pas le taux d’ATP total. Les altérations 
mitochondriales observées chez les souris Acox1
-/-
 sont en grande partie corrigées par l’expression de 
l’ACOX1 humaine. Ceci montre le rôle indispensable de l’ACOX1 dans l’homéostasie de la fonction 
mitochondriale. 
L’ensemble des résultats obtenus au cours de ce travail confirme l’importance de l’activité acyl-
CoA oxydase 1 pour la dégradation des AGTLC au niveau du système de β-oxydation peroxysomale 
et pour la biogenèsedu peroxysome. L’accumulation des substrats non métabolisés en absence 
d’ACOX1 pourrait être à l’origine de la perturbation de la fonction mitochondriale montrant à quel 
point l’activité de l’ACOX1 est indispensable au métabolisme cellulaire. 
 





Acyl-CoA oxidase 1 (ACOX1) is the rate-limiting enzyme of the peroxisomal fatty acid  
β-oxidation pathway of very-long-chain fatty acid (VLCFAs). In humans, ACOX1 deficiency, also 
called pseudo-neonatal adrenoleukodystrophy, is an autosomal recessive and a severe form of the 
peroxisomal β-oxidation deficiency. Patients suffer from severe delayed motor development followed 
by a progressive neurological regression including progressive hypodensity of cerebral white matter, 
hepatomegaly and deafness and die during late-infantile period. Elevated plasma and tissues VLCFAs 
levels are detected in these patients. Mice lacking ACOX1 develop severe microvesicular 
steatohepatitis with increased intrahepatic H2O2 levels and hepatocellular regeneration. Liver cell 
proliferation in Acox1
-/-
 mice leads to complete replacement of steatotic hepatocytes with hepatocytes 
that exhibit massive spontaneous peroxisome proliferation. Older mice develop hepatocellular 
carcinomas due to the sustained activation of peroxisome proliferator-activated receptor-alpha 
(PPARα). Contrary to humans, mice lacking ACOX1 have no apparent neurological disorder. Based 
on fibroblasts cell model from P-NALD patients, we show that ACOX1 deficiency lead to abolition of 
peroxysomal β-oxidation of cerotic acid (C26:0) and modification of peroxysomal morphology which 
appear reduced in number and enlarged in size. Moreover, accumulation of VLCFAs in ACOX1 
deficiency in human fibroblasts interferes at the transcription level with cholesterol synthesis pathway. 
Furthermore, these cells show activation of interleukin-1b pathway with elevated production of 
interleukin-6 and interleukin-8 as an inflammatory response to metabolic disturbance due to VLCFAs 
accumulation. Furthermore, we show in this study that the ACOX1 deficiency in human fibroblasts 
and in mice liver leads to alteration of the mitochondrial ultra structure, changes in the expression and 
activity of mitochondrial chain complexes. These alterations of mitochondrial functions are 
accompanied by reduction in mitochondrial ATP levels in human fibroblasts and decreased 
mitochondrial respiration in ACOX1 deficient mice. Interestingly, the mitochondrial changes observed 
in Acox1
-/-
 mice are restored by expression of human ACOX1 in liver suggesting an essential role of 
human and murine Acyl-CoA oxidase 1 activity in preventing mitochondrial and lipid disturbance. 
Together, the results presented in this work underscore the important role of ACOX1 in humans 
and mice to ensure peroxisomal β-oxidation, VLCFAs catabolism and to preserve peroxisomal 
morphology. Given mitochondrial perturbation in ACOX1 deficiency, it is clear that this enzyme plays 
a pivotal role in preventing VLCFAs accumulation and their cellular toxicity and guarantees 
mitochondrial normal morphology and function in response to energy demand. 
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Les peroxysomes sont des organites ubiquitaires découverts en 1954 par Rhodin. La 
première fonction peroxysomale, découverte par De Duve en 1966, a été la décomposition de 
l’H2O2 en H2O et O2 par la catalase. Chez les mammifères, les peroxysomes sont le siège de la 
β-oxydation des acides gras à très longue chaîne (AGTLC) et de l’α-oxydation des acides gras 
branchés. Quelques années plus tard, la découverte de l’implication des peroxysomes dans des 
maladies génétiques humaines a souligné le rôle physiologique de cet organite. Parmi ces 
maladies, la pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale (P-NALD) est une maladie 
peroxysomale rare liée à la déficience en acyl-CoA oxydase 1 (ACOX1) qui catalyse la 
première étapede la voie classique de la β-oxydation permettant la dégradation des AGTLC. 
Cette maladie neurodégénérative est caractérisée par une accumulation des AGTLC, 
particulièrement l’acide lignocérique (C24:0) et l’acide cérotique (C26:0) dans le plasma et 
les tissus. Les patients atteints de P-NALD souffrent de symptômes sévères tels qu’une 
hypotonie généralisée, une hépatomégalie, un développement moteur retardé, une 
démyélinisation de la matière blanche au niveau du système nerveux central et meurent 
pendant l’enfance. Le modèle murin déficient pour l’ACOX1 a été développé dans le 
laboratoire du Pr. Reddy en 1996. Les souris Acox1
-/-
 sont viables mais non fertiles, présentent 
un retard important de croissance et accumulent les AGTLC au niveau plasmatique. Ces 
souris développent une stéatose hépatique suivie d’une régénération des hépatocytes qui 
s’accompagne d’une prolifération spontanée des peroxysomes. Les souris Acox1-/- finissent 
par développer une hépatocarcinogenèse, due à l’activation chronique de PPARα (peroxisome 
proliferator activated-receptor alpha). 
L’objectif de mon travail de thèse a consisté à étudier les effets de la déficience en 
ACOX1, dans le seul modèle in vitro de fibroblastes provenant de patients atteints de 
P-NALD, sur les fonctions peroxysomales et sur le métabolisme du cholestérol. Ce modèle 
cellulaire a également servi à décrire la voie inflammatoire déclenchée suite à la déficience en 
ACOX1. Les fibroblastes humains de patients P-NALD et les foies de souris Acox1
-/-
 ont 
également été les modèles dans lesquels j’ai étudié les effets de la déficience en ACOX1 sur 
la morphologie et les fonctions mitochondriales. 
Dans ce manuscrit, le travail est présenté sous forme de quatre parties principales : 
- La première partie est composée des rappels bibliographiques où sont décrits les 
peroxysomes, le processus de leur biogenèse, leurs fonctions métaboliques, la 





. Ceciest complété par un aperçu sur les interrelations peroxysome et 
mitochondrie, un rappel sur les fonctions mitochondriales ainsi que sur les voies de 
signalisation et les facteurs de transcription qui les régulent. Cette partie de rappels 
bibliographiques constitue une synthèse des connaissances récentes et actualisées sur 
le peroxysome, la mitochondrie et leurs interrelations. 
- La seconde partie expose les différentes méthodes scientifiques qui ont été utilisées 
pour la réalisation de ce travail avec les conditions dans lesquelles les expériences ont 
été réalisées. 
- La troisième partie aborde les résultats obtenus pour répondre à la problématique de 
cette thèse, à savoir les effets de la déficience en ACOX1 humaine ou murine sur les 
fonctions peroxysomales, sur le métabolisme lipidique et sur les fonctions 
mitochondriales. Cette partie est organisée sous forme de quatre chapitres de 
résultats : le chapitre I décrit la réponse inflammatoire dans les fibroblastes de 
patients P-NALD publiée dans le journal Endocrinology 2012, le chapitre II montre le 
comportement de la voie de synthèse du cholestérol en absence de l’activité Acyl-
CoA oxydase 1 dans les fibroblastes humains, le chapitre III évoque les effets de 
l’absence de l’ACOX1 humaine sur la morphologie et les fonctions peroxysomales et 
finalement, le chapitre IV traite les effets de la déficience en ACOX1 humaine et en 
ACOX1 murine sur la morphologie et les fonctions mitochondriales. 
- La quatrième partie est consacrée à la discussion générale de l’ensemble des 
résultats.Les conclusions et les perspectives de ce travail sont présentées à la fin de 
cette partie en proposantun certain nombre d’expériences qui permettraient de 
































A. Le peroxysome 
A.1 Découverte 
L’histoire des peroxysomes remonte à 1954 quand Rhodin utilisa le terme « microbody » 
pour désigner un organite présent dans les reins de souris au niveau des tubules proximaux. 
Ces « microbodies » présentaient une membrane simple et une matrice finement granulaire 
(Rhodin, 1954). Cette même structure fut décrite en 1956 par Rouiller dans le foie de rat au 
niveau des cellules parenchymateuses (Bernhard et Rouiller, 1956).  
Par la suite, les études menées par Baudhuin et al. en 1965, sur des sections de foie de rat, 
montrèrent que les « microbodies » sont le siège de 3 activités enzymatiques : celles de 
l’uricase, de la D-amino-acide oxydase et de la catalase (Baudhuin et al., 1965).  
L’appellation « peroxysome » de cet organite a été proposée par De Duve suite à la 
découverte de sa première fonction, la décomposition du peroxyde d’hydrogène (2H2O2) en 
2H2O et en O2 par la catalase (De Duve et Baudhuin, 1966). Le terme « glyoxysome » a aussi 
été utilisé pour les « microbodies »en 1967 par Breindebach et Beevers dans les graines en 
germination en raison de la présence du cycle du glyoxylate (Breidenbach et Beevers, 1967). 
Ce terme est maintenant utilisé pour les « microbodies » contenant au moins la malate 
synthétase et l’isocitrate lyase, deux enzymes impliquées dans le cycle du glyoxylate. 
Les peroxysomes, présents dans toutes les cellules eucaryotes (Hruban et al., 1972) et 
absents chez les procaryotes, se caractérisent morphologiquement comme des particules allant 
de 0,1 µm à 1,5 µm de diamètre. Ils sont délimités par une simple membrane 
phospholipidique de 6 à 8 nm d’épaisseur. Chez les rongeurs, les carnivores et les ongulés, les 
peroxysomes se trouvent souvent dans le cytoplasme à proximité du réticulum 
endoplasmique. Les peroxysomes présentent un corps dense aux électrons en microscopie 
électronique appelé « nucléoïde ». Ce nucléoïde correspondant à la présence de l’urate 
oxydase (Afzelius, 1965; Shnitka, 1966) et il est absent chez les humains et les oiseaux.  
Le marquage histochimique spécifique en microscopie photonique et électronique du 
peroxysome (Figure 1) est devenu possible avec la réaction de la 3,-3’-diaminobenzidine 
(DAB) en milieu alcalin mettant en évidence l’activité peroxydasique de la catalase (Fahimi, 
1968; Fahimi, 1969; Novikoff et Goldfischer, 1969).  
Les peroxysomes sont impliqués dans de nombreuses voies métaboliques importantes. 
D’une part, ils participent àla dégradation des AGTLC via la voie de la β-





Figure 1. Image de peroxysomes en microscopie 
électronique. 
Les peroxysomes hépatiques de rat ont été 
marqués grâce à l’activité peroxydasique de la 
catalase avec la diaminobenzidine (DAB) et 
apparaissent sous formes de points noirs. D’après 
(Gondcaille et al., 2005).  
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impliqués dans la synthèse des lipides tels que les esters de phospholipides, les plasmalogènes 
et les acides biliaires (Schrader et Fahimi, 2008). 
A.2. La biogenèse des peroxysomes 
Le mécanisme de la biogenèse du peroxysome a longtemps été controversé mais 
l’utilisation de souches mutantes de levures ainsi que des fibroblastes humains ont mieux aidé 
à éclaircir ce phénomène. La biogenèse des peroxysomes implique des protéines particulières 
appelées peroxines. Actuellement, on dénombre 32 peroxines codées par les gènes 
PEX(Brown et Baker, 2008). Chez l’homme, la déficience de certaines peroxines affectant la 
biogenèse des peroxysomes est associée à des maladies très sévères : les désordres liés à la 
biogenèse du peroxysome ou PBD (« Peroxisome Biogenesis Disorders »). 
A.2.1. Origine des peroxysomes et rôle du réticulum endoplasmique 
Deux théories ont été émises concernant l’origine du peroxysome. La première montrait 
que les peroxysomes proliféraient par croissance et division à partir de peroxysomes 
préexistants (Lazarow et Fujiki, 1985; Purdue et Lazarow, 2001). La deuxième théorie 
montrait que les peroxysomes dérivaient du réticulum endoplasmique (RE) (Geuze et al., 
2003; Titorenko et Rachubinski, 2001). La preuve en faveur de la contribution du RE à la 
biogenèse des peroxysomes est apportée grâce aux études effectuées chez la levure 
Saccaromyces cerevisae(Hoepfner et al., 2005). En effet, deux peroxines interviennent 
précocement dans la biogenèse du peroxysome chez la levure : Pex3p et Pex19p. La peroxine 
Pex3p est une protéine membranaire intégrale qui se concentre tout d’abord au niveau de 
certains domaines du RE. Ces domaines bourgeonnent pour former des vésicules qui évoluent 
par la suite en peroxysomes. La peroxine Pex19p est localisée en premier dans le RE où se 
trouve également Pex3p puis ensuite ces deux peroxines se retrouvent dans les peroxysomes. 
En effet, Pex3p recrute Pex19p au niveau du RE pour former le complexe Pex3p/Pex19p qui 
va permettre d’importer d’autres protéines membranaires peroxysomales (PMP) conférant aux 
peroxysomes naissants la capacité d’importer toutes les protéines matricielles pour devenir 
fonctionnel (Figure 2) (Hoepfner et al., 2005; Kunau, 2005).Chez les mammifères, les 
peroxysomes dérivent également du RE (Titorenko et Mullen, 2006). Les études réalisées sur 
les cellules dendritiques de souris (riches en peroxysomes et ayant un système vacuolaire bien 
développé) ont montré que Pex3p et le transporteur ABC (« ATP binding cassette ») PMP70 




Figure 2. Modèle global du processus de biogenèse des peroxysomes. 
Les vésicules pré-peroxysomales contenant les peroxines précoces (pex3p et Pex16p) bourgeonnent 
à partir du réticulum endoplasmique (RE). D’autres protéines de la membrane peroxysomale 
(PMPs) sont importées dans ces vésicules grâce aux peroxines précoces et à Pex19p. Finalement, 
les vésicules importent leurs protéines matricielles pour former des peroxysomes matures. Schéma 
adapté d’après (Holroyd et Erdmann, 2001) et (Eckert et Erdmann, 2003). 
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du RE en continuité avec des structures membranaires à partir desquelles dérivent les 
peroxysomes (Geuze et al., 2003). En plus de Pex3p et Pex19p, il a été observé que Pex16p, 
une protéine membranaire intégrale, est également indispensable à la biogenèse des 
peroxysomes chez les mammifères (Kim et al., 2006). 
A.2.2. Import des protéines peroxysomales 
A.2.2.1. Import des protéines membranaires 
Les peroxysomes sont des organites dépourvus d’ADN qui ne peuvent pas synthétiser 
leurs protéines et doivent donc les importer (Subramani et al., 2000). Les protéines 
membranaires peroxysomales (PMP) sont synthétisées dans le cytosol au niveau de ribosomes 
libres et sont adressées par la suite, par des signaux d’adressage mPTS (membrane 
Peroxisomal Targeting signal), vers les membranes des peroxysomes ou elles y seront 
insérées (Platta et Erdmann, 2007). Deux classes de PMP se distinguent : les PMP de classe I 
qui nécessitent une reconnaissance du signal mPTS par la Pex19p, lequel interagirait par la 
suite avec Pex3p et Pex16p présentes dans la membrane du peroxysome naissant (Fang et al., 
2004) et les PMP de classe II qui passent par le RE avant d’être adressés au peroxysome 
indépendamment de Pex19p (Heiland et Erdmann, 2005). 
A.2.2.2. Import des protéines de la matrice peroxysomale 
Après leur synthèse dans le cytosol au niveau des ribosomes libres, les protéines 
matricielles sont adressées au peroxysome grâce à des signaux PTS (Peroxisomal Targeting 
Signal). Il existe deux types de signaux PTS : PTS-1 et PTS-2 (Peroxisomal targeting signal 
Type 1 and Type 2). 
Le signal PTS-1 (présent chez 95% des protéines de la matrice) est un tripeptide conservé 
présent à l’extrémité C-terminale de la protéine (Gould et al., 1989) constitué d’un triplé de 
résidus d’acides aminés séryl-lysyl-leucine (S-K-L). Cependant, il existe quelques 
substitutions d’aminoacyls pour ce signal et la séquence consensus du PTS-1 est : [S/A/C]-
[K/R/H]-[L/M] (Erdmann et Schliebs, 2005). De plus, la présence de certains aminoacides en 
amont du tripeptide SKL jouerait un rôle important pour l’affinité au récepteur Pex5p 
((Brocard et Hartig, 2006). Les protéines de la matrice peroxysomale sont importées vers le 
peroxysome via Pex5p qui reconnait leur signal PTS-1, puis le complexe récepteur-protéine 
est transporté vers le peroxysome où il interagit avec Pex14p. Ensuite, le sous-complexe 
d’ancrage Pex14p/Pex13p/Pex17p permet le déplacement du complexe récepteur-protéine 
vers le sous-complexe de translocation Pex2p/Pex8p/Pex10p/Pex12p. La translocation des 
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protéines matricielles est couplée à la dissociation du récepteur Pex5 nécessitant Pex8p, une 
peroxine membranaire qui se trouve du côté de la matrice et permet la liaison des deux sous-
complexes (Platta et Erdmann, 2007). Apres l’import, Pex5p est soit monoubiquitinylée par 
Pex4p et Pex22p et est réutilisée pour un nouvel import, soit polyubiquitinylée et alors 
estdégradée par le protéasome dans le cytosol (Figure 3) (Platta et al., 2007). 
Le signal PTS-2 est localisé dans la partie N-terminale de la protéine et comprend une 
séquence variable composée d’un motif de 9 acides aminés [R/K]-[L/I/V]-X5-[H/Q]-[L/A] 
(Platta et Erdmann, 2007). Bien que le mécanisme d’import des protéines à PTS-2 soit 
Figure 3. Importation des protéines dans la matrice peroxysomale. 
La protéine Pex5p reconnaît le signal PTS-1 alors que Pex7p reconnait le signal PTS-2 et se lie à 
Pex18p et Pex21p chez la levure (Pex2p et Pex5pL étant les homologues respectifs chez les 
mammifères). Une fois formé, le complexe cargo/récepteur se lie à la membrane peroxysomale 
grâce au complexe d’ancrage composé de Pex13p, Pex14p et Pex17p lui-même associé au 
complexe RING finger Pex2p/Pex10p/Pex12p via Pex8p. Cela permet l’import des protéines dans 
la matrice peroxysomale. Le cargo PTS-1 est ensuite recyclé par ubiquitinylation de Pex5p en 
présence de Pex1p, Pex4p, Pex6p et Pex22p. Le cargo retourne alors dans le cycle d’import. 
Quand Pex5p est polyubiquitinylée, le cargo est dégradé au niveau du protéasome. Schéma adapté 
de (Platta et Erdmann, 2007). 
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similaire à celui des protéines PTS-1, quelques différences existent. Le signal PTS-2 est 
reconnu par le récepteur Pex7p dans le cytosol. Chez la levure, Pex7p se lie à Pex18p/Pex21p 
pour s’ancrer au complexe de fixation Pex13p/Pex14p de la membrane peroxysomale et est 
ensuite recyclée vers le cytosol. Chez l’homme, l’homologue de Pex21p est Pex5pL, une 
forme longue de Pex5p qui se lie à Pex7. Ainsi, dans les cellules de mammifères, l’adressage 
des protéines à PTS-2 dépend de Pex5pL pour acheminer le cargo Pex7p/protéine matricielle 
vers la matrice peroxysomale (Figure 3, p37) (Mukai et Fujiki, 2006; Schliebs et Kunau, 
2006).  
A.2.3. La dynamique peroxysomale 
Dans la cellule, le nombre de peroxysome est régulé soit par fission pendant le cycle 
cellulaire, soit par prolifération, soit par pexophagie (lyse des peroxysomes). 
A.2.3.1. La fission des peroxysomes 
Les peroxysomes, comme tous les organites cellulaires, dupliquent leur contenu au cours 
de la division de la cellule (Figure 4). Ce phénomène, commun aux organites qui se 
multiplient de façon autonome, nécessite un ensemble de protéines pour la fission de 
l’organite et le maintien de leur nombre. Au cours de la division cellulaire, les peroxysomes 
sont repartis de manière équivalente entre la cellule fille et la cellule mère (Hoepfner et al., 
2001) : une partie des peroxysomes est associée au cortex de la cellule mère et l’autre partie, 
dynamique, se déplace vers le bourgeon en formation. Chez la levure, les dynamines GTPases 
Vsp1p et Inp1p, jouent un rôle clé au cours de la division peroxysomale. La protéine Vsp1p 
est impliquée dans le processus de division du peroxysome alors qu’Inp1p, qui est associée au 
peroxysome, contrôle la répartition des peroxysomes entre cellule mère et cellule fille 
(Fagarasanu et al., 2007). Au cours de ce processus, les peroxysomes sont véhiculés vers le 






Figure 4. Modèle du processus de prolifération et de division du peroxysome chez S. Cerevisae. 
Les PMPs Pex19p, Pex3p et Pex16p facilitent l’insertion des protéines membranaires 
peroxysomales. Chez Y. lipolytica, la formation des peroxysomes matures implique la fission de 
vésicule précurseur. Les peroxines Pex11p, Pex25p et Pex27p sont responsables de l’élongation et 
de la constriction du peroxysome mature. Celui-ci subit ensuite la fission sous l’action des 
dynamines Vpsp1 (DLP1) et Dnmp1. Les peroxysomes issus de la fission, sont groupés et sont, par 
la suite, séparés grâce à Pex28p et Pex29p. La taille des peroxysomes semble être contrôlée par 
Pex30p, Pex31p et pex32p (orthologue de Pex24p chez Y. lipolytica). Le mouvement des 
peroxysomes le long des filaments d’actine requiert Inp1p, Myop2 et Inp2p. Schéma adapté de 
(Platta et Erdmann, 2007). 
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A.2.3.2. La prolifération des peroxysomes 
L’abondance des peroxysomes varie en fonction du type cellulaire et des besoins 
métaboliques. Plusieurs composés chimiques tels que des hypolipidémiants, des 
antidiabétiques, des anti-inflammatoires, ou encore certains plastifiants alimentaires et 
herbicides, induisent l’augmentation de la taille et du nombre des peroxysomes dans le foie 
des rongeurs et sont doncnommés des proliférateurs de peroxysomes (PP) (Reddy et 
Hashimoto, 2001a). Chez les rongeurs, cette prolifération induite est observée essentiellement 
dans le foie, avec une moindre importance au niveau du cœur, de l’intestin, des poumons et 
des reins et est absente dans le cerveau, le pancréas(Reddy et Hashimoto, 2001a). 
Toutes les espèces ne répondent pas de la même façon aux proliférateurs de 
peroxysomes : les rats et les souris y sont très sensibles (Pacot et al., 1993; Reddy et al., 1986) 
tandis que l’homme, le cobaye, le chien et le singe y sont insensibles (Foxworthy et al., 1990; 
Lake et Gray, 1985; Richert et al., 1996). Chez les rongeurs, la prolifération des peroxysomes 
nécessite l’activation du récepteur nucléaire PPARα (Peroxisome Proliferator-Activated 
Receptor α) et s’accompagne d’une hépatomégalie et d’une induction de certaines voies 
métaboliques peroxysomales notamment la β-oxydation des acides gras. De plus, le traitement 
à long terme par ces PPs provoque une hépatocarcinogenèse liée au stress oxydatif, à 
l’activation de proto-oncogènes (Cherkaoui Malki et al., 1990b) et au stress du RE. En effet, 
suite à la prolifération peroxysomale, le contenu des hépatocytes en peroxysomes augmentent 
de 2 à 25% et la masse du foie peut atteindre 10% du poids total de l’animal contre 4 à 5% en 
conditions physiologiques normales (Reddy, 2004). 
La prolifération des peroxysomes est un processus complexe qui implique des voies de 
signalisations, des modifications au niveaude l’expression géniqueainsi que des modifications 
post-traductionnelles de certaines protéines. Chez les mammifères, Pex11 existe sous trois 
isoformes : Pex11α, Pex11β, et Pex11γ (Abe et Fujiki, 1998; Schrader et al., 1998). Ainsi, les 
proliférateurs de peroxysomes activent la transcription des gènes cibles de PPARα et 
induisent Pex11α (Li et al., 2002). Le gène Pex11β est exprimé de manière constitutive à des 
niveaux similaires dans tous les tissus et n’est pas inductible par les PPs. De plus, la délétion 
de ce gène ne trouble que modérément l’import des protéines peroxysomales et le 
métabolisme peroxysomal. L’invalidation des deux gènes Pex11α et Pex11β chez la souris 
provoque des troubles neurologiques graves et les souris meurent rapidement. Cependant, les 
peroxysomes sont présents dans les cellules et le métabolisme peroxysomal est peu affecté. 
Ces observations laissent penser que Pex11α est responsable de la prolifération peroxysomale 
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en réponse à des stimuli externes et que Pex11β est nécessaire à la biogenèse constitutive des 
peroxysomes (Li et al., 2002). La troisième isoforme Pex11γ est exprimée constitutivement 
dans le foie et pourrait avoir une fonction redondante comparée à celle de Pex11β (Tanaka et 
al., 2003). 
Récemment, chez la levure Saccharomyces cerevisae, en plus de Pex11, de nouvelles 
peroxines semblent être impliquées dans la prolifération des peroxysomes: Pex25p, Pex27p, 
Pex28p, Pex29p, Pex30p, Pex31p et Pex32p (Rottensteiner et al., 2003; Vizeacoumar et al., 
2003). 
La prolifération peroxysomale ferait intervenir également des protéines à activités 
GTPase, la famille des Dynamin-Related Protein (DRP). Elles interagissent avec des protéines 
du cytosquelette impliquées dans les processus d’endocytose, de phagocytose et de fission des 
peroxysomes. La dynamine DLP-1 (ou Dynamin-Like Protein1) chez les mammifères serait 
impliquée dans la fission des peroxysomes. Alors que Pex11 semble intervenir tout d’abord 
dans l’étape d’élongation puis dans l’étape de division, DLP-1 semble participer uniquement à 
l’étape de division (Thoms et Erdmann, 2005). 
A.2.3.3. La pexophagie 
La régulation du nombre de peroxysome au sein de la cellule est un processus important. 
D’un côté, il permet l’augmentation de leur nombre en réponse à un stress physiologique et 
d’un autre côté, de les diminuer quand la période de stress est terminée. Le processus de 
régulation du nombre de peroxysome par dégradation sélective est une autophagie appelée 
pexophagie. Deux mécanismes seraient impliqués dans la pexophagie : la micropexophagie et 
la macropexophagie (Figure 5, p42). 
Au cours de la micropexophagie, le peroxysome est pris en charge par une vacuole 
suivant un processus d’invagination. Il sera par la suite dégradé sous l’action des hydrolases 
dans la lumière du lysosome. La macropexophagie survient exclusivement quand le 
peroxysome mature subit une séquestration membranaire. La séquestration complète aboutit à 
la formation d’une structure appelée pexophagosome qui correspond à un peroxysome entouré 
de deux membranes. La membrane externe de ce pexophagosome fusionne avec la vacuole et 
conduit à la libération du peroxysome qui sera par la suite, dégradé dans la lumière de la 





Figure 5. Modèles de pexophagie. 
Représentation des deux voies de micropexophagie et de macropexophagie et de 
différents intermédiaires morphologiques et des protéines impliquées dans ces 
changements. Après l’initiation de la micropexophagie le peroxysome (en vert) sera 
englouti par invagination de la membrane vacuolaire (en rouge). Le peroxysome est 
finalement dégradé dans la lumière de la vacuolaire par des hydrolases. La 
macropexophagie est un processus spécifique pour les peroxysomes matures. Ces 
derniers sont reconnus grâce à leur membrane séquestrée (SM). Le processus de 
séquestration aboutit à la formation du pexophagosome (PP) qui correspond à un 
peroxysome entouré par deux membranes. La membrane externe du pexophagosome 
fusionne avec la membrane vacuolaire aboutissant à la libération du peroxysome dans 




B. Les fonctions métaboliques du peroxysome 
B.1. Métabolisme des lipides 
Les acides gras et leurs esters avec le Coenzyme A (CoA) jouent des rôles multiples dans 
le processus cellulaire notamment dans la composition des lipides cellulaires, le stockage du 
carbone sous forme de triacylglycérols, la régulation d’activités enzymatiques, le rôle de 
ligands des récepteurs nucléaires, de précurseurs d’hormones, de molécules de signalisation et 
de substrats pour les voies de l’α-, la β- et l’ω-oxydation. 
B.1.1. Le système de β-oxydation peroxysomal des acides gras 
L’hypothèse de la β-oxydation comme voie de dégradation des acides gras a été émise 
très tôt. Les études enzymologiques ont débutées dans les années cinquante avec la 
découverte de la structure du Coenzyme A et la démonstration de la localisation intracellulaire 
de la voie de β-oxydation dans la mitochondrie. La présence d’un système de β-oxydation des 
acides gras à l’extérieur du compartiment mitochondrial a été notée dans les glyoxysomes des 
graines de ricin en germination en 1969 (Cooper et Beevers, 1969). Un système similaire a été 
décrit dans le peroxysome de foie de rat par Lazarrow et De Duve en 1976 (Lazarow et De 
Duve, 1976). 
 
Chez les plantes et les microorganismes eucaryotes, le peroxysome est le seul site de la 
β-oxydation, ce qui le rend indispensable pour l’utilisation des acides gras dans ces 
organismes(Cooper et Beevers, 1969; Poirier et al., 2006). Chez l’homme et les rongeurs, la 
mitochondrie et le peroxysome sont les deux organites cellulaires au sein desquels se déroule 
la β-oxydation, principale voie de dégradation des acides gras (Lazarow et De Duve, 1976; 
Wanders, 2000). Actuellement, Il est bien établi que les systèmes de β-oxydation 
mitochondrial et peroxysomal des acides gras sont présents au sein de la même cellule bien 
qu’ils jouent deux rôles fonctionnellement différents. Chez l’homme, les dysfonctionnements 
de la β-oxydation mitochondriale ou ceux de la β-oxydation peroxysomale sont à l’origine de 
différentes maladies génétiques sévères (Rinaldo et al., 2002)(Wanders, 2004a). Les acides 
gras, selon leur nature physico-chimique, sont oxydés préférentiellement dans l’un ou l’autre 
organite et cela souligne la complémentarité de ces deux voies de β-oxydation. Ainsi, selon la 
longueur de la chaîne carbonée, les AG à courte chaîne (<C6) et à chaîne moyenne (C6-C12) 
sont principalement oxydés dans la mitochondrie. Les AGLC (C12-C22) sont dégradés dans 
les mitochondries et les peroxysomes alors que les AGTLC saturés ou insaturés (AGTLC) 
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(>C22, notamment l’acide hexacosanoïque C26:0) sont métabolisés exclusivement dans le 
peroxysome (Chu et al, 1995). Cependant, le peroxysome est incapable de dégrader 
complètement les acides gras qu’il prend en charge. En effet, des études métaboliques ont 
montré que la β-oxydation peroxysomale ne peut métaboliser un acyl-CoA d’une taille 
inférieure ou égale à huit carbones (octanoyl-CoA). Ce dernier est par la suite exporté vers la 
mitochondrie pour subir une β-oxydation complète (Reddy et Hashimoto, 2001a). 
Bien que le peroxysome et la mitochondrie contiennent leurs propres enzymes de 
β-oxydation qui sont codées par des gènes différents et qui se distinguent parleurs 
caractéristiques catalytiques et structurales (Wanders et Waterham, 2006a), le mécanisme 
d’oxydation des acides gras est similaire et implique la même cascade de réactions : (i) α, β 
déshydrogénation, (ii) hydratation (de la double liaison), (iii) déshydrogénation et (iiii) 
clivage thiolytique. A la fin de chaque cycle de β-oxydation peroxysomale, les acides gras 
sont écourtés de deux atomes de carbones et l’acétyl-CoA libéré peut être transporté vers la 
mitochondrie et dégradé via le cycle de Krebs en CO2 et H2O. 
Pour qu’un acide gras soit dégradé par l’une ou l’autre voie de β-oxydation, il doit 
d’abord être transporté vers l’organite puis activé sous forme d’ester d’acyl-CoA grâce aux 
acyl-CoA synthétases. Ces enzymes sont différentes dupoint de vue de leur localisation et de 
leur spécificité de substrat. Ainsi, les acides gras à longue chaîne (20 atomes de carbones) 
sont activés dans le cytosol par l’acyl-CoA synthétase à longue chaîne (LCACS) avant d’être 
transportés vers le peroxysome alors que les acides gras saturés ou insaturés à très longue 
chaîne (C>22 atomes de carbone) sont transportés dans le peroxysome puis activés par l’acyl-
CoA synthétase à très longue chaîne (VLCACS) associée à la face interne de la membrane 
peroxysomale (Smith et al., 2000). 
Le peroxysome oxyde un groupe d’acides gras que la mitochondrie ne pourrait pas 
prendre en charge, notamment les acides gras à très longue chaîne (AGTLC) à l’exemple de 
l’acide lignocérique (C24:0) et l’acide hexacosanoïque (ou acide cérotique, C26:0), mais 
également l’acide pristanique (l’acide 2, 6, 10, 14-tétraméthylpentadécanoïque) provenant 
directement de l’alimentation et indirectement de l’α-oxydation de l’acide phytanique ainsi 
que les acides di- et tri-hydroxycholestanoïques (Wanders et Waterham, 2006a). 
Le système de la β-oxydation peroxysomale métabolise les AGTLC mais également les 
acides dicarboxyliques à longue chaîne, les eicosanoïdes, les précurseurs des acides biliaires 
et certains dérivés xénobiotiques (Reddy et Mannaerts, 1994). Les trois enzymes du cycle de 
β-oxydation peroxysomale notamment l’acyl-CoA oxydase 1 (ACOX1), l’énoyl-CoA 
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hydratase/L-3-hydroxyacyl-CoA déshydrogénase (L-PBE) et la 3-cétoacyl-CoA thiolase ont 







Des travaux plus récents ont identifié d’autres enzymes participant à l’oxydation 
peroxysomale des AG. Selon la spécificité des substrats et la stéréosélectivité, de nouvelles 
enzymes ont été découvertes. De ce fait, deux voies de β-oxydation peroxysomales différentes 
ont été établies : (i) la voie classique catalysée par l’ACOX1, la L-PBE et/ou la D-PBE et la 
thiolase responsable de l’oxydation des acides gras à chaîne linéaire (Figure 7). Les enzymes 
Figure 6. Schéma général de la voie de β-oxydation peroxysomale chez l’homme. 
L’acyl-CoA est écourté de 2 atomes de carbone grâce à 4 enzymes: les ACOXs (α, β-
déshydrogénation), L-PBE/D-PBE (Hydratation/déshydrogénation) et pTH1/SCPx (Clivage 
thiolytique). Schéma adapté de (Wanders et Waterham, 2006a).  
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de cette voie sont toutes inductibles au niveau transcriptionnel chez les rongeurs par les 
activateurs des PPARα (Reddy et Hashimoto, 2001b), (ii) la voie des AG branchés catalysée 
par la BCOX, la L-PBE et/ou la D-PBEet la SCPx est responsable de l’oxydation des acides 
gras 2-méthyle branchés (acide pristanique) ainsi que les intermédiaires des acides biliaires 
(DHCA et THCA) issus de la dégradation du cholestérol (Figure 7) (Ferdinandusse et Houten, 





Figure 7. Représentation schématique de la voie et des enzymes impliquées dans la β-oxydation 
peroxysomale et des acides gras à chaîne linéaire et des acides gras à chaîne ramifiée (acide 
pristanique et les intermédiaires des acides biliaires). 
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B.1.1.2. Enzymologie du système peroxysomal de β-oxydation  
Actuellement, il est établi que chez l’homme, le peroxysome renferme entre autres deux 
groupes d’enzymes (Hashimoto, 1999). Le premier groupe est composé de la palmitoyl-CoA 
oxydase, la L-PBE (PBE : peroxisomal bifunctional enzyme) et la 3-cétoacyl-CoA thiolase 
alors que le deuxième groupe est composé de l’acyl-CoA oxydase des chaînes ramifiées 
(Branched Chain Acyl-CoA oxidase), la D-PBE et la SCPx (sterol carrier protein x) (Wanders 
et Waterham, 2006a). 
B.1.1.2.1. Les Acyl-CoA oxydases 
Dans le cycle de la β-oxydation peroxysomale, la première étape limitante de la voie est 
catalysée par l’acyl-CoA oxydase 1 (ACOX1). Cette enzyme catalyse la réaction d’α, β-
déshydrogénation de l’acyl-CoA en présence du coenzyme flavine adénine dinucléotidique 
(FAD) au cours de laquelle l’acyl-CoA est désaturé en 2-trans énoyl-CoA. Toutes les 
enzymes ACOXs connues sont des flavoprotéines dimériques appartenant à la même 
superfamille comme les acyl-CoA déshydrogénases tétramériques mitochondriales. 
Unecaractéristique de cette superfamille est la présence d’un domaine central constitué de 
feuillets β suivi par un domaine en hélices α auquel le FAD est lié (Bhaumik et al., 2005). 
Lors de la réaction, les électrons du FAD de l’enzyme ACOX1 sont transférés directement sur 
un atome d’oxygène aboutissant à la génération d’une molécule d’H2O2. 
Des différences importantes existent entre les ACOXs chez l’homme et celles du rat. En 
effet, la diversité de substrats pris en charge par la β-oxydation peroxysomale est illustrée par 
l’existence de trois gènes codants les acyl-CoA oxydases chez les rongeurs. Chez le rat, trois 
ACOXs différentes sont présentes : l’ACOX1 (ou palmitoyl-CoA oxydase), l’ACOX2 (ou 
trihydroxycholestanoyl-CoA oxydase) et l’ACOX3 (ou pristanoyl-CoA oxidase). L’ACOX1 
comme l’ACOX3 peroxysomale se trouve essentiellement dans les tissus intra- et extra-
hépatiques. Parmi les 3 ACOXs, seulel’ACOX1 est inductible par les proliférateurs de 
peroxysomes. Cette enzyme catalyse l’oxydation des esters-CoA linéaires à moyenne et à 
longue chaîne, des acides dicarboxyliques (DCAs), des prostaglandines et des xénobiotiques à 
chaîne aliphatique mais montre une faible activité vis-à-vis des substrats à courte chaîne 
(Figure 8) (Osumi et al., 1980; Vamecq et Draye, 1989). L’ACOX2 réagit principalement 
avec les esters-CoA des intermédiaires des acides biliaires : le DHCA (acide 
dihydroxycholestanoïque) et le THCA (acide trihydroxycholestanoïque) (Casteels et al., 1990; 
Van Veldhoven et al., 1992). Contrairement à l’ACOX1 et 2, l’ACOX3 est uniquement 
hépatique et spécifique des AG ramifiés (i.e. pristanoyl-CoA) mais peut prendre en charge 
Rappels bibliographiques 
49 
aussi les acyl-CoA linéaires à longue et très longue chaîne (Figure 8) (Van Veldhoven et al., 
1992; Wanders et Tager, 1998). 
Chez l’homme, le peroxysome contient uniquement 2 acyl-CoA oxydases : (i) l’ACOX1, 
oxydase homologue à celle du rat, possède des caractéristiques moléculaires similaires et 
prend en charge les mêmes substrats (Vanhove et al., 1993), (ii) l’ACOX2 ou BCOX 
(Branched Chain Acyl-CoA oxidase) réagit avec les AG 2-méthyl ramifiés (ex : le pristanoyl-
CoA et esters-CoA du DHCA et THCA) et les AG à chaîne linéaire (esters-CoA des AGTLC 
et les acides dicarboxyliques) (Vanhove et al., 1993). Le clonage du l’ADNc de la BCOX a 
révélé que cette dernière est l’homologue de l’ACOX2 hépatique du rat (Baumgart et al., 
1996b). Contrairement au rat, laBCOX humaine est présente dans tous les tissus. L’homme 
possède un troisième gène codant une ACOX homologue à l’ACOX3 du rat mais ce gène 
n’est pas fonctionnel (Van Veldhoven et Mannaerts, 1999). 
B.1.1.2.2. Les protéines bifonctionnelles 
Chez le rat, le gène de la L-PBE est d’environ 30 kb et renferme 7 exons et 6 introns. 
Chez l’homme, le gène est localisé sur le chromosome 3q26.2-3q28 (Hoefler et al., 1994) et 
sa structure est similaire à celle du rat. La longueur du gène codant la D-PBE de rongeurs est 
supérieure à 100 kb. Ce gèneest constitué de24 exons et de 23 introns (Leenders et al., 1998). 
En effet, les séquences des ARNm codant les deux enzymes, L-PBE et D-PBE, montrent une 
très faible similarité entre elles (Caira et al., 1996). 
Les peroxysomes chez l’homme et les rongeurs renferment deux enzymes 
bifonctionnelles (PBE ou peroxisomal bifunctional enzyme) distinctes : la L-PBE spécifique 
de l’énantiomère L du 3-hydroxyacyl-CoA et la D-PBE spécifique de l’isomère D du 
3-hydroxyacyl-CoA. Ces deux enzymes catalysent ainsi la 2
ème
 et la 3
ème
 réaction de la 
β-oxydation peroxysomale au cours desquelles le 2-trans-énoyl-CoA est transformé en 
3-hydroxyacyl-CoA par hydratation qui sera par la suite converti en 3-cétoacyl-CoA par 
déshydrogénation en présence de NAD
+
. 
La L-PBE est une protéine monomérique de 79 kDa qui renferme les activités énoyl-CoA 
hydratase et Δ3, Δ2-énoyl-CoA isomérase dans sa partie N-terminale et une activité L-3-
hydroxyacyl-CoA déshydrogénase dans sa partie C-terminale (Caira et al., 1996). La D-PBE 
est un homodimère de 2 sous-unités de 77 kDa chacune mais contrairement à la L-PBE, 
renferme dans sa partie N-terminale l’activité la D-3-hydroxyacyl-CoA déshydrogénase et 
dans sa partie centrale l’activité énoyl-CoA hydratase. La partie C-terminale de la L-PBE 
montre une similarité avec la SCP2 (Caira et al., 1995; Moller et al., 1999; Mori et al., 1991). 
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La protéine de 77 kDa est clivée dans la matrice peroxysomale en un fragment de 45 kDa 
contenant l’énoyl-CoA hydratase et en un fragment de 35 kDa contenant la 
D-3-hydroxyacyl-CoA déshydrogénase (Caira et al., 1998; Dieuaide-Noubhani et al., 1997a; 
Dieuaide-Noubhani et al., 1996). 
Quels que soient les substrats, la réaction d’hydratation des énoyl-CoAspeut être 
catalysée par la L-PBE ou la D-PBE qui produisent respectivement le L-3-hydroxyacyl-CoA 
et le D-3-hydroxyacyl-CoA.La réaction de déshydrogénation, quant à elle, est stéréosélective, 
la L-PBE ne prenant en charge que le L-3-hydroxyacyl-CoA et la D-PBE le 
D-3-hydroxyacyl-CoA(Caira et al., 1996; Dieuaide-Noubhani et al., 1996; Qin et al., 1997b). 
Bien que les 2 enzymes prennent en charge les enoyl-CoAs à chaîne linéaire, la D-PBE est 
spécifique des esters enoyl-CoA de l’acide pristanique, des THCA et des DHCA (Figure 8) 
(Caira et al., 1998; Dieuaide-Noubhani et al., 1997a; Dieuaide-Noubhani et al., 1996; 
Dieuaide-Noubhani et al., 1997b; Jiang et al., 1996; Jiang et al., 1997; Qin et al., 1997a; Qin 
et al., 1997b). Bien que le rôle physiologique de la L-PBE reste à élucider, des études récentes 
montreraient un rôle dans l’oxydation des acides dicarboxyliques (Ferdinandusse et al., 2004). 
La L-PBE et la D-PBE possèdent toutes les deux un signal PTS1 dans la partie 
C-terminale (Caira et al., 1996; Leenders et al., 1998) et la L-PBE est la seule des deux qui est 
inductible par les proliférateurs de peroxysomes.  
B.1.1.2.3. Les thiolases 
La première thiolase peroxysomale a été identifiée et caractérisée par Hashimoto et ses 
collaborateurs (Miyazawa et al., 1981; Miyazawa et al., 1980). Les thiolases sont les enzymes 
catalysant la dernière étape de la β-oxydation peroxysomale qui consiste en un clivage 
thiolytique entre le carbone α et β du 3-cétoacyl-CoA libérant un acyl-CoA écourté de 2 
atomes de carbone et un acétyl-CoA ou un propionyl-CoA (dans le cas d’un acide gras 
ramifié).  
Chez l’homme, il existe 2 thiolases dans le peroxysome :  
1) La thiolase pTH1 de la voie de β-oxydation classique est inductible par les PPs. Cette 
enzyme, codée par le gène ACAA1 localisé sur le chromosome 3p23-p22, est un 
homodimère de 89 kDa. Elle est synthétisée comme précurseur de 44 kDa avant d’être 
clivée dans la matrice peroxysomale pour donner une forme mature de 41 kDa 
(Hashimoto, 1996). La pTH1 est spécifique des 3-cétoacyl-CoA à chaîne linéaire 
(Figure 8).  
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2) La SCPx (ou pTH2) de la voie des acides gras ramifiés n’est pasinductible par les PPs. 
Cette protéine de 58 kDa, codée par le gène SCP2 (environ 80 kb) situé sur le 
chromosome 1enposition p32, renferme une activité 3-cétoacyl-CoA dans le domaine 
N-terminale et une fonction SCP2 (Sterol Carrier protein) dans le domaine 





















































































































































































































































































La SCPx est comme la pTH1 spécifique des 3-cétoacyl-CoA à chaînes linéaires mais 
aussi des 3-cétoacyl-CoA des AG 2-méthyl branchés comme l’acide pristanique et les 
intermédiaires des acides biliaires DHCA et THCA (Figure 8) (Wanders et Waterham, 
2006a). 
Contrairement à l’homme, les rongeurs possèdent 3 enzymes thiolases : la thiolase A, la 
thiolase B et la SCPx. Chez le rat, 2 gènes A et B codent pour la thiolase A et B 
respectivement. Le gène A est faiblement exprimé de manière constitutive alors que le gène B 
est fortement inductible par les PPs (Caira et al., 1998; Cherkaoui Malki et al., 1990a). Les 
thiolases A et B, toutes les 2 spécifiques des 3-cétoacyl-CoA à chaîne linéaire, possèdent des 
propriétés biochimiques similaires mais montrent quelques différences au niveau de la partie 
N-terminale de la séquence d’acides aminés. Les thiolases A et B et la pTH1 humaine 
possèdent un signal PTS2 clivable en N-terminale. Les 2 gènes A et B montrent une forte 
similarité de séquence avec le gène codant la pTH1 chez l’homme (Hashimoto, 2000). 
La SCPx du rat, l’orthologue de la SCPx humaine, possède la même spécificité de 
substrat et est adressée au peroxysome par un signal PTS2 (Antonenkov et al., 1999). 
B.1.1.2.4. Les Enzymes auxiliaires 
Les AG saturés non ramifiés et les 2-méthyle ramifiés avec le groupement méthyle en 
configuration 2-S sont les seuls AG qui peuvent entrer dans le cycle de β-oxydation 
directement. Cependant, les autres AG comme les AG mono- et polyinsaturés, les AG 2(R)- 
ou 3(R)-méthyle ramifiés et les AG 2-hydroxylés ont besoin d’être reconfigurés avant de 
devenir des substrats de la β-oxydation peroxysomale. 
La dégradation des AG 2(R)-méthyle ramifiés nécessite l’intervention de la 2-
méthylacyl-CoA racémase qui peut convertir l’acide gras de la configuration 2R en 2S 
permettant ainsi sa prise en charge par l’acyl-CoA oxydase 2. Le gène qui code l’enzyme 2-
méthylacyl-CoA racémase est l’AMACR et la protéine renferme dans sa séquence 2 signaux 
d’adressage, l’un mitochondrial et l’autre peroxysomal expliquant sa présence essentiellement 
dans les 2 organites pour l’oxydation de l’acide pristanique (Wanders et Waterham, 2006a).  
Les acides gras mono- et polyinsaturés avec les doubles liaisons en position paire 
requièrent les activités de 2 enzymes auxiliaires : (i) la Δ3, Δ2-énoyl-CoA isomérase (une des 
activités de la L-PBE) qui catalyse de manière réversible le transfert de la double liaison de la 
position 3-trans/cis vers la position 2-trans (ii) la 2,4-diénoyl-CoA réductase qui convertit le 
2-trans, 4-cis/trans-diénoyl-CoA en 3-trans-énoyl-CoA de manière NADPH-dépendante. Ces 
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2 activités enzymatiques existent également dans la mitochondrie où elles ont les mêmes 
activités mais sont codées par des gènes distincts (Poirier et al., 2006; Wanders et Tager, 
1998). 
La β-oxydation des acides gras mono- et polyinsaturés, avec les doubles liaisons en 
position impaire, emprunte 2 voies. La première impliquela Δ3, Δ2-enoyl-CoA isomérase et la 
deuxième nécessite la participation de 3 enzymes auxiliaires (i) la Δ3,5, Δ2,4-diénoyl-CoA 
isomérase, une enzyme à double localisation mitochondriale et peroxysomale, codée par le 
même gène et avec 2 signaux d’adressage spécifiques de chaque organite et, (ii) la Δ3, Δ2-
énoyl-CoA isomérase et (iii) 2,4-diénoyl-CoA réductase (Wanders et Tager, 1998). 
Le Coenzyme A est un cofacteur essentiel pour la β-oxydation des acides gras et pour la 
réaction de la 3-cétoacyl-CoA thiolase, dernière étape de β-oxydation peroxysomale. Sa 
disponibilité dans le peroxysome pourrait être limitante. Cependant, le rapport CoA estérifié 
sur CoASH peut varier selon les conditions physiologiques telles que l’état nourri, le jeûne et 
la variation des niveaux d’AG. Les thioestérases ou acyl-CoA thioestérases/hydrolases 
(ACOTs) sont des enzymes faisant partie du système d’enzymes auxiliaires du peroxysome 
qui catalysent l’hydrolyse des acyl-CoA en acides gras libre et en CoASH, suggérant ainsi 
leurs rôles dans la régulation du niveau de CoASH dans le peroxysome. Chez les 
mammifères, la famille des ACOTs possède au moins 12 membres (ACOT1-ACOT12) 
présents dans presque tous les compartiments cellulaires tels que le cytosol, la mitochondrie, 
le peroxysome et le réticulum endoplasmique. Chez l’homme, 3 ACOTs ont été identifiées, 
ACOT4, ACOT8 et ACOT12. L’activité combinée de ces 3 ACOTs permet l’hydrolyse des 
acyl-CoAs à chaîne courte, longue et 2-méthyl ramifiés ainsi que les dicarboxylyl-CoAs et les 
intermédiaires des acides biliaires (Hunt et Alexson, 2008). 
B.1.2. La β-oxydation peroxysomale des acides dicarboxyliques 
Les acides dicarboxyliques sont les produits de la voie d’ω-oxydation des acides 
monocarboxyliques qui a lieu dans le RE et dans le cytosol. Cette voie convertie ces acides 
gras dans le RE grâce au cytochrome P450 en acides ω-monohydroxycarboxyliques qui seront 
par la suite oxydés en acides ω-monocétocarboxyliques puis en acide dicarboxyliques dans le 
cytosol respectivement grâce à l’alcool déshydrogénase puis à l’aldéhyde déshydrogénase. 
Une fois activés par la dicarboxylyl-CoA synthétase cytosolique, les esters dicarboxylyl-CoA 
peuvent rentrer dans le cycle de la β-oxydation peroxysomale (Ferdinandusse et al., 2004). 
Les études menées sur des fibroblastes de patients déficients en peroxysome ou en une seule 
enzyme peroxysomale ont montré l’implication de l’ACOX1, de la D- et la L-PBE, de la 
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pTH1 et la SCPx dans la β-oxydation peroxysomale des acides dicarboxyliques à longue et 
très longue chaîne (Ferdinandusse et al., 2004). Après β-oxydation, ces acides 
dicarboxyliques sont éliminés dans l’urine. 
B.1.3. La β-oxydation des eicosanoïdes 
Les eicosanoïdes sont des composés dérivés des acides gras insaturés dont l’acide 
arachidonique est le principal précurseur. Ce sont des molécules constituées de 20 atomes de 
carbone, avec 2 chaînes latérales leur donnant une structure en épingle à cheveux. Les 
eicosanoïdes comprennent : les prostaglandines, les leucotriènes, les thromboxanes, les 
prostacyclines, les lipoxines, les hépoxylines, les anandamides, et les cystéinyl-leucotriènes. 
Ces molécules sont présentes dans tous les tissus et jouent un rôle dans l’inflammation, la 
contraction des muscles lisses, la régulation des métabolismes et l’agrégation plaquettaire 
(Ferdinandusse et al., 2002). Elles sont donc considérées comme des hormones. Le 
peroxysome permet la dégradation des prostaglandines et des leucotriènes (Mayatepek et al., 
1993). 
Les leucotriènes comprennent le LTB4 et les cystéinyl-LTs tels que LTC4, LTD4 et 
LTE4. Ils sont synthétisés principalement par les macrophages et les mastocytes et sont 
impliqués dans les communications intercellulaires, la transduction des signaux et la défense 
du soi. Le LTB4 fonctionne comme un agent chimiotactique pour les cellules inflammatoires 
alors que les cystéinyl-LTs provoquent différents effets biologiques tels que la contraction des 
muscles lisses et l’augmentation de la perméabilité des microvaisseaux. Etant donné leurs 
rôles biologiques très importants, les leucotriènes sont inactivés puis dégradés. Le LTC4 est 
converti dans le sang en LTD4 puis en LTE4, une forme très peu active. Ensuite, le LTB4 et 
LTE4 sont transformés par la voie d’ω-oxydation respectivement en ω-carboxy-LTB4 et en 
ω-carboxy-LTE4. Enfin, ces derniers sont dégradés par la β-oxydation peroxysomale en ω-
carboxy-tétranor-LTB3 et en ω-carboxy-tetranor-LTE3 et éliminés dans la bile ou dans 
l’urine. Des analyses d’urines chez des patients atteints de différentes maladies 
peroxysomales démontrent que la D-PBE est nécessaire pour la dégradation de ces dérivés 
leucotriènes (Ferdinandusse et al., 2002). 
B.1.4. Le transport et l’activation des acides gras 
B.1.4.1. L’Importation des acides gras dans le milieu intracellulaire 
Pour que les acides gras d’origine extracellulaire soient β-oxydés, ils doivent tout d’abord 
franchir la membrane plasmique. Jusqu'à présent, 3 types de protéines participeraient à 
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l’importation des AG dans la cellule : une protéine liant les AG (FABP : Fatty Acid Binding 
Protein), une translocase des acides gras (FAT/CD36 : Fatty Acid Transporter) et des 
protéines transporteuses des AG (FATPs : Fatty Acid Transport Proteins) (Coe et al., 1999; 
Schaffer, 2002; Stahl et al., 2001). La FABPpm (pm : « plasma membrane ») est une protéine 
membranaire située du coté extracellulaire qui agit comme récepteur des AG. La FAT/CD36 
est une protéine transmembranaire qui joue un rôle dans la translocation des AG. Ce 
transporteur est absent dans le foie et n’est pas le principal transporteur dans la plupart des 
tissus. Il fonctionne vraisemblablement en présence de faibles concentrations en AG en 
concentrant ces acides gras à la surface de la cellule puis en les transférant à la FATP. Les 
transporteurs FATPs ont été identifiés récemment. Cette famille de protéines pourrait être 
également impliquée dans l’activation des AG grâce à son activité acyl-CoA synthétase 
(DiRusso et al., 2005; Glatz et Storch, 2001; Stahl et al., 2001). Les AG transportés vers le 
compartiment intracellulaire peuvent être sous forme d’AG libres ou d’AG activés. Dans le 
premier cas, ils seront pris en charge par la FABPc et dans le deuxième cas, par les protéines 
liant les AG, les ACBP (Acyl-CoA Binding Protein)(Glatz et Storch, 2001). 
B.1.4.2. Activation des acides gras 
Une fois dans la cellule, les AG doivent être activés car cela assure un taux faible d’AG 
libres et non-estérifiés et maintient un gradient de concentration favorable pour l’entrée de 
nouveaux AG libres dans le cytosol. Les AG qui sont activés ne peuvent plus sortir de la 
cellule car l’activation diminue leur degré d’hydrophobicité (Wanders et Waterham, 2006a). 
Différentes Acyl-CoA Synthétases (ACS) catalysent l’activation des AG en acyl-CoA en 
fonction de leur localisation cellulaire et de leur nature. L’activation d’un AG est réalisée en 2 
étapes : (i) formation d’un intermédiaire acyl-AMP à partir d’un AG et d’une molécule 
d’ATP, (ii) puis l’échange de l’AMP contre une molécule de CoASH pour obtenir la forme 
active en acyl-CoA. 
Les AG à longue chaîne sont activés par les acyl-CoA synthétases à longue chaîne 
(ACSL) qui existent sous 5 isoformes (ACSL1, 3, 4, 5 et 6) localisées du côté cytosolique de 
la membrane mitochondriale etmicrosomale.Seule l’ACSL4 est localisée au niveau de la 
membrane peroxysomale. Au niveau du peroxysome, les ACSL sont spécifiques des AG à 
longue chaîne linéaire mais également des AG à chaîne branchée comme cela a été montré 
pour l’ACSL4 (Watkins, 1997).  
La première enzyme catalysant l’activation des AGTLC, l’acyl-CoA synthétase à très 
longue chaîne (VLCS-1), a été isolée à partir des peroxysomes de foie chez plusieurs espèces 
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dont l’homme, la souris,le rat et la levure. La famille des VLCS qui intervient aussi bien dans 
l’activation des AGTLC que dans leur transport (Coe et al., 1999), est apparentée à la famille 
des FATP et c’est pour cela qu’elle fut renommée VLCS/FATP. Les VLCS sont absentes dela 
mitochondrie et sont localisées dans le RE du côté cytosolique et dans le peroxysome du côté 
de la matrice (Smith et al., 2000). L’acyl-CoA synthétase biliaire (BACS) est un membre de 
la famille VLCS/FATP. Elle est spécifique des intermédiaires des acides biliaires et elle est 
localisée uniquement dans le foie au niveau du RE (Mihalik et al., 2002). La dicarboxylyl-
CoA synthétase active les acides dicarboxyliques au niveau du RE avant leur entrée dans le 
peroxysome (Vamecq et al., 1985).  
B.1.4.3. L’importation et la translocation des AG à travers la membrane peroxysomale 
Au niveau mitochondrial, les AG à courte et moyenne chaîne entrent directement par 
diffusion pour être dégradés. Alors que les AG à longue chaîne empruntent un système de 
navette pour atteindre la matrice mitochondriale : une carnitine palmitoyl transférase I 
(CPT-I) associée à la membrane externe mitochondriale catalyse la formation d’acyl-carnitine 
à partir d’acyl-CoA et de carnitine libre.L’acyl-carnitine ensuite sera transportée dans la 
matrice mitochondriale en échange d’une carnitine libre grâce à la carnitine-acylcarnitine 
translocase (CACT), une protéine intégrale de la membrane interne mitochondriale. Dans la 
matrice, l’acyl-carnitine sera reconverti en acyl-CoA par la carnitine palmitoyl transférase II 
(CPT-II) qui est associée à la partie interne de la membrane mitochondriale.L’acyl-CoA est 
ensuite pris en charge par le système de β-oxydation mitochondrial et la carnitine est 
transportée par la CACT vers le cytosol (Kerner et Hoppel, 2000). 
Au niveau du peroxysome, l’importation et la β-oxydation des AG sont indépendants de 
la carnitine alors que l’exportation des AG écourtés nécessite la carnitine. En effet, le mode 
d’importation des AG dans la matrice peroxysomale dépend de la longueur de la chaîne. 
Ainsi, les AG à moyenne chaîne, sous forme activée en acyl-CoA, traversent de façon passive 
la membrane peroxysomale alors que les AGLC et les AGTLC sont d’abord activés en acyl-
CoA du côté cytosolique de la membrane puis transportés vers la matrice peroxysomale via 
les transporteurs ABC (« ATP Binding Cassette ») grâce à l’hydrolyse d’une molécule d’ATP 
(Rottensteiner et Theodoulou, 2006). Chez les mammifères, ce sont troistransporteurs ABC de 
la sous famille D (ABCD) qui assureraient le transport des AG dans la matrice 
peroxysomale :ABCD1 (ou « ALDP: Adrenoleukodystrophy Protein »), ABCD2, et ABCD3 
(ou PMP70). Ce sont des protéines intégrales de la membrane peroxysomale (Rottensteiner et 
Theodoulou, 2006).  
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B.1.4.4. Exportation des acides gras β-oxydés de la matrice peroxysomale 
Chez les mammifères, les produits de la β-oxydation peroxysomale (acétyl-CoA, 
propionyl-CoA ou le 4, 8-diméthylnanoyl-CoA) sont transformés dans la matrice 
peroxysomale en esters de carnitine grâce à 2 enzymes, la carnitine acétyltransférase (CRAT) 
et la carnitine octanoyltransférase (CROT) (Hashimoto, 1999). Ces esters de carnitine sont 
supposés diffuser de manière passive au travers de la membrane peroxysomale. Un 
transporteur de carnitine OCTN3 (Organic cation/carnitine transporter) a été identifié dans la 
membrane peroxysomale (Ferdinandusse et al., 1999; Lamhonwah et al., 2005; Reddy et 
Hashimoto, 2001a). Or, il a été montré que le transporteur OCTN2 (apparenté à OCTN3) 
localisé au niveau de la membrane plasmique transporte non seulement la carnitine dans la 
cellule, mais est également capable de transporter les acylcarnitines à chaîne courte (Wu et al., 
1999a). Cela laisse penser que l’OCTN3 pourrait assurer l’import de la carnitine dans le 
peroxysome, mais aussi assurer l’export des produits de la β-oxydation peroxysomale sous 
forme d’acétyl-carnitine et de propionyl-carnitine. Un mécanisme alternatif de transport des 
produits finaux de la β-oxydation peroxysomale existerait via le clivage des acyl-CoA en AG 
libres et coenzyme A par les ACOT (cf. B.1.1.2.4 Les enzymes auxiliaires, p52). 
B.2. Synthèse des acides gras polyinsaturés (AGPI) 
Parmi lesAGPI on trouve entre autres la famille des omégas 3 et la famille desomégas 6. 
Les omégas 3 sont impliqués dans divers processus physiologiques tels que les fonctions 
cognitives et visuelles, et dans le développement neuronal. Ce sont des composants essentiels 
des phospholipides membranaires et ils constituent des substrats pour la synthèse des 
eicosanoïdes. 
L’acide docosahexaénoïque (DHA, C22:6 n-3) est le plus important AGPI de la famille 
des omégas 3 et il est très abondant dans les phospholipides du cerveau et de la rétine chez 
l’homme et les mammifères. Le précurseur direct du DHA est l’acide tétracosahéxaenoïque 
(C24:6n-3) qui provient lui-même de l’acide linolénique (C18:3n-3). Cet AG essentiel, 
apporté uniquement par l’alimentation, subit une série de désaturations et d’élongations au 
niveau du RE pour donner le C24:6n-3 comme produit final. Le C24:6n-3 est alors transporté 
vers le peroxysome et sera écourté de 2 atomes de carbone par β-oxydation peroxysomale 
pour donner le DHA (Ferdinandusse et al., 2001; Moore et al., 1995). Les principales 
enzymes qui participent à la β-oxydation du C24:6n-3 et par la suite à la biosynthèse du DHA 




Les omégas 6 comme les omégas 3, d’une très grande importance pour l’organisme, sont 
apportés principalement par l’alimentation et servent de précurseurs essentiellement pour la 
synthèse de l’acide arachidonique (C20:4n-6). L’acide docosapentaénoïque (DPA, C22:5n-6) 
est le principal AGPI de la famille des omégas 6 est synthétisé à partir du précurseur acide 
linoléique (C18:2n-6) de manière similaire à la synthèse du DHA à travers une série de 
désaturations et d’élongations. L’étape finale de la synthèse du DPA, comme le DHA, se fait 





Figure 9. Schéma récapitulatif de la synthèse l’acide docosahexaénoïque (DHA, C22:6) et de 
l’acide docosapentaénoïque (DPA, C22:5). 
(Adapté des sites http://www.cocnet.org et http://www.asl-lipides.com). 
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B.3. Synthèse des acides biliaires 
Le cholestérol en excès est éliminé par conversion en acides biliaires au niveau du foie. 
Cette conversion a lieu selon deux voies : une voie classique présente dans le réticulum 
endoplasmique et une voie alternative qui se déroule dans la mitochondrie. Ces deux voies se 
partagent les mêmes enzymes,excepté celles qui sont responsables de l’hydroxylation du 
noyau stéroïde à la position C-7. Cette étape est réalisée par la7α-cholestérol hydroxylase 
(CYP7A1) pour la voie classique et par la 7α-oxystérol hydroxylase (CYP7B1). 
Approximativement 500 mg de cholestérol sont convertis en acides biliaires par jour dans le 
foie humain adulte et la voie classique contribue à la synthèse d’environ 90% d’acides 
biliaires chez l’homme et 70% chez la souris (Ferdinandusse et Houten, 2006). La biosynthèse 
des acides biliaires consiste en une modification du noyau stéroïde du cholestérol, son 
oxydation puis le clivage des chaînes latérales du stérol et finalement sa conjugaison avec un 
acide aminé, soit la taurine soit la glycine. L’oxydation des chaînes latérales du stérol a lieu 
dans la mitochondrie et aboutit à la formation des intermédiaires des acides biliaires, l’acide 
3α, 7α dihydroxycholéstanoïque (DHCA) précurseur de l’acide chénodéoxycholique (CDCA) 
et de l’acide cholique (CA) et le 3α, 7α, 12α trihydroxycholestanoïque (THCA) précurseur de 
l’acide cholique (Ferdinandusse et al., 2009). 
Il est à noter que les intermédiaires des acides biliaires sont activés en acyl-CoA biliaire 
avant leur transport dans le peroxysome par la BACS et l’acyl-CoA synthétase à très longue 
chaîne au niveau du RE (cf. B.1.4.2 Activation des acides gras). 
Le CDCA et le CA sont formés à partir des DHCA et THCA par un cycle de β-oxydation 
peroxysomale de leur chaîne latérale (Figure 10). Au début, le groupe méthyle du carbone 25 
de configuration R est transformé en configuration S pour qu’il soit pris en charge par la 
BCOX qui forme le 24-énoyl-CoA du DHCA ou THCA. Cette étape est suivie par une 
hydratation et une hydrogénation par la D-PBE qui forme l’ester 24-céto-CoA (Caira et al., 
1996; Caira et al., 1998). Finalement, la SCPx effectue le clivage pour donner le CA-
CoA/CDC-CoA et le propionyl-CoA. L’étape finale de la synthèse des acides biliaires de 
novo est leur conjugaison à la glycine ou à la taurine par la bile acyl-CoA : aminoacid 
N-acyltransférase (BAAT) qui converti l’acyl-CoA biliaire en acide biliaire tauro- ou glyco-
conjugué et libère le CoA. Après leurs synthèses, les acides biliaires sont transportés à 
l’extérieur du peroxysome par un mécanisme inconnu jusqu'à présent, puis à l’extérieur de 




Figure 10. Représentation schématique des étapes de synthèse peroxysomale des acides biliaires. 
D’après (Ferdinandusse et Houten, 2006).  
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B.4. Synthèse des éthers de phospholipides 
Les éthers de phospholipides constituent une classe distincte de phospholipides 
caractérisée par la présence d’une liaison éther en position sn-1 (numérotation 
stéréospécifique en 1) du squelette glycérol. Deux types de liaisons éthers en sn-1 existent 
dans les éthers de phospholipides : une liaison éther présente dans les facteurs d’activation des 
plaquettes (PAF) et une liaison vinyle-éther caractéristique des plasmalogènes. Généralement, 
la position sn-1 des plasmalogènes est liée soit à l’acide palmitique (C16:0), soit à l’acide 
stéarique (C18:0), soit à l’acide oléique (C18:1), alors que la position sn-2 est estérifiée par un 
AGPI. La tête polaire des plasmalogènes en position sn-3 est généralement estérifiée par une 
éthanolamine ou par une choline. Le taux de plasmalogène est très variable selon les tissus et 
parfois selon les types cellulaires au niveau du tissu. Par exemple, la myéline est la plus riche 
en plasmalogène éthanolamine, le cœur est le tissu le plus riche en plasmalogène choline (taux 
modéré dans les reins, la rate, les cellules sanguines et le muscle squelettique) alors que le 
foie est pauvre en plasmalogène. Bien que le(s) rôle(s) physiologique(s) des plasmalogènes ne 
soit pas complètement élucidé, il semblerait que les plasmalogènes agissent comme des 
antioxydants (via la liaison vinyle éther), ou en modifiant les propriétés et la fluidité des 
membranes. Ils pourraient servir également de stockage des AGPI(Brites et al., 2004). 
Durant ces dernières années l’implication des plasmalogènes dans de nombreuses 
pathologies liées aux peroxysomes a augmenté l’intérêt pour ces composés. 
La première étape de la biosynthèse des plasmalogènes consiste en une estérification en 
sn-1 de la dihydroxyacétone phosphate (DHAP) par un ester CoA à longue chaîne catalysée 
par la dihydroxyacétone phosphate acyltransférase (DHAP-AT) donnant le 1-acyl-DHAP 
(Figure 11). Ensuite, l’acide gras en sn-1 du 1-acyl-DHAP est remplacé par un alcool gras à 
longue chaîne grâce à l’alkyl-dihydroxyacétone phosphate synthase (ADHAP-S) pour former 
le 1-alkyl-DHAP. La fonction cétone du 1-alkyl-DHAP en sn-2 est réduite pour donner le 1-
alkyl-sn-glycéro-3-phosphate. Cette réaction, qui peut avoir lieu au niveau peroxysomal ou 
microsomal, est catalysée par l’acyl/alkyl-dihydroxyacétone phosphate réductase 
(AADHAP-R). Le 1-alkyle-sn-glycéro-3-phosphate est ensuite exporté vers le RE et les 
réactions finales de synthèse des plasmalogènes ontlieu dans le cytosol (Wanders et 
Waterham, 2006a). 
La DHAP-AT et la DHAP-S sont deux enzymes intraperoxysomales avec respectivement 
des signaux d’adressages PTS1 ou PTS2 alors que l’AADHAP-R a une double distribution, 
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peroxysomale et microsomale. L’AADHAP-R est située sur la face cytosolique de la 
membrane peroxysomale (Wanders et Waterham, 2006a). 
 
  
Figure 11. Représentation schématique des différentes étapes de la voie de synthèse des 
plasmalogènes dans le peroxysome. 




Chez l’homme, la voie de l’ α-oxydation a lieu exclusivement dans le peroxysome. Elle 
permet d’écourter la chaîne des acides gras de 1 atome de carbone. Cette voie permet la 
dégradation des acides gras 3-méthylés à chaîne ramifiée comme l’acide phytanique (l’acide 
3, 7, 11,15-tétraméthylhéxadécanoïque), un acide gras d’origine végétal issu de la dégradation 
du phytol et apporté uniquement par l’alimentation. 
L’α-oxydation des acides phytaniques est une voie peroxysomale qui commence par la 
formation du phytanoyl-CoA, suivi par une hydroxylation aboutissant à la formation du 2-
hydroxyphytanoyl-CoA (Figure 12). Cette étape est catalysée par la phytanoyl-CoA 2-
hydroxylase. Par la suite, le 2-hydroxyphytanoyl-CoA est clivé par l’enzyme 2-hydroxyacyl-
CoA lyase en pristanal et en formyl-CoA. Ce dernier est ensuite hydrolysé en acide formique 
et en coenzyme A (CoASH) (Wanders et al., 2011). Le pristanal est oxydé en acide 
pristanique (l’acide 2, 6, 10,14-tétraméthylpentadécanoïque) et cette étape est catalysée par 
l’aldéhyde déshydrogénase peroxysomale. Après activation de l’acide pristanique en 
pristanoyl-CoA, ce dernier peut enfin rentrer dans le cycle de β-oxydation peroxysomale et le 
produit final, le 4,8-diméthylnanoyl-CoA, est transporté vers la mitochondrie pour une 





Figure 12. Schéma de la voie de l’α-oxydation peroxysomale de l’acide phytanique chez les 
mammifères. 
D’après (Wanders and Waterham, 2006). 
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C. Autres fonctions du peroxysome 
C.1. Métabolisme du glyoxylate 
Chez l’homme,le peroxysome joue un rôle crucial dans le mécanisme de détoxification 
du glyoxylate. L’aminoglyoxylate aminotransférase, présente exclusivement dans les 
peroxysomes au niveau du foie, convertit le glyoxylate en glycine tout en utilisant l’alanine 
comme précurseur. Par son activité, cette enzyme empêche la formation de l’oxalate, produit 
toxique, à partir du glyoxylate par différentes hydrogénases et oxydases comme par exemple 
l’enzyme lactate déshydrogénase (Baumgart et al., 1996a). 
C.2. Métabolisme des acides aminés 
Chez les mammifères,le peroxysome contient d’une part une D­aminoacide oxydase qui 
oxyde les isomères D des acides aminés neutres et basiques et une D-aspartate oxydase qui 
oxyde les isomères D des acides aminés acides (Van Veldhoven et al., 1991) et, d’autre part, 
une glutaryl-CoA oxydase, une enzyme à la fois peroxysomale et mitochondriale qui convertit 
la lysine, l’hydroxylysine et le tryptophane en glutaryl-CoA (Van Veldhoven et al., 1992). 
C.3. Dégradation des espèces réactives del’oxygène (ERO)  
Les peroxysomes ont été tout d’abord caractérisés par la production et la dégradation du 
peroxyde d’hydrogène (H2O2). Ce produit, toxique pour la cellule, est généré dans la matrice 
peroxysomale par les différentes oxydases comme les ACOX par exemple. Le peroxysome 
possède plusieurs enzymes qui décomposent l’H2O2 comme la catalase soit directement grâce 
à leur activité catalasique, soit en utilisant des molécules tels que le méthanol, l’éthanol, le 
formaldéhyde, le formate ou les nitrites comme co-substrats par son activité peroxydasique. 
La glutathion peroxydase et la peroxyrédoxine (PMP20) permettent également la dégradation 
de l’H2O2(Singh et al., 1994; Yamashita et al., 1999). 
La présence de la xanthine oxydoréductase, qui intervient dans le catabolisme des 
purines, au niveau de la matrice peroxysomale, génère des anions superoxydes (O2•). Ces 
composés sont dégradés par la famille des superoxydes dismutases (Cu/Zn-SOD et Mn-SOD). 
De plus, il existe dans le peroxysome une NO synthase inductible (iNOS) (Stolz et al., 2002), 
enzyme produisant du monoxyde d’azote (NO•) à partir de la L-arginine, qui en se combinant 
avec les radicaux O2ˉ, conduit à la formation du peroxynitrite ONOOˉ, un oxydant puissant. 
Ce dernier est décomposé par la peroxyrédoxine V qui possède une activité peroxynitrite 
réductase (Dubuisson et al., 2004). 
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De plus, les peroxysomes contiennent aussi l’époxyde hydrolase, une enzyme qui 
décompose les époxydes, ces derniers constituant la forme active de produits carcinogènes et 
mutagènes (Waechter et al., 1983). 
L’équilibre entre la production de composés toxiques par les oxydases et leur élimination 
par les différentes enzymes décrites ci-dessus empêche le développement d’un état de stress 
oxydatif qui pourrait conduire à la désorganisation des structures membranaires, à l’attaque de 
l’ADN ainsi qu’à l’oxydation des protéines et des lipides dans les cellules. 
D. L’acyl-CoA oxydase 1 (ACOX1) 
L’ACOX1 est l’enzyme qui catalyse la première étape de la voie classique de la 
β-oxydation peroxysomale. L’étude du rôle physiologique de l’ACOX1 humaine est 
essentielle. En effet, l’importance du rôle de l’ACOX1 est soulignée par l’identification d’une 
maladie peroxysomale sévère, la pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale (P-NALD, OMIM 
609751), liée à une déficience de cette enzyme. 
D.1. La nomenclature 
Les acyl-CoA oxydases ont été nommées différemment selon les espèces. Chez la levure 
Yarrowia lipolytica, 5 acyl-CoA oxydases nommées Aox1 à Aox5, sont codées par 5 gènes 
POX1 à POX5 respectivement alors que Saccharomyces cerevisae possède une seule 
Pox1/Fox1p (Wang et al., 1999). Chez les plantes, Arabidopsis thaliana est l’espèce végétale 
la plus étudiée pour les acyl-CoA oxydases et contient 6 gènes dont seulement 4 acyl-CoA 
oxydases ont été caractérisées biochimiquement : ACX1, ACX2, ACX3 et ACX4 (Poirier et 
al., 2006). Chez les rongeurs, rat et souris, l’ACOX1 correspond à la palmitoyl-CoA oxydase, 
l’ACOX2 à la choléstanoyl-CoA oxydase et l’ACOX3 à la pristanoyl-CoA oxydase. De plus 
les 2 isoformes issues de l’épissage alternatif de l’exon 3a et 3b du gène de l’ACOX sont 
désignées ACO-I et ACO-II (Setoyama et al., 1995). Chez l’homme, les acyl-CoA oxydases 
sont nommées ACOX1 et ACOX2 avec l’ACOX1 qui est présente en 2 isoformes ACOX1a et 
ACOX1b résultant d’un épissage alternatif des exons 3a et 3b à partir du même gène(Oaxaca-
Castillo et al., 2007). 
D.2. Le gène 
Chez l’homme, le gène de l’ACOX1 a été localisé par hybridation in situ au niveau du 
chromosome 17 sur le bras court au locus 25 (Varanasi et al., 1994). Le gène, présent sous 
forme d’une copie par génome haploïde, s’étend sur 33 Kb et contient 15 exons dont 2 exons 
3 (3a et 3b) et 14 introns (Figure 13). Cette structure du gène ACOX1 est conservée chez le rat 
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(Varanasi et al., 1994). Au niveau du gène, toutes les jonctions exons/introns sont conformes 
aux règles GT/AT. Le promoteur du gène de l’ACOX1 est riche en bases G+C (65%) 
composée de boîtes hexanucléotidiques GGGCGG ou CCCGCC présentes en 3 copies. Des 
séquences ressemblant aux boîtes TATA riche en A+T ont été identifiées également au niveau 
du promoteur mais des motifs CCAAT typiques sont absents aussi bien chez l’homme que 
chez le rat (Osumi et al., 1987; Varanasi et al., 1994). Le promoteur du gène de l’ACOX1 
humain renferme un élément de réponse pour les proliférateurs de peroxysome (PPRE) qui se 
trouve entre les positions -1918 et -1906 en amont du site d’initiation de la transcription. C’est 
une répétition directe (DR1) de la demi-séquence consensus AGGTCA séparée par un 
nucléotide. Cet élément de réponse fixe PPARα/RXRα ce qui aboutit à une induction de la 







Figure 13. Schéma représentant le gène de l’ACOX1 humaine. 
Il est composé de 15 exons, dont deux exons 3. A partir d’un pré-ARNm, deux ARNm matures 
sont produits, chacun comportant soit l’exon 3a soit l’exon 3b (ARNm 1a et 1b). Deux protéines 
de 660 acides aminés, appelées ACOX1a et ACOX1b sont traduites à partir de ces deux ARNm. Le 




Deux séquences nucléotidiques différentes d’ARNm ont été détectées aussi bien chez 
l’homme que chez le rat, l’ARNm 1a et l’ARNm 1b, issues du même gène de l’ACOX1 
(Figure 14). Ces 2 transcrits sont le résultat d’un épissage alternatif de l’exon 3a et 3b et 
montrent une très forte similarité (52%) en particulier au niveau de l’extrémité 3’ de leur 
séquence chez l’homme (Figure 13, p69). Les exons 3a et 3b sont formés par duplication de la 
séquence exonique. L’ARNm 1a et l’ARNm 1b renferment le même nombre de nucléotides 
3741, dont 1983 nucléotides codant pour un polypeptide de 661 acides aminés chez le rat 
(Miyazawa et al., 1987) et 1980 nucléotides codant pour 660 acides aminés chez l’homme 
(Chu et al., 1995; Varanasi et al., 1994). Au niveau de l’ARNm, le site d’initiation de la 
traduction ATG est situé en position 291 et le codon stop TGA en position 2273 de l’ARNm 
(Varanasi et al., 1994). 
  
Figure 14. Représentation schématisée du mécanisme de l’épissage alternatif du gène de l’ACOX1. 
Les exons 3a et 3b sont impliqués dans le mécanisme d’épissage avec une autre partie de la 
séquence du gène. Un des ARN matures garderait la partie correspondant à l’exon 3a tandis que 
l’autre la partie correspondant à l’exon 3b donnant naissance à deux protéines de la même taille 




D.4. Acyl-CoA oxydase 1 : Isoformes, activité et substrats 
L’acyl-CoA oxydase 1 humaine est un dimère de 140 kDa qui est composé de 2 sous-
unités de 72 kDa (polypeptide A) chacune. Elle est importée dans le peroxysome grâce à un 
signal d’adressage Sér-Lys-Leu (PTS1) localisé dans sa partie C-terminale. Après sa 
translocation dans le peroxysome, 80% de l’ACOX1 est clivée entre la valine 468 et l’alanine 
469 par une protéase spécifique dans la matrice pour donner naissance à 2 fragments : un 
fragment de 52 kDa (polypeptide B) et un fragment de 21 kDa (polypeptide C). L’enzyme 
active, de ce fait, est un dimère qui existe sous 3 formes : A2, ABC et B2C2(Chu et al., 1995; 
Reddy et Hashimoto, 2001a). 
Les deux isoformesde la protéine ACOX1, ACOX1a et ACOX1b issues de l’épissage 
alternatif de l’exon 3 du gène de l’ACOX1, présentent une similarité très importante au 
niveau de leur séquence peptidique. Elles diffèrent uniquement par les 54 acides aminés codés 
par lesexons 3a et 3b et qui sont situés dans la partie N-terminale de leur séquence. Ainsi, 



















C2 etc.…) (A ou B ou C pour 
polypeptide A, B et C respectivement ; a ou b pour exon 3a ou 3b respectivement) 
(Hashimoto, 1996). 
Les séquences polypeptidiques de l’ACOX 1a et 1b correspondant à la région de 54 
acides aminés entre les 2 isoformes, montrent une similarité de séquence de 52% avec une 
forte identité au niveau de sa partie C-terminale. En effet, la différence entre les séquences 
d’acides aminés des 2 isoformes correspond essentiellement à une trentaine d’acides aminés 
situés entre les résidus 90 et 144 codés par les exons 3 comme le montre l’alignement. 
Au cours de l’évolution, les séquences polypeptidiques de chacune des isoformes de 
l’ACOX1 ont été conservées dansdifférentes espèces comme les rongeurs, le koala, les 
poissons zèbres et les hommes (Morais et al., 2007). La comparaison des séquences 
polypeptidiques codées par les exons 3a entre elles ou 3b entre elles, chez l’homme et les 
rongeurs, montre une identité de séquence d’environ 90%. Lorsque les séquences 
polypeptidiques codées par les exons 3a et 3b sont comparées entre elles chez la même 
espèce, on trouve 52% d’identité de séquence chez l’homme, 55% chez le rat et 50% chez la 
souris (Morais et al., 2007). 
L’ACOX1 est une flavoprotéine qui fixe une molécule de FAD (flavine adénine 
dinucléotide) par sous-unité comme groupement prosthétique (Inestrosa et al., 1979). Elle 
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catalyse la première étape de la β-oxydation peroxysomale qui consiste en deux demi-
réactions : la première demi-réaction consiste en l’oxydation du substrat acyl-CoA qui est α, 
β-déshydrogéné, entre les carbones 2 et 3, en 2-trans-énoyl-CoA par le FAD qui est donc 
réduit en FADH2 (EC 1.3.3.6). Au cours de la deuxième demi-réaction, le FADH2 est 
ré-oxydé en FAD par l’oxygène moléculaire en générant du peroxyde d’hydrogène (H2O2) 
(Figure 15). L’H2O2 formé est dégradé par la suite par la catalase (De Duve et Baudhuin, 
1966). 
  




Les études menées par Inestrosa et coll., en 1979, sur le foie de rat ont montré des 
activités maximales pour l’acyl-CoA oxydase vis-à-vis des acides gras saturés à longue chaîne 
allant du C12 (lauroyl-CoA) jusqu’au C18 (stéaroyl-CoA). Ces mêmes résultats sont aussi 
obtenus lorsque l’ACOX1 humaine est exprimée dans des cellules d’insecte Spodoptera 
frugiperda(Chu et al., 1995) mais sans aucune précision sur la nature de l’isoforme concernée. 
Par la suite, des travaux réalisés sur les isoformes ACO-I et ACO-II du foie de rat ont montré 
une activité optimale de l’ACO-I pour le C10 (caproyl-CoA) et de l’ACO-II pour le C14 
(myristoyl-CoA) (Setoyama et al., 1995). Récemment, une étude réalisée dans notre 
laboratoire et portant sur les isoformes humaines ACOX1a et ACOX1b exprimées séparément 
chez E. coli, a montré une activité optimale de chaque isoforme vis-à-vis du lauroyl-CoA 
(C12) (Oaxaca-Castillo et al., 2007). De plus, la complémentation du mutant fox1Δ de 
Saccharomyces cerevisae (ayant une délétion du gène FOX1 codant pour l’orthologue de 
l’ACOX1 humaine chez la levure) a été réalisée grâce à l’expression des deux isoformes 
del’ACOX1humaine.En effet, dans ces conditions,l’isoforme 1a humaine a montré une 
activité maximale pour le C10 etune faible activité pour les AGTLC.Alors que l’isoforme 1b 
montre une forte activité vis-à-vis des AGTLC(Ferdinandusse et al., 2007). 
Chez la souris Acox1
-/-, l’étude de l’expression tissulaire des 2 isoformes montre une 
expression plus forte pour l’ACOX1a dans le foie et les reins. Alors que l’Acox1b est plus 
exprimée au niveau du cerveau, des poumons, du muscle, du tissu adipeux blanc et des 
testicules. Cette expression différentielle montre l’existence d’une régulation tissu-dépendante 
de l’épissage des ARNm 1a et 1b de l’ACOX1 (Vluggens et al., 2010).  
E. Les maladies peroxysomales 
Les peroxysomes sont des organites d’une très grande importance au sein de la cellule car 
ils sont impliqués dans différentes voies métaboliques notamment la β-oxydation des acides 
gras (cf. B.1.1 Le système de β-oxydation des acides gras). Cette importance est soulignée par 
les désordres peroxysomaux aboutissant à des maladies sévères chez l’homme. Les maladies 
peroxysomales sont classées en 2 groupes : (1) les maladies associées à un défaut de la 
biogenèse du peroxysome et (2) les maladies causées par une déficience d’une seule enzyme 
peroxysomale (Tableau 1, p75). 
E.1. Les maladies associées au un défaut de la biogenèse du peroxysome (PBDs) 
Ce groupe est divisé en 2 sous-groupes. Le premier est connu sous le nom de « Zellweger 
Spectrum » et comprend le syndrome de Zellweger (ZS) qui est la forme la plus sévère des 
Rappels bibliographiques 
74 
maladies peroxysomales, l’adrénoleucodystrophie néonatale (NALD) et la maladie infantile 
de Refsum (IRD), la moins sévère de ce sous-groupe (Tableau 1, p75). Pour le « Zellweger 
Spectrum », de nombreuses mutations affectant 11 gènes différents, PEX 1, 2, 3, 5, 6, 10, 13, 
14, 16, 19 et 26(codant chacun pour une peroxine différente), ont été décrites. Les peroxines 
sont des protéines indispensables à la biogenèse des peroxysomes et à l’importation des 
protéines peroxysomales. Le deuxième sous-groupe des PBDs comprend la chondroplasie 
rhizomélique ponctuée de type I (RCDP type I), une maladie liée à une mutation du gène 
PEX7 codant pour la PEX7, un récepteur pour les protéines à PTS2 peroxysomales (Wanders 
et Waterham, 2006a). 
E.2. Les maladies causées par une déficience d’un enzyme/transporteur peroxysomal 
De nombreuses maladies peroxysomales appartiennent à ce groupe. Elles sont associées à 
des anomalies cliniques sévères et différents phénotypes sont observés en fonction de la 
nature de l’enzyme déficiente et de sa fonction dans le peroxysome. Dans ce groupe, 4 
maladies sont associées à la déficience de la β-oxydation peroxysomale (Tableau 1, p75) : 
l’adrénoleucodystrophie liée au chromosome X (X-ALD, MIM 300100), la 
pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale (P-NALD), la déficience en D-PBE (MIM 261515) 
et la déficience en 2-méthyl-CoA racémase (AMACR, MIM604489). 
L’adrénoleucodystrophie liée au chromosome X : elle est due à la déficience du gène 
ABCD1 (ATP binding casette) qui code pour l’enzyme/transporteur ALDP 
(adrenoleukodystrophy protein) responsable vraisemblablement du transport des esters-CoA 
des AGTLC à travers la membrane peroxysomale (Genin et al., 2011). Cette maladie est 
caractérisée par une accumulation du C26:0 et du C24:0 sous forme d’esters de cholestérols et 
une réduction de 30% de l’oxydation des AGTLC et de leur activation. Il existe actuellement 
1058 mutations du gène ABCD1 décrites (Van Veldhoven, 2010). Selon l’âge de l’apparition 
de la maladie et les organes affectés, différents phénotypes cliniques existent. Parmi eux : (i) 
la forme cérébrale ou CCALD (35% des cas) qui se manifeste entre 4 et 8 ans et est 
caractérisée par une démyélinisation inflammatoire progressive du système nerveux centrale 
et (ii) l’adrénomyéloneuropathie (AMN) qui se manifeste à l’âge adulte et qui est caractérisée 





Tableau 1.Récapitulatif des différentes maladies peroxysomales. 
Les maladies peroxysomales sont classées en 2 groupes : le groupe 1 des maladies liées aux 
désordres de biogenèse des peroxysomes et le groupe 2 des maladies liées à la déficience en une 
enzyme peroxysomale. Chaque maladie est liée à une déficience en une protéine peroxysomale et 
possède des profils différents de déficience en acides gras métabolisés dans le peroxysome et par la 
suite des signes cliniques différents. (AGLTC, acides gras à très longue chaîne ; PRIS, acide 
pristanique ; PHYT, acide phytanique ; D/THCA, di- et tri-hydroxycholestanoïque ; PL, 
plasmalogènes). Adapté de (Wanders et Waterham, 2006a). 
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La P-NALD est une maladie associée à la déficience en ACOX1. Les patients présentent 
des symptômes et des signes cliniques similaires à ceux observés chez les enfants atteints de 
NALD sauf que dans le cas de la P-NALD, les peroxysomes sont présents dans les cellules 
(Fournier et al., 1994; Poll-The et al., 1988). 
La déficience en D-PBE présente des symptômes cliniques sévères ressemblant à ceux 
observés pour le syndrome de Zellweger. Chez les patients déficients en D-PBE, la 
β-oxydation peroxysomale des tous les substrats majeurs est perturbée suite à l’implication de 
cette enzyme dans la β-oxydation des AGTLC, de l’acide pristanique, du DHCA et du THCA 
qui s’accumulent dans le plasma et les tissus (van Grunsven et al., 1998; Wanders, 2004a). 
La déficience en α-méthyl-acyl-CoA racémase (AMACR) présente des signes cliniques 
modérés ressemblant à ceux observés dans la maladie de Refsum. Elle est caractérisée par une 
accumulation de l’acide pristanique, du DHCA et du THCA puisque l’AMACR convertit les 
acides gras branchés de la configuration 2R en 2S(Ferdinandusse et al., 2000; Setchell et al., 
2003). 
Parmi les maladies peroxysomales causées par une déficience d’autres enzymes 
peroxysomales, on trouve la chondroplasie rhizomélique ponctuée de type 2 oude type 3, la 
maladie du Refsum, l’hyperoxalurie de type I et l’acatalasémie. 
La chondroplasie rhizomélique ponctuée de type 2 oude type 3 (MIM 222765 et MIM 
600121) est due aux mutations respectives des gènes DHAP-AT (ou GNPAT) et ADHAPS (ou 
AGPS) codant respectivement la dihydroxyacétone-phosphate acyltransférase (DHAP-AT) et 
l’alkyl-dihydroxyacétone phosphate synthase (ADHAPS). Les patients atteints de ces 
déficiences présentent un défaut de la synthèse des éthers de phospholipides notamment les 
plasmalogènes (Brites et al., 2004). 
La maladie du Refsum (MIM 266500) est due à une déficience de la phytanoyl-CoA 
hydroxylase, une enzyme de la voie de l’α-oxydation conduisant à l’accumulation de l’acide 
phytanique (Wanders et al., 2001a). 
L’hyperoxalurie de type I (MIM 259900) est une maladie liée à une mutation du gène 
AGAT codant pour l’alanine/glyoxylate aminotransférase, une enzyme qui convertit le 
glyoxylate formé dans le peroxysome en glycine. L’accumulation du glyoxylate aboutit à la 
formation de l’oxalate qui précipite sous forme d’oxalate de calcium dans les tissus et 
provoque des pertes des fonctions rénales (Wanders et Waterham, 2006a). 
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L’acatalasémie (MIM 614097) est une maladie très rare associée à une mutation du gène 
codant la catalase et par conséquence, un défaut du métabolisme de l’H2O2(Wanders et 
Waterham, 2006a). 
E.3. La pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale (P-NALD) 
La P-NALD (MIM 264470) est une maladie autosomale récessive qui se manifeste à la 
naissance, d’où l’appellation « néonatale », résultant d’une déficience de la première enzyme 
catalysant la β-oxydation peroxysomale, l’acyl-CoA oxydase 1. Les premiers patients atteints 
de cette maladie, ont été décrits en 1988 (Poll-The et al., 1988). Ce sont 2 patients, frères et 
sœurs nés de parents consanguins, soufrant d’hypotonie, de retard mental et psychomoteur, 
ainsi que de troubles de la vision et de l’ouïe, sans dysmorphisme facial. Les images de 
résonnance magnétiqueréalisées sur ces patients indiquent une démyélinisation de la matière 
blanche cérébrale et les tests biochimiques révèlent une accumulation des AGTLC notamment 
le C26:0 (acide hexacosanoïque) et le C24:0 (acide lignocérique) dans le plasma et les tissus. 
Cependant, ces patients montrent des taux normaux d’acide pipécolique, de plasmalogènes, 
d’acide phytanique et des acides di- et tri-hydroxycoprostanoïque (Poll-The et al., 1988). 
Chez ces patients, l’ACOX1 est indétectable dans le foie par Western blot, et le marquage de 
la catalase sur des biopsies de foie réalisé en microscopie électronique montre des 
peroxysomes diminuésen nombre et augmentésen taille et présentant des formes hétérogènes 
(ronds ou allongés). L’âge de décès de ces patients était de 4 à 5 ans. Des analyses par 
« Southern blotting » ont montrés chez ces patients une large délétion d’au moins 17 Kb du 
gène de l’ACOX1 à partir de l’exon 2 jusqu’au-delà de l’extrémité 3’ (Fournier et al., 1994). 
Une autre étude menée sur 2 patients frère et sœur japonais nés aussi de parents consanguins 
montrent des symptômes et des signes cliniques et biochimiques ressemblant à ceux décrits 
par Poll-The et al (Poll-The et al., 1988), mais moins sévères, avec une ACOX1 détectable par 
Western blot de manière comparable à celle de sujets sains, mais sans activité catalytique 
(Suzuki et al., 1994). La recherche de mutations au niveau du gène de l’ACOX1sur ces mêmes 
patients en plus d’un troisième présentant les signes cliniques et biochimiques de la déficience 
en ACOX1 ont permis l’identification d’une substitution 832A>G et d’une autre 
substitution532G>T provoquant respectivement une mutation faux-sens M278V et G178C 
(Suzuki et al., 2002). Un cas rare d’unpatient atteint de la P-NALD a été décrit avec un 
dysmorphisme facial (Kurian et al., 2004). Un garçon de 2 mois a été rapporté présentant une 
démyélinisation de la matière blanche cérébrale mais avec un taux normal de C26:0 dans le 
plasma (Rosewich et al., 2006). Ce patient porte une mutation IVS3-1G>A qui se situe au 
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niveau du site d’épissage de l’exon 3conduisant à l’exclusion de l’exon 4. Cependant, le taux 
mesuré des AGTLC est élevé dans les fibroblastes de ce patient (Rosewich et al., 2006). Une 
étude récente regroupe vingt deux patients, diagnostiqués dans les précédentes études citées 
ci-dessus, avec les analyses de leurs mutations génétiques (Ferdinandusse et al., 2007). De 
nouvelles mutations sont décrites chez 2 patients ayant une déficience en ACOX1 : la 
première est une délétion homozygote d’une grande partie de l’exon 3 avec une délétion 
entière des exons 4 à 14 chez le premier patient et la deuxième est une mutation hétérozygote 
692G>T (p.G231V) avec l’exclusion de l’exon 13 chez le deuxième patient (Carrozzo et al., 
2008). 
Jusqu’en 2008, tous les patients décrits, atteints de la P-NALD porteurs des différentes 
mutations du gène de l’ACOX1, présentaient des symptômes communs comme la 
démyélinisation de la matière blanche cérébrale et une accumulation du C26:0 dans le plasma 
et les tissus avec un rapport C26:0/C22:0 ou C24:0/C22:0 élevés. Les mutations observées 
chez ces patients se traduisent au niveau de la protéine soit par une perte de la liaison de 
l’ACOX1 avec son cofacteur (FAD),soitpar une diminution de l’affinité de l’enzyme pour le 
substrat ou encore par la synthèse d’une protéine tronquée. Ces patients montraient des pertes 
progressives des fonctions motrices à partir de 28 mois en moyenne et l’âge moyen dudécès 
était de 5 ans avec un patient qui a survécu jusqu'à l’âge de 19 ans (Funato et al., 2006). Deux 
patients frère et sœur atteints de P-NALD et âgés respectivement de 52 et 55 ans ont été 
récemment décrits. Ces patients présentent essentiellement une atrophie au niveau du cervelet 
et du tronc cérébral mais avec une absence de démyélinisation de la matière blanche 
cérébrale. Leur taux de C26:0 est élevé mais les rapports C26:0/C22:0 et C24:0/C22:0 sont, 
respectivement, légèrement élevés pour le frère et normaux pour la sœur, et de manière 
intéressante, le taux de DHA est normal et l’ACOX1 présente chez les deux patients. Les 
analyses des mutations révèlent, dans les 2 cas, une mutation homozygote faux-sens 
629G→A aboutissant à une substitution R210H n’affectant ni le site catalytique ni le site de 
liaison du FAD dans la structure de l’ACOX1 (Ferdinandusse et al., 2010). 
F. Modèle murin de déficience en Acyl-CoA oxydase1 
Le modèle de souris Acox1
-/-
 a été obtenu par recombinaison homologue basée sur 
l’exclusion de l’exon 9 du gène de l’Acox1(Fan et al., 1996b). Dans ce modèle, les exons 8 et 
9 ont été remplacés par une boîte de résistance à la néomycine PGK Néo. Les souris Acox1
-/-
 
sont viables, non fertiles et comme dans le cas de la déficience en ACOX1 chez l’homme, 
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montrent un retard de croissance par rapport aux souris sauvages (45% de diminution de 
poids) mais contrairement à l’homme, ces souris ne montrent pas de manifestations 
neurologiques. L’ARNm ainsi que la protéine Acox1 sont absents. La conséquence de la perte 
de l’activité de l’ACOX1 est une augmentation du taux de C26:0 et un rapport anormal de 
C26:0/C22:0 dans le plasma sanguin. Les souris Acox1
-/-
âgées de 3 à 4 mois, développent une 
hépatomégalie associée à une stéatose microvésiculaire due à la diminution de l’oxydation des 
acides gras dans les hépatocytes. A l’âge de 4 à 5 mois des lipogranulomas se forment dans le 
foie stéatosé allant de la région périportale jusqu'à la région centrale du lobule, contenant des 
lymphocytes, des macrophages et des éosinophiles. Etonnamment, chez ces souris, on observe 
une absence ou une réduction du nombre des peroxysomes dans la majorité des hépatocytes 
due peut être à la perturbation de la perméabilité des peroxysomes par l’accumulation 
excessive d‘AGTLC toxiques qui interférent avec l’import des protéines. A l’âge de 6 à 8 
mois, une remarquable et forte régénération spontanée des hépatocytes non stéatosés est 
observée, accompagnée d’une prolifération de peroxysomes. Les nouveaux hépatocytes 
remplacent presque tous les hépatocytes stéatosiques dépourvus de peroxysomes. Enfin, les 
souris Acox1
-/-, à l’âge de 10 à 15 mois, développent une hépatocarcinogenèse due à une 
activation permanente de PPARα. Cette activation conduit à une expression élevée des gènes 
cibles de PPARα tels que la L-PBE, la thiolase et les CYP4A. En effet, l’absence de 
l’ACOX1 provoque l’accumulation des AGTLC, dont un ou plusieurs constituerait un ligand 
endogène activant PPARα et aboutissant à son activation et par la suite, à l’induction des ces 
gènes cibles (Fan et al., 1996b).  
Le modèle des souris Acox1
-/-
 montre les effets de l’absence de l’ACOX1 sur le 
métabolisme des AGTLC qui s’accumulent et provoquent (i) l’activation de PPARα qui, à 
court terme, provoque une stéatose et à long terme mène au développement de tumeurs du 
foie et (ii) un stress oxydatif dû à la réponse inflammatoire et à l’induction des enzymes 
génératrices d’H2O2. Ce modèle montre également le rôle crucial de l’ACOX1 dans la 
régulation physiologique de PPARα (Fan et al., 1996a; Fan et al., 1998; Reddy et Hashimoto, 
2001a). 
G. Peroxysomes et inflammation 
Les patients atteints de la P-NALD et de la CCALD (forme cérébrale infantile 
d’adrénoleucodystrophie), deux maladies neurodégénératives (Tableau 1, p75), présentent 
respectivement une déficience en deux protéines peroxysomales, ACOX1 et ALDP, et 
accumulent de ce fait les AGTLC (C24:0 et C26:0) dans leur plasma et leurs tissus. Bien que 
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les signes cliniques et les symptômes observés chez les patients atteints de la CCALD soient 
plus sévères que ceux observés chez les patients P-NALD (Tableau 1, p75), la 
démyélinisation de la matière blanche cérébrale au niveau du système nerveux central (SNC) 
est un processus qui se développe dans les deux maladies. Actuellement, les mécanismes de la 
pathogenèse de ces leucodystrophies peroxysomales associant une accumulation importante 
d’AGTLC avec un processus plus ou moins rapide de démyélinisation menant à des retards du 
développement sont encore malconnus.  
De nombreux travaux réalisés sur des patients atteints de la CCALD ont permis 
d’éclaircir le processus inflammatoire impliqué dans la démyélinisation de la matière blanche 
au niveau du SNC. Ce processus inflammatoire est caractérisé par une infiltration majeure de 
lymphocytes T CD8+ (cytotoxiques) ainsi que des lymphocytes CD4+ (helper), des 
lymphocytes B et des macrophages vers les zones de démyélinisation suite à la rupture de la 
barrière hématoméningée. De plus, au niveau de ces zones, des macrophages résidents (les 
cellules microgliales du cerveau et les astrocytes qui sont chargées de protéger les neurones et 
maintenir la barrière hématoméningée) sont présents et hyper-réactifs. Il a été suggéré qu’au 
cours de la démyélinisation, les oligodendrocytes (cellules impliquées dans la formation de la 
myéline dans le SNC) meurent par cytolyse (Ito et al., 2001). D’autres travaux ont mis en 
évidence la présence de macrophages et des astrocytes dans les zones actives de 
démyélinisation ainsi que des lymphocytes T présents autours des vaisseaux à l’intérieur de la 
zone de démyélinisation (Powers et al., 1992). Du TNF-α (Tumor necrosis factor-alpha) a été 
détecté principalement dans les astrocytes mais aussi dans les macrophages suggérant que 
l’accumulation des AGTLC stimule les astrocytes et les macrophages qui secréteraient du 
TNF-α et des cytokines conduisant à la destruction de la myéline par les lymphocytes T et B 
(Powers et al., 1992). Les travaux menés par McGuinness et coll.,(1997) et Paintlia et 
coll.,(2003) sur des lésions cérébrales de patients atteints d’X-ALD par analyse de puces à 
ADN et par RT-PCR ont montré une augmentation de l’expression de TNF-α, des 
interleukines IL-1α, IL-6 et d’IL-12 et des chimiokines CCL2, -4, -7, -11, -16, -21 ainsi que 
leurs récepteurs CXCL1 et CX3CL1 (McGuinness et al., 1997; Paintlia et al., 2003). Il a été 
également noté une hypertrophie et une hyperplasie des astrocytes au niveau des lésions 
cérébrales ainsi qu’une augmentation du taux des esters de cholestérol et une diminution du 
taux de cholestérol libre et des sphingomyélines suggérant une altération des radeaux 
lipidiques (rafts) (composés essentiellement de sphingomyéline et de cholestérol). Il en résulte 
une dèstabilisation des membranes aboutissant au relargage de fragments myéliniques 
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anormaux contenant des AGTLC. Ces derniers activeraient les astrocytes et les microglies qui 
secréteraient des cytokines et des chimiokines déclenchant ainsi une réponse inflammatoire 
permettant l’infiltration des leucocytes dans la matière blanche cérébrale (Paintlia et al., 
2003). Dans la phase précoce de l’évolution de la lésion cérébrale, il a été décrit des cellules 
microgliales en apoptose dans la zone adjacente à la zone de démyélinisation, ce qui 
diminuerait leurs capacités de neuroprotection et provoquerait des dommages au niveau des 
oligodendrocytes (Eichler et al., 2008). 
H. Interrelations peroxysome-mitochondrie 
H.1. Morphologie 
La mitochondrie et le peroxysome sont deux organites cellulaires ubiquitaires d’origines 
évolutives différentes. Bien que la fonction principale de la mitochondrie est de fournir de 
l’énergie sous forme d’ATP, elle est aussi impliquée dans le contrôle de l’état redox, 
dansl’homéostasie du Ca2+ et dans l’apoptose (McBride et al., 2006). Le peroxysome, 
considéré pendant longtemps comme la « corbeille » de la cellule, joue un rôle essentiel dans 
le métabolisme des lipides et s’avère d’une très grande utilité pour le bon fonctionnement de 
la cellule et pour le maintien d’une bonne santé chez l’homme (Wanders et Waterham, 
2006b). Malgré les différences qui existent entre ces deux organites, ils présentent beaucoup 
de similarité aussi bien au niveau morphologique que fonctionnel. La mitochondrie et le 
peroxysome sont tous deux des organites dynamiques qui changent fréquemment de taille et 
de forme et qui se déplacent dans la cellule tout au long du cytosquelette (Schrader et al., 
2003). Ils peuvent adopter plusieurs morphologies incluant des formes sphériques, réniformes 
ou tubulo-réticulaires (Okamoto et Shaw, 2005; Schrader et al., 2000). 
H.2. Production d’énergie 
Bien que ces deux organites possèdent chacun son propre système de β-oxydation des 
acides gras de spécificité différente et constitué d’enzymes différentes, le mécanisme est 
similaire et implique les mêmes étapes de réactions biochimiques (déshydrogénation, 
hydratation, déshydrogénation et clivage thiolytique) (Poirier et al., 2006; Wanders, 2004b). 
Alors que la première enzyme de la β-oxydation mitochondriale (acyl-CoA déshydrogénase) 
transfère indirectement les électrons aux protéines de la chaîne respiratoire, au cours de la 
β-oxydation peroxysomale, les électrons sont transférés directement à l’oxygène moléculaire 
pour la production d’H2O2. L’énergie résultante de ce processus permet la formation d’ATP 
Rappels bibliographiques 
82 
au niveau des mitochondries alors qu’elle est dissipée sous forme de chaleur au niveau du 
peroxysome contribuant ainsi à la thermogenèse (El Kebbaj et al., 2009; Wanders, 2004b). 
H.3. Dégradation des espèces réactives de l’oxygène 
La mitochondrie et le peroxysome jouent un rôle clé dans la production et la dégradation 
des espèces réactives del’oxygène (ERO). Au niveau de la mitochondrie, le complexe I 
(NADH-Coenzyme Q oxydoréductase) et le complexe III (cytochrome c oxydase) sont les 2 
sites majeurs de formation d’ERO (radicaux superoxydes, peroxyde d’hydrogène, radicaux 
hydroxyles et peroxynitrites) (Jezek et Hlavata, 2005; Moldovan et Moldovan, 2004; Schrader 
et Fahimi, 2006). Au niveau du peroxysome, les différentes oxydases produisent des ERO 
(peroxyde d’hydrogène, radicaux superoxydes et oxydes nitriques) (Schrader et Fahimi, 2006; 
Stolz et al., 2002). Les ERO, dangereux pour la cellule, peuvent attaquer et inactiver les 
protéines, les lipides et l’ADN nucléaire et mitochondrial (Moldovan et Moldovan, 2004). 
Cependant, les deux organites renferment des enzymes et des molécules antioxydantes 
capables de dégrader les EROet d’éviter leur nocivité. Ce sont, par exemple, soit des 
molécules telles que le glutathion, lathiorédoxine et leNADH soit des enzymes antioxydantes. 
Parmi ces enzymes, on en trouve au niveau de la mitochondrie la superoxyde dismutase à Mn 
(MnSOD), la glutathion réductase et la glutathion peroxydase (Jezek et Hlavata, 2005). Au 
niveau du peroxysome, on en trouve la catalase, la superoxyde dismutase à Cu ou Zn (Cu/Zn-
SOD), la glutathion peroxydase, l’époxyde hydrolase et la peroxyrédoxine V (Schrader et 
Fahimi, 2006). 
H.4. Dialogue entre mitochondrie et peroxysome 
H.4.1. Processus de Fusion/Fission 
Certains facteurs impliqués dans la fission sont partagés entre la mitochondrie et le 
peroxysome (Camoes et al., 2009; Schrader, 2006). La dynamine GTPase 1 (DRP1: Dynamin 
related protein 1) et le facteur Fission 1 (Fis1) sont des protéines conservées au cours de 
l’évolution, adressées à la mitochondrie et au peroxysome, et qui régulent le processus de 
fission des deux organites. Fis1, une protéine ancrée dans la membrane externe de la 
mitochondrie et dans la membrane peroxysomale recrute DRP1 du cytosol vers la membrane. 
Cette dernière initie la constriction et la fission en réponse à l’hydrolyse GTP (Thoms et al., 
2009). L’adressage de la protéine Fis1 vers les membranes mitochondriales ou peroxysomales 
semble suivre un mécanisme indépendant mais il pourrait y avoir une concurrence entre les 
mitochondries et les peroxysomes pour DRP1 et Fis1 (Delille et Schrader, 2008). 
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Récemment, une nouvelle ligase mitochondriale ancrée dans la membrane externe 
appelée MAPL (mitochondria-anchored protein ligase) (Li et al., 2008) a été trouvée 
concentrée dans des vésicules dérivées de la mitochondrie (MDVs pour mitochondrial derived 
vesicules) (Neuspiel et al., 2008). Les MDVs de 70 à 100 nm se forment à partir de la 
périphérie de la membrane mitochondriale externe et peuvent contenir une simple ou une 
double membrane. Cependant, leur mécanisme de biogenèse est indépendant de la DRP1 
(Neuspiel et al., 2008). 
Récemment, une voie de transport vésiculaire de la mitochondrie vers le peroxysome a 
été découverte (Neuspiel et al., 2008). Cette voie est médiée par des MDVs contenant 
laprotéine MAPL. Les MDVs peuvent se former à partir de la mitochondrie suite à une 
surexpression de la protéine MAPL mais le mécanisme de biogenèse est indépendant de 
MAPL et de la DRP1 impliquée dans la fission des organites (Neuspiel et al., 2008). D’une 
manière surprenante, la majorité des MDVs contenant la protéine MAPL se retrouvent avec 
une sous-population de peroxysomes et l’analyse des images en vidéo microscopie a montré 
la fusion de ces vésicules MAPL positives avec les peroxysomes (Neuspiel et al., 2008). Bien 
que le contenu de ces vésicules reste jusqu'à présent inconnu, il a été suggéré que ces 
vésicules transportent des protéines, des métabolites et des lipides de la mitochondrie vers le 
peroxysome (Thoms et al., 2009). Une autre hypothèse a été émise concernant les MDVs 
suggérant que des AGTLC ou des acides gras modifiés pouvant entrer dans la mitochondrie 
mais ne pouvant pas être dégradés, constitueraient la majorité du cargo des MDVs. Ces acides 
gras pourraient être transportés aux peroxysomes soit pour y être β-oxydés ou soit pour 
constituer des substrats pour la synthèse de plasmalogènes (Andrade-Navarro et al., 2009). 
H.4.2. Altérations mitochondriales et maladies peroxysomales 
Plusieurs études ont décrit des altérations de la morphologie ou de certaines fonctions 
mitochondriales dans le cas d’un désordre de biogenèse du peroxysome. Chez les patients 
atteints du syndrome de Zellweger, les mitochondries sont morphologiquement affectées 
(Goldfischer et al., 1973). Ces mitochondries présentant des formes hétérogènes ont été 
observées avec des inclusions cristallines ou présentant des variations de la morphologie des 
crêtes ou bien des modifications de la densité matricielle. Au niveau fonctionnel, plusieurs 
études ont décrit des réductions des capacités oxydatives des mitochondries dans le foie, le 
cerveau, et les tissus musculaires chez les patients présentant des défauts de biogenèse du 
peroxysome(Hughes et al., 1990; Mooi et al., 1983;Vamecq et al., 1986). Chez les souris 
Pex5
-/-
, un modèle murin du syndrome de Zellweger, des structures anormales des 
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mitochondries hépatiques ont été observées. Elles apparaissent gonflées et allongées avec des 
crêtes en forme de boucles. Ces changements morphologiques sont accompagnés d’une 
expression et d’une activité réduite des complexes I et IV et d’une augmentation du stress 
oxydant mais sans perturbation du niveau cellulaire de l’ATP (Baumgart et al., 2001). De 
plus, un modèle de souris L-Pex5
-/-
 présentant un défaut de biogenèse du peroxysome tissu-
spécifique au niveau des hépatocytes a également montré des anomalies des crêtes de la 
membrane interne mitochondriale et une réduction des activités des complexes respiratoires I, 
III et IV ainsi qu’une diminution du potentiel de la membrane interne mitochondriale. A la 
différence des souris Pex5
-/-
, les souris L- Pex5
-/-
 ne montrent pas d’indice de présence de 
stress oxydant (Dirkx et al., 2005). Des altérations mitochondriales ont également été 
observées dans les modèles murins déficients en Mfp-2 (Huyghe et al., 2006), en 
Abcd2(Ferrer et al., 2005) ainsi que chez les souris CNS-Pex5
-/-
déficientes en peroxysome au 
niveau du système nerveux central (Hulshagen et al., 2008).  
I. La mitochondrie 
I.1. Généralités 
Les mitochondries sont des organites présents dans toutes les cellules eucaryotes à 
l’exception des globules rouges. De forme oblongue, les mitochondries ont une taille qui varie 
entre 1-2 à 10µm de long et de 0,5 à 1 µm de large et leur nombre varie chez l’homme entre 
500 et 2000 mitochondries par cellule et cela en fonction du type cellulaire et des besoins 
énergétiques. La mitochondrie est entourée de 2 membranes, une externe (MEM) et une 
interne (MIM) qui délimitent 2 compartiments bien séparés : la matrice et l’espace 
intermembranaire. La MEM est caractérisée par la présence de canaux (porines) la rendant 
perméable aux molécules de poids inférieur à 10 kDa. Cependant la MIM est imperméable et 
est caractérisée par la présence d’un phospholipide particulier, la cardiolipine (Clostre, 2001). 
L’espace intermembranaire possède une composition proche du cytosol et est chargé 
positivement grâce à sa richesse en protons. La matrice, compartiment interne de la 
mitochondrie, est le siège de nombreuses voies métaboliques tels que la β-oxydation des 
acides gras et le cycle de Krebs, et renferme l’ADN mitochondrial (ADNmt), les ribosomes 
mitochondriaux et des ARN de transfert. 
I.2. Principales fonctions 
L’une des fonctions principales de la mitochondrie est la production d’énergie sous forme 
d’ATP. En effet, les réactions de phosphorylations oxydatives au niveau de la MIMpermettent 
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de transformer l’énergie contenue dans les nutriments en énergie utilisable par la cellule, 
l’ATP. Le fonctionnement de la chaîne respiratoire provoque la génération des ERO, faisant 
de la mitochondrie une source majeure de ces oxydants puissants qui, en cas d’excès, sont 
responsables de nombreuses altérations au niveau de la cellule. La mitochondrie participe 
également à la production de chaleur grâce aux protéines de découplage UCPs (ou 
« uncoupling proteins ») qui dissipent le gradient d’électron au niveau de la chaîne 
respiratoire. 
I.3. Les complexes de la chaîne respiratoire 
Les complexes de la chaîne respiratoire sont des protéines localisées dans la membrane 
interne mitochondriale et sont spécialisées dans les réactions d’oxydo-réduction permettant le 
transport des électrons issus de l’oxydation du NADH et du succinate (générés par le cycle de 
Krebs) vers l’oxygène moléculaire. En effet, le NADH est oxydé au niveau du complexe I et 
le succinate au niveau du complexe II permettant le transfert d’électrons vers une molécule 
liposoluble et mobile, l’ubiquinone. Le complexe III assure ensuite le transfert des électrons 
de l’ubiquinol (forme réduite de l’ubiquinone) vers le cytochrome c qui, une fois réduit, 
transporte les électrons jusqu’au complexe IV ou ils sont transférés à l’oxygène moléculaire. 
Le transfert d’électrons au niveau du complexe I, II et III est accompagné d’une expulsion de 
protons vers l’espace intermembranaire ce qui crée un potentiel membranaire (Δψ) 
électrochimique et par la suite un gradient de pH à travers la membrane interne 
mitochondriale et provoque l’acidification de l’espace intermembranaire. Le retour des 
protons vers la matrice active l’ATP synthase ou complexe V qui catalyse la synthèse de 






Figure 16. Représentation schématique des complexes de la chaîne respiratoire mitochondriale. 
Le flux d’électrons (flèches en pointillés) est généré au niveau du complexe I (I) et du complexe II 
(II) à partir des coenzymes réduites NADH et FADH2 issues de manière respective du métabolisme 
énergétique mitochondriale. Ce flux est transféré grâce aux deux navettes ubiquinone (UQ) et 
cytochrome c (Cyt c) et au complexe III (III) et au complexe IV (IV) jusqu’à l’oxygène moléculaire. 
Cela s’accompagne de la sortie des protons H+ de la matrice vers l’espace intermembranaire créant 
ainsi un gradient de pH (ΔpH) et un potentiel de membrane (Δψm). Le complexe V (V) ou F0/F1-
ATP synthase permet de convertir cette force protomotrice en ATP en faisant entrer les protons 
dans la matrice. Le transporteur des nucléotides adényliques (ANT) permet le bon fonctionnement 
de ces réactions de phosphorylations oxydatives en assurant en continu la sortie d'un ATP contre 




I.3.1. Complexe I : NADH-Coenzyme Q oxydoréductase 
LaNADH-Coenzyme Q oxydoréductase ou complexe I catalyse la première réaction au 
niveau de la chaîne respiratoire mitochondriale. Cette réaction consiste en l’oxydation du 
NADH et le transfert de deux électrons à l’ubiquinone. La réaction est couplée à la 
translocation de deuxprotons de la matrice mitochondriale vers l’espace intermembranaire 
contribuant à la force motrice nécessaire pour la synthèse d’ATP (Walker, 1992; Yagi et 
Matsuno-Yagi, 2003). Le complexe I est constitué de 45 sous-unités dont 38 sont codés par le 
génome nucléaire et 7 par le génome mitochondrial (Carroll et al., 2006). La flavine 
mononucléotide (FMN) est le premier accepteur d’électrons et est situé au niveau du domaine 
hydrophile de ce complexe qui contient le site de liaison du NADH. Le site catalytique de 
l’enzyme est constitué de centres Fer/Soufre (Fe-S) (Sazanov, 2007). Le système de pompage 
des électrons est localisé dans la partie membranaire du complexe (Yagi et Matsuno-Yagi, 
2003). De plus, ce complexe a été suggéré comme source de production d’ERO dans la 
mitochondrie et pouvant endommager l’ADNmt (Balaban et al., 2005). 
I.3.2. Complexe II : Succinate déshydrogénase 
Le complexe II ou succinate déshydrogénase (SDH) catalyse la réaction d’oxydation du 
succinate en fumarate par l’intermédiaire de l’oxydation du FADH2 et la réduction de 
l’ubiquinone ce qui permet le transfert de deux électrons au complexe III. Cette enzyme est 
liée à la MIM avec une partie faisant face à la matrice (Lancaster, 2002). Cette enzyme est 
composée de quatre sous-unités de A à D codées par quatre gènes nucléaires différents 
(Rustin et Rotig, 2002). Des sites de liaison pour NRF-1, NRF-2 et SP1 ont été décrit au 
niveau des régions promotrices des quatre gènes codant ce complexe (Briere et al., 2005). Une 
forte activité du complexe II aboutie à unesurproduction d’ERO (Briere et al., 2005).  
I.3.3. Complexe III : Cytochrome c réductase 
Le complexe III ou ubiquinol cytochrome c réductase est une protéine transmembranaire 
de la MIM. Elle catalyse la réaction de réduction du cytochrome c. Au cours de cette réaction, 
le coenzyme Q est oxydé et deux protons passent de la matrice mitochondriale vers l’espace 
intermembranaire (Schagger et al., 1995).  
I.3.4. Complexe IV : Cytochrome c oxydase 
Le complexe IV ou cytochrome c oxydase catalyse la réaction d’oxydo-réduction de 
l’oxygène moléculaireen H2O et les électrons produits sont transférés à l’ATP synthase 
(complexe V). Au cours de cette étape, 2protons sont consommés et 2autres sont transférés de 
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la matrice vers l’espace intermembranaire. Des défauts d’activité de cette enzyme ont été 
associés au développement de myopathies (Zeviani et al., 1991) et à plusieurs types 
d’encéphalopathies (Savasta et al., 2001). Chez l’homme, le complexe IV est composé de 13 
sous-unités. Trois sous-unités (COX I, COX II et COX III) sont codées par l’ADNmt et les 10 
autres sont codées par le génome nucléaire. Ces protéines sont synthétisées au niveau du 
cytoplasme et sont transportées vers la mitochondrie (Borisov, 2002).  
I.3.5. Complexe V: L’ATP synthase 
L’ATP synthase est composée principalement de 2 parties F0 et F1. La partie F0 est 
localisée dans la MIM(Schon et al., 2001). Cette partie a pour rôle de conduire les protons de 
l’espace intermembranaire vers la matrice. La partie F1 est localisée dans la matrice. Cette 
partie utilise le gradient de pH formé par l’expulsion des protons par le complexe I, III et IV 
pour convertir l’ADP en ATP associé au retour des protons de l’espace intermembranaire vers 
la matrice (Schon et al., 2001). L’ATP formé au cours de cette réaction est exporté vers le 
cytosol en échange d’ADP. Les 2 parties sont liées entre elles par la sous-unité c de F0 et la 
sous-unité γ de F1 qui agissent comme un rotor qui utilise le passage des protons à travers le 
stator pour fonctionner.  
I.4. L’ADN mitochondrial 
Les mitochondries possèdent leur propre génome ou ADN mitochondrial (ADNmt) et 
sont capables de la réplication et de la transcription de cet ADN d’une manière semi-





 copies dans les cellules humaines (Figure 17) (Satoh et Kuroiwa, 1991). Il code pour 
2 ARNr (12S et 16S), 22 ARNt et 13 parmi les 90 sous-unités des complexes de la chaîne 
respiratoire. Les deux brins de l’ADNmt diffèrent par leur contenu en G+T avec un brin lourd 
(H-strand : Heavy strand) et un brin léger (L-strand : Light strand). L’ADNmt est dépourvu 
d’introns et la seule région non-codante, la D-loop (Displacement-loop), contient les éléments 
qui contrôlent sa réplication et sa transcription (Shadel et Clayton, 1997). En effet, la D-loop 
(1121 bp) est une région régulatrice contenant les promoteurs bidirectionnels, HSP et LSP, 
pour la transcription respective du brin lourd et du brin léger ainsi que le point d'origine (OH) 





Figure 17. Représentation schématique de l’organisation de l’ADN mitochondrial. 
Le génome mitochondrial (ADNmt) est une molécule d’ADN circulaire double brin 
de 16,5 kb. Il renferme la boucle D qui est la région de contrôle de la réplication et 
de la transcription et qui comporte les deux promoteurs de transcription (HSP et 
LSP) ainsi que l’origine de réplication (OH). Cette molécule d’ADN contient les 
gènes suivants : 2 gènes d’ARN ribosomiques (12S et 16S), 22 gènes d’ARN de 
transfert (représentés par les points) et 13 gènes codant les protéines de la chaîne 
respiratoire: la NADH déshydrogénase (ND1, ND2, ND3, ND4L, ND4, ND5 et 
ND6), la cytochrome c réductase (Cyt b), la cytochrome c oxydase (CO I, CO II et 





L’ADNmt est transcrit grâce à l’ARN polymérase mitochondriale (POLRMT) qui 
présente un degré de similarité élevé avec la partie C-terminale de l’ARN polymérase des 
bactériophages T7 et T3 (Masters et al., 1987; Tiranti et al., 1997). A la différence de l’ARN 
polymérase du bactériophage T7, la POLRMT ne peut pas à elle toute seule interagir avec le 
l’ADNmt et se lier aux promoteurs pour l’initiation de la transcription mais requiert la 
présence simultanée du facteur de transcription mitochondrial A (TFAM) (Fisher et Clayton, 
1985; Fisher et Clayton, 1988) avec soit le facteur de transcription B1 (TFB1M) ou B2 
(TFB2M) (Falkenberg et al., 2002; McCulloch et al., 2002) pour l’initiation de la transcription 
soitle facteurmitochondrial de la terminaison de la transcription (mTERF) pour la terminaison 
de la transcription (Fernandez-Silva et al., 1997). 
I.4.2. Régulation de la transcription de l’ADN mitochondrial 
TFAM, une protéine de 25kDa, appartient à la sous-famille HMGB (HMG-box) de la 
famille des protéines HMG (High Mobility Group) connues pour leurs activités dans la 
transcription, la réplication et la réparation de l’ADN (Parisi et Clayton, 1991). TFAM 
renferme dans sa structure 2 boîtes HMG qui lui confère une très grande affinité pour 
l’ADNmt et une queue de 25 acides aminés en C-ter (Parisi et Clayton, 1991). La queue en 
C-ter permet la liaison spécifique de TFAM aux sites de reconnaissance aux niveaux des 
promoteurs HSP et LSP et l’interaction directe avec TFB1M et TFB2M pour l’activation de la 
transcription des gènes mitochondriaux (Asin-Cayuela et Gustafsson, 2007; Dairaghi et al., 
1995; Scarpulla, 2008b). Un rôle probable de TFAM a été décrit dans la modification 
structurale de l’ADNmt comme par exemple le déroulement de l’ADN au niveau de la région 
promotrice facilitant ainsi l’initiation de la transcription (Gaspari et al., 2004). Il a été suggéré 
que TFAM joue un rôle également de stabilisation et de maintenance de l’ADNmt (Scarpulla, 
2008b) et dans la régulation du nombre de copie de l’ADNmt (Kang et al., 2007). 
Chez l’homme et les mammifères, deux isoformes du mtTFB ont été identifiées 
séparément, TFB1M et TFB2M (Falkenberg et al., 2002). Ces 2 facteurs de transcription sont 
apparentés aux ARNr méthyltransférases. Ils interagissent avec TFAM et la POLRMT pour 
initier la transcription de l’ADNmt (Falkenberg et al., 2002). De plus, les deux isoformes du 
mtTFB interagissent directement avec le domaine d’activation en C-ter du TFAM (McCulloch 
et Shadel, 2003). Il a été suggéré un rôle pour TFB2M comme facteur de transcription 
mitochondrial spécialisé dans la transcription dans les eucaryotes supérieures (Rantanen et al., 
2003) alors que TFB1M joue essentiellement un rôle dans la régulation de la traduction 
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(Matsushima et al., 2005). Trois modèles possibles ont été décrits pour le fonctionnement de 
TFB1M et TFB2M : (i) TFB1M et TFB2M se lient à l’ARN nouvellement synthétisé pour 
prévenir la formation d’un hybride ARN-ADN au niveau du promoteur, (ii) TFB1M ou 
TFB2M interagissent avec l’ADNmt mono brin et stabilisent le complexe de transcription et 
(iii) TFB1M ou TFB2M interagissent avec des molécules régulatrices de l’ARN pour réguler 
la transcription de l’ADNmt (Asin-Cayuela et Gustafsson, 2007).  
I.5. Contrôle nucléaire des fonctions mitochondriales 
Les deux facteurs de transcription SP1 (Stimulatory Protein1) et YY1 (Ying Yang1) 
appartiennent à la famille des protéines à doigt de zinc et sont exprimés de façon ubiquitaire. 
Ils jouent un rôle dans la régulation de nombreux gènes dont certains codant pour des 
protéines de la chaîne respiratoire. Des sites fonctionnels pour SP1 sont trouvés au niveau du 
promoteur du gène de la COX (Virbasius et Scarpulla, 1991). Cependant, SP1 pourrait avoir 
aussi bien des effets négatifs réprimant ainsi l’expression de la sous-unité β de l’ATP synthase 
que des effets positifs en activant les différents promoteurs du gène codant les sous-unités de 
la COX (Scarpulla, 2008a). Le facteur YY1 joue un rôle dans l’expression de la majorité des 
sous-unités de la COX (Lenka et al., 1998). Tout comme SP1, le rôle de ce facteur semble 
différent selon les gènes : il stimule la transcription de la sous-unité VIIc de la COX (Basu et 
al., 1997) et de manière opposée il réprime l’expression de la sous-unité Vb de cette même 
enzyme (Seelan et Grossman, 1997). 
NRF-1 est un facteur de transcription nucléaire identifié pour la première fois par Evans 
et Scarpulla en 1989 comme protéine pouvant se lier au promoteur du gène du cytochrome 
cchez le rat et comme principal activateur transcriptionnel de ce gène (Evans et Scarpulla, 
1989). Par la suite, plusieurs sites de liaison fonctionnels pour NRF-1 ont été identifiés sur le 
promoteur de plusieurs gènes nucléaires codant des protéines de la chaîne respiratoire (Chau 
et al., 1992; Evans et Scarpulla, 1990). Bien que la plupart de ces gènes codent pour les sous-
unités des 5 complexes respiratoires, d’autres sont impliqués dans l’expression, l’assemblage 
et le fonctionnement de la chaîne respiratoire (Virbasius et al., 1993a). De plus, NRF-1 peut 
potentiellement coordonner l’expression des sous-unités respiratoires codés par les 2 
génomes, nucléaire et mitochondrial, à travers le contrôle des principaux régulateurs de la 
réplication et la transcription mitochondriales comme la POLRMT et les facteurs TFAM, 
TFB1M et TFB2M (Gleyzer et al., 2005; Virbasius et Scarpulla, 1994). 
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NRF-2, l’homologue humain du GABP chez la souris, a été identifié pour sa liaison 
spécifique sur le promoteur de plusieurs gènes codant des sous-unités de la COX, régulant 
ainsi leurtranscription (Virbasius et al., 1993b). Bien qu’initialement ce facteur de 
transcription fut reconnu pour son rôle dans l’expression de COXIV et COXVb, de nouvelles 
études ont montré l’implication de ce facteur dans l’expression des 10 sous-unités de la COX 
codées par le génome nucléaire (Ongwijitwat et Wong-Riley, 2005). Comme pour NRF-1, des 
sites de liaison fonctionnels pour NRF-2 sont présents au niveau de promoteurs de gènes 
essentiels pour l’expression de la chaîne respiratoire. Ces gènes comprennent ceux qui codent 
les facteurs de transcription mitochondriaux TFAM, TFB1M et TFB2M (Gleyzer et al., 2005) 
ainsi que ceux qui codent 3 des 4 sous-unités de la succinate déshydrogénase (complexe II) 
chez l’homme (Au et Scheffler, 1998).  
I.6. Régulation de la biogenèse et des fonctions mitochondriales 
I.6.1. Le coactivateur PGC-1α 
Les coactivateurs de transcription sont des protéines essentielles à l’activation de 
l’expression des gènes. Ces corégulateurs ne se lient pas à l’ADN mais ils s’associent à des 
facteurs de transcription et servent de pont avec la machinerie basale de la transcription où ils 
sont impliqués dans le remodelage de la chromatine. PGC-1α (ou peroxisome proliferator 
activated receptor γ coactivator 1α) a été identifié à l’origine comme coactivateur du récepteur 
nucléaire PPARγ (Puigserver et al., 1998). Ce coactivateur interagit avec divers facteurs de 
transcription tel que PPARα, les récepteurs aux glucocorticoïdes (GR), le facteur de 
transcription hépatique (HNF4α), le récepteur à l’œstrogène alpha (ERRα) et Foxo1 
(Forkhead box O) (Puigserver et al., 2003; Vega et al., 2000; Yoon et al., 2001). Les 
différentes études portées sur PGC1-α l’ont décrit comme le principal régulateur de la 
biogenèse et des fonctions mitochondriales. 
I.6.1.1. Structure  
PGC-1α est une protéine de 90 kDa qui appartient à une famille de coactivateurs 
comprenant aussi PGC-1β et PRC (coactivateur apparenté à PGC-1α ou PPARγ related 
coactivator) et qui présentent entre eux un degré élevé de similarité des extrémités N- et 
C-terminale(Puigserver et Spiegelman, 2003). PGC-1α a été identifié comme une protéine de 
789 acides aminés. Sa partie N-terminale de 200 acides aminés contient un domaine 
d’activation de la transcription riche en acides aminés acides renfermant un motif LXXLL 
nécessaire pour l’interaction dépendante du ligand avec le récepteur à l’œstrogène (ER), 
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PPARα, le récepteur de l’acide rétinoïque RXRα, et GR (Puigserver et Spiegelman, 2003). 
PGC-1α utilise aussi des domaines différents du LXXLL pour interagir avec d’autres facteurs 
de transcription : un domaine entre 200 et 400 acides aminés qui interagit avec PPARγ et 
NRF-1(Wu et al., 1999b) et un domaine entre 400 et 500 qui interagit avec MEF2-C 
(Myocyte enhancer factor- 2C) (Michael et al., 2001). Chez l’homme et les rongeurs, PGC-1α 
est présent dans le cœur, les muscles squelettiques, le rein, le foie, le pancréas et le cerveau. Il 
est également présent dans le tissu adipeux brun chez les rongeurs (Puigserver et al., 1998). 
I.6.1.2. Fonctions 
Chez les souris, au niveau du tissu adipeux brun, PGC-1α contrôle la thermogenèse 
adaptative (définie comme la réponse à l’exposition au froid) en interagissant avec PPARγ 
pour induire le gène UCP-1 et en activant les gènes clés de la chaîne respiratoire 
mitochondriale (ATP synthase, COX II et COX IV). De plus, l’activation des récepteurs 
β-adrénergiques dans le tissu adipeux brun (BAT)en réponse à une exposition au froid conduit 
à l’activation de PGC-1α qui induit la biogenèse mitochondriale. Ceci est accompagné par la 
dissipation de l’énergie produite par la mitochondrie sous forme de chaleur (Puigserver et al., 
1998). Au niveau hépatique, chez les souris en état de jeûne, l’expression induite de PGC-1α 
active le processus de la néoglucogenèse et inhibe la glycolyse induisant ainsi la production 
hépatique du glucose (Yoon et al., 2001). Dans les cellules musculaires C2C12, la 
surexpression de PGC-1α entraine une induction de l’expression de l’UCP-2 favorisant le 
découplage suivi d’une augmentation de la consommation d’oxygène par la mitochondrie. 
Cette surexpression induit les gènes impliqués dans la phosphorylation oxydative et stimule la 
biogenèse mitochondriale en se liant à et en coactivant NRF-1 au niveau du promoteur du 
facteur de transcription mitochondrial TFAM, ce dernier régulant le processus de 
réplication/transcription de l’ADN mitochondrial (Wu et al., 1999b). L’implication de PGC-
1α dans le métabolisme des AG a été étudiée dans les myocytes cardiaques, les pré-adipocytes 
3T3-L1 et les adipocytes blancs humains. En effet, l’expression de PGC-1α dans ces cellules 
entraine une augmentation du taux d’ARNm de la CPT-1 et de la MCAD (Lehman et al., 
2000; Tiraby et al., 2003; Vega et al., 2000) et cette induction passe par l’interaction de PGC-
1α avec PPARα ou ERRα selon les types cellulaires (Schreiber et al., 2003; Vega et al., 
2000). PGC-1α est également impliqué dans la voie de la néoglucogenèse. En effet, dans le 
foie de souris soumis au jeûne, PGC-1α active les enzymes clés de cette voie, la 
phosphoénolpyruvate carboxykinase (PEPCK), la fructose-1,6-biphosphatase (F-1,6Bpase) et 
la glucose-6-phosphatase (G-6-Pase) (Yoon et al., 2001). PGC-1α participe aussi à la 
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transition entre les types de fibres musculaires, la transdifférenciation des adipocytes, le 
transport du glucose dans les muscles et le contrôle de la sécrétion d’insuline dans le pancréas 
au cours du diabète de type 2 (Lin et al., 2002; Michael et al., 2001; Tiraby et al., 2003; Yoon 
et al., 2003). 
Récemment,il a été décrit au niveau du tissu adipeux brun, que l’activation de PGC-
1αstimule la biogenèse du peroxysome et induit la β-oxydation peroxysomale (ACOX1 et 
PBE) d’une manière indépendante de PPARα (Bagattin et al., 2010).  
I.6.1.3. Mécanismes de régulation  
I.6.1.3.1. Régulation de l’expression du gène PGC-1α 
Dans le muscle, après un exercice, la stimulation nerveuse induite par la signalisation du 
calcium active principalement deux protéines : la protéine kinase IV dépendante du 
Ca2+/calmoduline (CaMKIV) et la calcineurine (CnA). La CaMKIV active CREB qui se fixe 
sur l’élément de réponse à l’AMP-cyclique (CRE) au niveau du promoteur du gène PGC-1α et 
induit ainsi son expression. De même, la CnA interagit et active MEF2C et MEF2D qui a 
leurs tours activent l’expression de PGC-1α. Il est à noter que MEF2C et MEF2D sont 2 
cibles de PGC-1α permettant à ce dernier de s’autoréguler pour induire sa propre expression 
(Figure 18). L’activation de l’expression de PGC-1α par CREB peut également emprunter la 
voie de la protéine kinase A (PKA).Un autre mécanisme de régulation a été décrit après un 
exercice dans le muscle impliquant la protéine P38MAPK qui active MEF2 et ATF2 induisant 
ainsi l’expression de. La protéine AMPK (AMP-Activated Protein Kinase), senseur de l’état 
énergétique de la cellule, est activée suite à l’augmentation du rapport AMP/ATP (Figure 18). 
Cette protéine induit l’activité de PGC-1α par un mécanisme inconnu pour le moment, 
aboutissant à l’induction de la biogenèse et des fonctions mitochondriales. D’un autre côté, 
des biopsies de muscle squelettique effectuées sur des sujets sains ou des sujets présentant une 
insulino-résistance ont montré que l’insuline active la voie Akt qui phosphoryle et inhibe 
FoxO1 en l’excluant du promoteur de PGC-1α ce qui diminue l’activité de ce dernier (Figure 
18).  
La voie PKA peut aussi activer P38MAPK conduisant à l’activation de l’expression 
PGC-1α. Cette activation passe par le facteur de transcription ATF2. Un mécanisme identique 
a été décrit dans le foie à l’état de jeûne en réponse au glucagon ou à l’activation de PGC-1α 




Figure 18. Schéma générale de la régulation de la transcription de PGC-1α. 
Schéma adapté de (Fernandez-Marcos et Auwerx, 2011). 
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I.6.1.3.2. Régulation de la protéine PGC-1α 
I.6.1.3.2.1. Par phosphorylation 
En plus de son rôle dans l’induction de l’expression de PGC-1α, l’AMPK active ce 
coactivateur par phosphorylation sur la thréonine-177 et la serine-538 favorisant ainsi la 
biogenèse mitochondriale (Jager et al., 2007). De même, l’insuline réduit aussi l’activité de 
PGC-1α à travers la voie Akt qui phosphoryle et stabilise la protéine kinase Clk2 qui à son 
tour phosphoryle PGC-1α au niveau la région riche en sérine et en arginine et réduit son 
activité réprimant ainsi la voie de la néoglucogenèse (Rodgers et al., 2010). Dans le muscle et 
en réponse aux cytokines (Figure 19), la P38MAPK régule aussi PGC-1α par phosphorylation 
sur la thréonine T262 et la serine S265 augmentant son activité selon 2 mécanismes : (i) en 
augmentant sa durée de demi-vie et (ii) en perturbant l’interaction de PGC-1α avec son 
corépresseur p160MBP (Fan et al., 2004; Puigserver et al., 2001). En état de stress oxydatif, 
une autre protéine phosphoryle PGC-1α sur la thréonine T295 et inhibe son activité, la 
GSK3β, mais la signification physiologique de cette inhibition n’est pas claire jusqu'à présent 
(Anderson et al., 2008). La serine/thréonine kinase, S6K1, une protéine appartenant à la 
famille Akt/PKB, est capable de phosphoryler PGC-1α sur la serine S568 et S572 dans les 
hépatocytes de souris en état de jeûne. Cette phosphorylation inhibe l’activité de PGC-1α et 
par la suite la voie de la néoglucogenèse en interférant au niveau de son interaction avec 
HNF-4α, découplant ainsi le transport d’électrons au niveau de la mitochondrie et l’oxydation 
des acides gras (Figure 19) (Lustig et al., 2011). Récemment, une isoforme de PGC-1α issue 
de l’épissage alternatif du gène, NT-PGC-1α (appelée ainsi parce qu’elle lui manque la partie 
C-ter et le signal de localisation nucléaire NLS), a été décrite comme étant phosphorylée par 
PKA sur la serine S194 et S241 et la sérine S256. La phosphorylation de cette isoforme, 
impliquée dans l’import et l’export nucléaire, bloquerait l’export de PGC-1α en bloquant son 
interaction avec son exportateur nucléaire CRM1 (Chang et al., 2010). 
I.6.1.3.2.2. Par acétylation 
La structure de coactivateur PGC-1α renferme de nombreux résidus acétylés suggérant 
plusieurs mécanismes de régulations de l’activité de PGC-1α par acétylation (Rodgers et al., 
2005). Plusieurs acétyl transférases sont connues pour interagir avec PGC-1α telle que p300, 
SRC-1, SRC-3 et GCN5 ainsi que des désacétylases comme SIRT1 (Canto et al., 2009; Coste 
et al., 2008; Lerin et al., 2006; Puigserver et al., 1999). SIRT1 et GCN5 sont 2 protéines 
sensibles aux variations de l’état énergétique dans la cellule. En effet, quand la demande 
cellulaire en énergie augmente, le taux de NAD
+
 ou le rapport NAD
+
/NADH augmente, ce qui 
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provoque la désacétylation de PGC1-α par SIRT1 et par conséquence, l’induction du 
métabolisme mitochondrial pour la production d’énergie dans le muscle squelettique ou bien 
pour l’induction de la voie de la néoglucogenèse dans le foie à l’état de jeûne (Canto et al., 
2009; Rodgers et al., 2005). Contrairement à SIRT1, GCN5 et SRC-3 inhibent l’activité de 
PGC-1α en acétylant ce dernier en condition d’excès caloriques (Figure 19) (Coste et al., 
2008; Kelly et al., 2009).  
I.6.1.3.2.2. Par ubiquitinylation 
Le taux de PGC-1α peut être régulé par dégradation protéasomale dans le noyau suite à la 
phosphorylation par GSK-3β (Anderson et al., 2008). En effet, cette phosphorylation induit 
une E3 ubiquitine ligase, SCF
Cdc4
 (Skp1/Cullin/F-box-cell division control 4), qui se lie avec 
PGC-1α activant ainsi sa dégradation au niveau du protéasome (Figure 19) (Olson et al., 
2008). 
Figure 19. Modification post-traductionnelles de PGC-1α. 












Matériels et Méthodes  
Matériels et Méthodes 
100 
A. Tissus, lignées et culture cellulaire 
A.1. Origine des tissus de souris Acox1
-/-
, hACOX1 et sauvages 
 Les tissus hépatiques utilisés au cours de ce travail proviennent du laboratoire du 
professeur JK.Reddy (Feinberg Medical School, Northwestern University, Chicago, 
Etats-Unis). Les foies ont été prélevés sur des souris âgées de 8 à 10 mois(Huang et 
al., 2011). 
 Des fragments de tissu hépatique ont été immédiatement congelés dans l’azote liquide 
et stockés à -80°C. D’autres fragments ont servis à la préparation de mitochondries 
pour la mesure des activités des complexes respiratoires. 
A.2. Origine des fibroblastes 
Différentes lignées cellulaires de fibroblastes humains ont servi de modèle d’étude au 




Tableau 2. Liste des lignées de fibroblastes humaines. 
Au cours de ce travail, deux types de fibroblastes ont été utilisées :les fibroblastes contrôles 
provenant de patients sains (C1 à C4) et des fibroblastes de patients atteints de P-NALD (ACOX1
-
/-
, P3 à P11). Les fibroblastes proviennent soit de chez Coriell (Etats-Unis) soit du laboratoire du 
Pr. Ronald Wanders (Université d’Amesterdam, Pas-Bas). 
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A.3. Conditions de culture des fibroblastes 
Les cellules ont été cultivées dans du milieu DMEM avec du SVF 10%, du pyruvate de 
sodium 1 mM et des antibiotiques à 1% (pénicilline/Streptomycine), à 37˚C, en atmosphère 
humide contenant du CO2 à 5%. L’entretien a été réalisé en boîte de pétri de 50 cm
2
 de surface 
d’adhérence, en changeant le milieu tous les 2-3 jours. Lorsque les cellules arrivaient à une 
confluence de 100%, elles sont lavées avec 6 ml de DPBS, puis trypsinées avec 1 ml d’une 
solution de trypsine 0,05 %/EDTA 0,02%. Les cellules sont alors reprises dans 9 ml de milieu 
frais avant d’être centrifugées à 200 g pendant 6 minutes. 
B. Traitements appliqués sur les cellules 
B.1. Traitement des cellules à l’acide cérotique (C26:0) 
Les cellules ont été ensemencées dans des plaques de 24 puits à raison de 
5x10
4
cellules/puits puis laissées adhérées dans un milieu DMEM avec du SVF 10%, du 
pyruvate de sodium 1 mM et des antibiotiques à 1% (pénicilline/Streptomycine) à 37°C sous 
atmosphère humide contenant du CO2 à 5%. Après 24 heures d’incubation, les cellules sont 
lavées 2 fois avec du PBS1X puis mises en contact avec du milieu HAM-F10 frais avec des 
antibiotiques à 1% contenant ou non du C26:0 (Sigma) à 5 ou à 10 µM pendant 6, 12, 18, 24 
et 48 heures. Les cellules sont ensuite lavées au PBS1X, trypsinées et le culot cellulaire 
obtenu, après centrifugation pendant 6 minutes à 200g,est conservé à -80˚C. Après 
l’extraction des ARN totaux, le niveau d’expression des ARNm des cytokines inflammatoires 
et des isoformes de l’ACOX1 a été évalué par RT-qPCR (cf.Matériels et Méthodes G.1. 
Mesure de laquantité de transcrits). 
La solution du C26:0 a été préparée en dissolvant le C26:0 cristallisé dans une solution 
d’α-cyclodextrine (Sigma) à 1mg/ml dans du milieu HAM-F10 avec des antibiotiques à 1%. 
La solution a été ensuite incubée dans un bain à ultrasons pendant 1 à 3 heures jusqu'à 
dissolution de la poudre.Le bain est refroidi par de la glace tout au long du processus. La 
solution est ensuite diluée à la concentration de 5µM et de 10 µM dans du milieu HAM-F10 
avec des antibiotiques à 1% pour le traitement.  
B.2. Traitement avec les inhibiteurs des voies de signalisation 
Les cellules ont été ensemencées dans des plaques de 24 puits à raison de 
5x10
4
cellules/puits puis laissées adhérées dans un milieu DMEM avec 10% SVF, 1 mM de 
pyruvate de sodium et des antibiotiques à 1% (pénicilline/Streptomycine) à 37°C sous 
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atmosphère humide contenant du CO2 à 5%. Après 24 heures d’incubation, les cellules sont 
lavées 2 fois avec du PBS1X puis mise en contact avec du milieu DMEM frais avec 1 mM de 
pyruvate de sodium et 1% d’antibiotiques sans SVF contenant ou non séparément les 
inhibiteurs des voies de signalisation PD98059, U0126, SB 203580, SP600125 et le Z-VAD à 
5 µM et 10 µM. L’incubation des cellules avec ces différents produits a été réaliséependant 24 
heures à 37˚C sous atmosphère humide contenant du CO2 à 5%. Le milieu de culture est 
ensuite récupéré et après deux lavage avec du PBS1X, les cellules ont été trypsinées puis 
lysées.Finalement le milieu de culture ainsi que le lysat cellulaire sont analysés en cytométrie 
en flux pour le dosage du taux des interleukines (voir matériels et méthodes H. Cytométrie en 
flux). 
Inhibiteur Concentrations utilisées Mécanismes d’actions 
PD98059 5 et 10 µM Inhibiteur non compétitif de la MAPK kinase (MEK1 et MEK2) 
U0126 5 et 10 µM Inhibiteur non compétitif de la MAPK kinase (MEK1 et MEK2) 
SB 203580 5 et 10 µM Inhibiteur spécifique dela P38 MAP Kinase 
SP600125 5 et 10 µM Inhibiteur de Jun Kinase (JNK) 
Z-VAD 5 et 10 µM Inhibiteur des caspases 1,3,4 et 7 
 
C. Mesure de l’activité enzymatique de l’ACOX1 par dosage fluorimétrique 
C.1. Extraction des protéines 
Le protocole d’extraction de protéines à partir des cellules en culture pour la mesure de 
l’activité enzymatique de l’ACOX1 est le suivant : les cellules d’une boîte confluente de 50 
cm
2
 sont lavées avec du PBS1X puis sont grattées à l’aide d’un racloir et reprises dans 200μl 
de PBS1X. Les cellules sont lysées par 3 cycles de congélation/décongélation dans l’azote 
liquide et par sonication (5 cycles de 10 secs à 70W). L’extrait obtenu est centrifugé à 
20000 g pendant 30 minutes. L’extrait brut obtenu est congelé à -80˚C. La concentration en 
protéines totales des extraits cellulaires a été déterminée par la méthode de Bradford (BioRad 
Protein Assay, BioRad) en utilisant la SAB comme référence. Deux essais, de 2 et 5μl, ont été 
réalisés pour chaque échantillon. 
C.2. Mesure de l’activité enzymatique acyl-CoA oxydase 1 
La mesure de l’activité enzymatique de l’ACOX1 a été réalisée par mesure de la 
fluorescence émise à 420 nm par un composé fluorescent excité à 310 nm. Ce composé 
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provient de la réaction, catalysée par une peroxydase, entre une molécule d’H2O2 produite lors 
de la réaction catalysée par l’ACOX1 et deux molécules d’acide homovanillique (Brocard et 
al., 1993). Dans un premier temps, une gamme étalon d’H2O2 de 0μM à 5 μM a été réalisée en 
préparant un milieu réactionnel composé de tampon Tris 55 mM pH 8,3, d’acide 
homovanillique 27 mM et de peroxydase HRP 1 mg/ml. La réaction est déclenchée par 
l’addition des solutions d’H2O2 de concentrations connues. Le volume réactionnel final est de 
200 µl. Dans un deuxième temps, la mesure de l’activité ACOX1 a été réalisée en utilisant le 
même milieu réactionnel que précédemment dans lequel est ajouté du palmitoyl-CoA à 
50 µM (substrat de l’ACOX1). La réaction est déclenchée par l’addition de 10μl d’extrait 
cellulaire. La fluorescence est mesurée grâce à un fluorimètre à plaques (FLx 800, Bio-Tek 
instruments) thermostaté à 30°C. Le temps de lecture est de 13 min. Pour chaque réaction, un 
blanc ainsi qu’un témoin positif (acyl-CoA oxydase d’Arthrobacter, réf. A2167, Sigma-
Aldrich) sont réalisés en parallèle dans les mêmes conditions. 
D. Mesure de l’activité enzymatique des complexes de la chaîne respiratoire 
mitochondriale par dosage spectrophotométrique 
D.1. Préparation des mitochondries de foies de souris et homogénéisation des cellules 
Les mitochondries de foie de souris ont été préparées selon la méthode de Fleischer et 
coll.(Fleischer et Kervina, 1974). 
Le tampon (tampon A) utilisé pour homogénéiser les mitochondries est commun au 
dosage de tous les complexes de la chaîne respiratoire. Sa composition est la suivante : 
Réactifs Concentration finale 
Saccharose (Fluka) 250 mM 
Tris-base (Sigma-Aldrich) 20 mM 
EDTA (Sigma-Aldrich) 2 mM 
BSA (Sigma-Aldrich) 1 mg.ml
-1
 
Le pH du tampon A est ajusté à 7,2 avec du HCl 5N et le volume est complété à 100 ml avec 
de l’eau distillée. 
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D.2. Réactifs 
Réactifs Concentrations Solvants Remarques 
Tampon KH2PO4 pH 7,4 
(Euromedex) 
100 mM Eau Ajuster le pH avec du KOH 5N 
Tampon KH2PO4 pH 7,8 
(Euromedex) 
20 mM Eau Ajuster le pH avec du KOH 5N 
Tampon KH2PO4 pH 6,5 
(Euromedex) 
100 mM Eau Ajuster le pH avec du KOH 5N 
Tampon Tris pH 8,1 
(Euromedex) 
1 M Eau Ajuster le pH avec du HCl 5N 
Ubiquinone-1 (Sigma) 2,5 mM Ethanol  
NADH, H
+
 (Euromedex) 15 mM Eau Préparation à l’abri de la lumière 
Roténone (Sigma) 2,5 mM 
Ethanol/DMSO 
(1:1) 
Inhibiteur du complexe I 
Azide de sodium (NaN3) 
(Sigma) 
1 M Eau Inhibiteur du complexe IV 
Cyanure de potassium 
(KCN) (Fluka) 
0,5 M Eau Inhibiteur du complexe IV 
Acide succinique (pH 7) 
(Euromedex) 
400 mM Eau Ajuster le pH avec du KOH 5N 
EDTA (pH 7) (Euromedex) 20 mM Eau Ajuster le pH avec du KOH 5N 
BSA (Euromedex) 50 mg/ml Eau Sans acides gras 
Dichlorophénolindophénol 
(DCPIP) 
4 mM Eau Préparation au moment du dosage 
Triton X-100 (Euromedex) 10% Eau 
Incubation 1h à 37°C avant le 
dosage 
Antimycine A (Sigma) 1mg/ml Ethanol Inhibiteur du complexe III 
Thénoyltrifluoroacétone 
(Sigma) 
40 mM Ethanol  
Cytochrome c oxydé (Sigma) 1 mM  Préparation au moment du dosage 
Décylubiquinol 25 mM  Voir préparation Complexe III 
Laurylmaltoside (Sigma) 125 mM Eau  
Cytochrome c réduit 
(Sigma) 
220 µM DTT 
Préparation à l’abri de la lumière 
(Voir préparation Complexe III) 
Acide 5,5’-dithiobis 2-
nitrobenzoïque (DTNB) 
1 mM Tris 1M pH 8,1 
Préparation à l’abri de la lumière 
au moment du dosage 
Oxaloacétate 10 mM Eau  
Acétyl-CoA (Sigma) 15 mM Eau  
D.3. Complexe I :NADH-Coenzyme Q oxydoréductase 
D.3.1. Principe 
La technique de mesure de l’activité du complexe I a été adaptée à partir de celle décrite 
par Kuznetsov et Gnaiger (Mitochondrial Physiology Network 8.15, 2003). Le complexe I 
catalyse la réaction suivante : 
NADH + H
+ 
+ ubiquinone → NAD+ + dihydroubiquinone 
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Au cours de cette réaction, le NADH qui absorbe la lumière à 340 nm est oxydé en NAD
+
 
(quin’absorbe pas la lumière à cette longueur d’onde) et la diminution de l’absorbance du 
NADH à 340 nm sera proportionnelle à l’activité du complexe I. 
D.3.2. Préparation de la suspension cellulaire 
Les cellules en culture, arrivant à confluence, sont trypsinées et le culot secs contenant au 
moins 2x10
6
 de cellules est congelé à -80°Cdans un tube eppendorf. Avant la réalisation du 
dosage, le culot cellulaire est décongelé puis repris par un faible volume de tampon A à raison 
de 50 µl par 1x10
6
 de cellules. Les cellules sont ensuite lyséespar un cycle de 
congélation/décongelation dans l’azote liquide. La suspension cellulaire est ensuite 
centrifugée à 16 000 g pendant 30 secondes. Une fois le surnageant éliminé, le culot est repris 
par un volume plus important de tampon A (250 µl pour 1x10
6
 de cellules de départ) pour 
faciliter l’étape de sonication. Lasuspensionest soumise à 6 cycles de sonication (chaque cycle 
est de 30 secondes, 70W) avec 30 secondes de repos entre chaque cycle. Il est indispensable 
de garder le tube contenant la suspension cellulaire dans un bain d’eau et de glace pendant la 
sonication pour éviter le réchauffement du tube et l’inactivation des enzymes par protéolyse. 
La sonication améliore l’accessibilité au complexe I au cours du dosage. 
D.3.3. Mesure de l’activité du complexe I par spectrophotométrie 
La mesure de l’activité du complexe I doit être réalisée juste après la préparation des 
extraits cellulaires. Pour réaliser le dosage, un mélange réactionnel est préparé : 
Réactifs Volume pour 1 essai Concentration finale 
KH2PO4 815 µl 80 mM 
Ubiquinone-1 40 µl 0,1 mM 
NaN3 2 µl 2 mM 
KCN 2 µl 1 mM 
Eau distillée 6 µl - 
Ce mélange est incubé à 37°C pendant au minimum5 minutes avant le dosage. Le volume 
total réactionnel est de 1 ml. Cent vinght cinqmicrolitresde la suspension cellulaire sont 
ajoutés à865 µl demélange réactionnel et la réaction est déclenchée par l’ajout de 10 µl de 
NADH à 15 mM. Le mélange est ensuite rapidement transféré dans une microcuve 
thermostatée à 37°C etla cinétique de diminution de l’absorbance à 340 nm est suivie pendant 
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3 minutes. Sans stopper la lecture, 4 µl de roténone 0,5 mM sont ajoutés dans la microcuve et 
l’absorbance est suivie pendant 2 minutes supplementaires.Un blanc est réalisé par l’ajout de 
865 µl du mélange réactionnel à 125 µl de suspension cellulaireet l’addition de 10 µl d’eau. 
D.3.4. Calcul de l’activité du complexe I 
L’activité enzymatique (AE) du complexe I est calculée en utilisant la formule suivante : 
 
 
ΔA(-R) :  variationd’absorbance par minute avant l’addition de la roténone.  
ΔA(+R) :  variationd’absorbance par minute après addition de la roténone. 
l :   longueur de traversée du faisceau optique en cm soit 1cm. 






SnNADH : nombre stœchiométrique du NADH dans l’équation de la réaction, soit 1. 
L’activité enzymatique est exprimée en mM.min-1 et en unité enzymatique (µmol.min-1). 
D.4. Complexe II :Succinate ubiquinone réductase 
D.4.1. Principe 
La technique de mesure de l’activité du complexe II a été adaptée à partir de celle décrite 
par James et coll.,(James et al., 1996). Le complexe II catalyse la réaction suivante :  
FADH+ ubiquinone → FAD + ubiquinol 
Au cours de cette réaction, le succinate réduit l’ubiquinone en ubiquinol. Le dosage du 
complexe II fait intervenir une deuxième réaction impliquant de dichlorophénolindophénol 
(DCPIP), un composéde couleur bleue qui absorbe à 600 nm, qui va être réduit par l’ubiquinol 
formé lors de la première réaction. Le DCPIP devient incolore et n’absorbe plus de lumière à 
600 nm. Le dosage du complexe II consiste alors à suivre la diminution de l’absorbance du 
DCPIP à 600 nm, celle-ci étant proportionnelle à la quantité d’ubiquinol formé. 
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D.4.2. Préparation de la suspension cellulaire 
Les cellules en culture, arrivant à confluence, sont trypsinées et le culot sec contenant au 
minimum 2x10
6
 de cellules est congelé à -80°C. Avant la réalisation du dosage, le culot 
cellulaire est décongelé puis repris par du tampon A (composition cf. dosage de l’activité du 
complexe I) à raison de 50 µl par 1x10
6
 de cellules. Les cellules sont ensuite lyséespar un 
cycle de congélation/décongelation dans l’azote liquide. La suspension cellulaire est ensuite 
centrifuger à 16000 g pendant 30 secondes. Une fois le surnageant éliminé, le culot est repris 
par du tampon A (50 µl/1x10
6
 de cellules).  
D.4.3. Mesure de l’activité du complexe II par spectrophotométrie 
La mesure de l’activité du complexe II doit être réalisée juste après la préparation des 
cellules. Pour réaliser le dosage, un mélange réactionnel est préparé : 
Réactifs Volume pour 1 essai Concentration finale 
KH2PO4 pH 7,5 500 µl 50 mM 
Acide succinique 50 µl 20 mM 
Roténone 20 µl 2 mM 
EDTA 5 µl 0,1 mM 
KCN 4 µl 2 mM 
BSA 20 µl 1 mg.ml
-1
 
Triton X-100 2 µl 0,02% 
Antimycine A 4 µl 4 µg.ml
-1
 
Eau distillée 334 µl - 
 
Ce mélange est incubé pendant 5 minutes à 37°C avant le dosage. Le volume total 
réactionnel est de 1 ml. Pour la mesure de l’activité du complexe II, 16 µl de DCPIP et 25 µl 
de suspension cellulaire (0,5x10
6
 cellules) sont ajoutés au 939µl demélange réactionnel et la 
réaction est déclenchée par l’ajout de 20 µl d’ubiquinone à 2,5 mM. Le mélange est ensuite 
rapidement transféré dans une microcuve thermostatée à 37°C etla cinétique de diminution de 
l’absorbance du DCPIP à 600 nm est suivie pendant 3 minutes. Sans stopper la lecture, 5 µl 
de thénoyltrifluoroacétone 40 mM sont ajoutés dans la microcuve et l’absorbance est suivie 
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pendant 2 minutes supplementaires.Un blanc est réalisé par l’addition de 16 µl deDCPIP, de 
25 µl de la suspension cellulaire et de 20 µl d’eau distillée à 939 µl de mélange réactionnel. 
D.4.4. Calcul de l’activité du complexe II 




ΔA(-T) : variationd’absorbance par minute avant l’addition du thénoyltrifluoroacétone.  
ΔA(+T) :  variation d’absorbance par minute après addition du thénoyltrifluoroacétone. 
l :   longueur de traversée du faisceau optique en cm soit 1cm. 





SnDCPIP : nombre stœchiométrique du DCPIP dans l’équation de la réaction, soit 1. 
L’activité enzymatique est exprimée en mM.min-1 et en unité enzymatique (µmol.min-1). 
D.5. Complexe III :Ubiquinol cytochrome c réductase 
D.5.1. Principe 
La technique de mesure de l’activité du complexe III a été adaptée à partir de celle décrite 
par Rustin et coll.,(Rustin et al., 1993). Le complexe III catalyse la réaction suivante : 
Cytochrome c oxydé + ubiquinol → cytochrome c réduit + ubiquinone 
Au cours de cette réaction, le cytochrome c réduit absorbe la lumière à 550 nm. Le 
dosage du complexe III consiste alors à suivre l’apparition de la forme réduite du cytochrome 
c par mesure de l’augmentation de l’absorbance à 550 nm, celle-ci étant proportionnelle à 
l’activité du complexe III. 
D.5.2. Préparation du Décylubiquinol 
Le décylubiquinol est préparé à partir de décylubiquinone, un analogue de l’ubiquinone. 
Pour cela, 20 mg de décylubiquinone (Enzo life sciences) sont dissous dans 4,77 ml d’éthanol 
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absolu pour obtenir une concentration de 23 mM. Le spectre de l’ubiquinone oxydée est 
réalisé en diluant 10 μl d’ubiquinone dans 1 ml d’éthanol et en lisant l’absorbance entre 250 
et 350 nm. Un pic à 275 nm doit apparaître avec une absorbance d’environ 2,6.  
A partir de ce moment, toutes les étapes doivent être réalisées en plaçant la solution de 
décylubiquinone à l’obscurité dans un tube entouré de papier d’aluminium. 
La solution de décylubiquinone est réduite par l’addition de quelques cristaux de 
borohydrure de sodium (Sigma Aldrich, Lyon, France) puis de 30 μl d’acide chlorhydrique 
fumant (à 37%). Le tube est bouché avec un parafilm percé d’un trou pour permettre aux gaz 
produits par la réaction de s’échapper. Lorsque la solution est totalement décolorée, elle est 
centrifugée pendant 15 minutes à 4000 rpm. Le surnageant est réparti dans deux tubes en 
verre dans lesquels sont ajoutés 2,5 ml de tampon KH2PO4 100 mM / Sorbitol 250 mM pH 
7,4 et 1 ml de cyclohexane. Les tubessontagités fortement puis bouchés avec un parafilm 
percé d’un trou. Les deux solutions sont regroupées dans un même tube et centrifugées 
pendant 10 minutes à 1000g. La phase supérieure (organique) est recueillie dans un tube et 
mise à l’obscurité. L’extraction de la phase inférieure par 1 ml de cyclohexane et 
centrifugation à 1000g pendant 10 minutesest répétée deux fois. Les phases organiques sont 
regroupées et évaporées sous azote. Le tube contenant l’extrait sec est pesé sur une balance de 
précision puis repris par 2 ml de cyclohexane qui sont repartis en aliquotes par 50 μl dans des 
tubes en verres. Les tubes sont alors mis à évaporer sous azote puis bouchés rapidement et mis 
à l’obscurité à -80°C. Le tube ayant contenu l’extrait sec est pesé à nouveau et son poids est 
retranché à celui en présence de l’extrait sec, ce calcul permet de déduire la masse de 
décylubiquinol contenu dans chaque tube. Le décylubiquinol ainsi préparé peut être conservé 
pendant 3 mois à -80°C. Le jour de la manipulation, un certain volume d’ethanol absolu est 
ajouté à un tube. Le volume d’éthanol sera calculé en fonction de la masse de décylubiquinol 
contenu dans les tubes de manière à obtenir une concentration de 25 mM. 
D.5.3. Préparation de la suspension cellulaire 
Les cellules en culture, arrivant à confluence, sont trypsinées et le culot secs contenant au 
moins 2x10
6
 de cellules est congelé à -80°C. Avant la réalisation du dosage, le culot cellulaire 
est décongelé puis repris par du tampon A (composition cf. dosage de l’activité du complexe 
I) à raison de 50 µl par 1x10
6
 de cellules. Les cellules sont ensuite lyséespar un cycle de 
congélation/décongelation dans l’azote liquide. La suspension cellulaire est ensuite 
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centrifugée à 16000 g pendant 30 secondes. Une fois le surnageant éliminé, le culot est repris 
par du tampon A (50 µl/1x10
6
 de cellules).  
D.5.4. Mesure de l’activité du complexe III par spectrophotométrie 
La mesure de l’activité du complexe III doit être réalisée juste après la préparation des 
cellules. Pour réaliser le dosage, un mélange réactionnel est préparé : 
Réactifs Volume pour 1 essai Concentration finale 
KH2PO4 pH 7,8 500 µl 10 mM 
Roténone 10 µl 5 µM 
EDTA 100 µl 2 mM 
KCN 0,5 µl 240 µM 
BSA 20 µl 1 mg.ml
-1
 
Cytochrome c oxydé 40 µl 40 µM 
Eau distillée 318,5 µl  
 
Ce mélange est incubé pendant 5 minutes à 37°C avant le dosage. Le volume total 
réactionnel est de 1 ml. Pour la mesure de l’activité du complexe III, deux séries de tubessont 
réalisées, l’une constituée de 5 µl de suspension cellulaire (0,5x106 cellules), de 4 µl 
d’antimycine A (1mg/ml) et de 989 µl du mélange réactionnel et l’autre contenant 5 µl de 
suspension cellulaire (0,5x10
6
 cellules), de 4 µl d’eau distillée et de 989 µl du mélange 
réactionnel.La réaction est déclenchée par l’ajout de 2 µl de décylubiquinone à 25 mM. Ce 
mélange est incubé pendant 2 minutes à 37°C. Le mélange est ensuite rapidement transféré 
dans une microcuve thermostatée à 37°C etla cinétique d’augmentation de l’absorbance du 
cytochrome c réduit à 600 nm est suivie pendant 5 minutes.Un blanc est réalisé par l’ajout de 
991 µl de mélange réactionnel avec 4 µl d’antimycine A (1mg/ml) et 5 µl de la suspension 
cellulaire 
D.5.5. Calcul de l’activité du complexe III 
L’activité enzymatique (AE) du complexe III est calculée en utilisant la formule 
suivante : 
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ΔA(-A) :  variationd’absorbance par minute avant addition d’antimycine A.  
ΔA(+A) :  variation d’absorbance par minute après addition d’antimycine A. 
l :   longueur de traversée du faisceau optique en cm soit 1cm. 






Sncytc :  nombre stœchiométrique du DCPIP dans l’équation de la réaction, soit 1. 
L’activité enzymatique est exprimée en mM.min-1 et en unité enzymatique (µmol.min-1).  
D.6. Complexe IV: Cytochrome c oxydase 
D.6.1. Principe 
Le complexe IV catalyse la réaction suivante :  
Cytochrome c réduit+ ½ O2 → cytochrome c oxydé + H2O 
Le cytochrome c réduit absorbe la lumière à 550 nm. Le dosage du complexe IV consiste 
alors à suivre la diminution de l’absorbance du cytochrome c réduit à 500 nm, celle-ci étant 
proportionnelle à l’activité de ce complexe. 
D.6.2. Préparation du Cytochrome c réduit 220 µM 
Une masse de 2,7 mg de cytochrome c (Sigma) est dissoute dans 1 ml d’eau distillée. 
Pour réduire le cytochrome c, 5 µl d’une solution de dithiothréitol (DTT) 0,1 M sont ajoutés à 
la solution de cytochrome c pour avoir une concentration finale de DTT de 0,5 mM. Les 2 
réactifs sont bien mélangés et incubés pendant 15 minutes à température ambiante et à l’abri 
de la lumière. Quand la solution vire de la couleur rouge-orangé sombre à la couleur rouge-
rose pale, le rapport des absorbances à 550 et à 565 nm (A550/A565) est mesuré. Ce rapport doit 
être compris entre 10 et 20 indiquant la réduction du cytochrome c. Un rapport inférieur à 10 
signifie que le cytochrome c n’est pas suffisamment réduit et la préparation devrait être 
recommencée. 
D.6.3. Préparation de la suspension cellulaire 
Les cellules en culture, arrivant à confluence, sont trypsinées et le culot sec contenant au 
minimum 2x10
6
 de cellules est congelé à -80°C. Avant la réalisation du dosage, le culot 
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cellulaire est décongelé puis repris par du tampon A (composition cf. dosage de l’activité du 
complexe I) à raison de 50 µl par 1x10
6
 de cellules. 
D.6.4. Mesure de l’activité du complexe IV par spectrophotométrie 
La mesure de l’activité du complexe IV doit être réalisée juste après la préparation des 
cellules. Pour réaliser le dosage, un mélange réactionnel est préparé : 
Réactifs Volume pour 1 essai Concentration finale 
KH2PO4 pH6,5 200 µl 20 mM 
BSA 20 µl 1 mg.ml
-1
 
Cytochrome c réduit 68,5 µl 15 µM 
Eau distillée 636,5 µl  
 
Ce mélange est incubé pendant au moins 5 minutes avant le dosage à 37°C. Le volume 
total réactionnel est de 1 ml. Pour la mesure de l’activité du complexe, 5 µl la suspension 
cellulaire (0,5x10
6
 cellules) sont ajoutés à 975 µl du mélange réactionnel et la réaction est 
déclenchée par l’ajout de 20 µl de laurylmaltoside à 125 mM. Le mélange est ensuite 
rapidement transféré dans une microcuve thermostatée à 37°C etla cinétique de diminution de 
l’absorbance du cytochrome c réduit à 550 nm est suivie pendant 3 minutes.Un blanc est 
réalisé par l’ajout de 5 µl de la suspension cellulaire (0,1x106 cellules) et de 20µl d’eau 
distillée à 975 µl du mélange réactionnel. 
D.6.5. Calcul de l’activité du complexe IV 





ΔA :   variationabsorbance par minute mesurée pendant 3 minutes.  
l :   longueur de traversée du faisceau optique en cm soit 1cm. 
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Sncytc :  nombre stœchiométrique du DCPIP dans l’équation de la réaction, soit 1. 
L’activité enzymatique est exprimée en mM.min-1 et en unité enzymatique (µmol.min-1).  
D.7. Dosage de l’activité citrate synthase 
D.7.1. Principe 
L’enzyme citrate synthase est la première enzyme du cycle de Krebs, elle catalyse la 
réaction suivante :  
Acétyl-CoA + oxaloacétate + H2O → citrate + CoASH 
Le dosage de l’activité de la citrate synthase fait intervenir l’acide 5,5’-dithiobis (2-
nitrobenzoïque) ou DTNB. Le DTNB réagit avec les groupements thiols (SH) du CoASH 
formé dans la réaction et forme du CoATNB et du TNB. Le TNB est un composé qui absorbe 
la lumière à 412 nm. Le dosage de l’activité de la citrate synthase consiste alors à suivre la 
formation du TNB à 412 nm.L’augmentation de l’absorbance à cette longueur d’onde sera 
proportionnelle à l’activité de la citrate synthase.  
D.7.2. Préparation de la suspension cellulaire 
Les cellules en culture, arrivant à confluence, sont trypsinées et le culot sec contenant au 
minimum 2x10
6
 de cellules est congelé à -80°C. Avant la réalisation du dosage, le culot 
cellulaire est décongelé puis repris par du tampon A (composition cf. dosage de l’activité du 
complexe I) à raison de 50 µl par 1x10
6
 de cellules.  
D.7.3. Mesure de l’activité citrate synthase par spectrophotométrie 
La mesure de l’activité du complexe I doit être réalisée juste après la préparation des 
cellules. Pour réaliser le dosage, un mélange réactionnel est préparé : 
Réactifs Volume pour 1 essai Concentration finale 
DTNB 150 µl 150 µM 
Acétyl-CoA 60 µl 300 µM 
Oxaloacétate 50 µl 500 µM 
Triton X-100 10 µl 0,1% 
Eau distillée 725 µl - 
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Ce mélange est incubé pendant au moins 5 minutes à 37°C avant le dosage. Le volume 
total réactionnel est de 1 ml. Pour la mesure de l’activité du complexe, 5 µl la suspension 
cellulaire (0,5x10
6
 cellules) sont ajoutés aux 995 µl du mélange réactionnel. Le mélange est 
ensuite rapidement transféré dans une microcuve thermostatée à 37°C etla cinétique de 
l’augmentation de l’absorbance du TNB à 412 nm est suivie pendant 90 secondes. Un blanc 
est réalisé par l’addition de 5 µl de tampon A à995 µl de mélange réactionnel. 
D.7.4. Calcul de l’activité de l’activité Citrate synthase 




ΔA :   variation d’absorbance par minute mesurée pendant 90 secondes. 
l :    longueur de traversée du faisceau optique en cm soit 1cm. 





SnTNB : nombre stœchiométrique du TNB dans l’équation de la réaction, soit 1. 
L’activité enzymatique est exprimée en mM.min-1 et en unité enzymatique (µmol.min-1).  
D.8. Mesure de la β-oxydation peroxysomale 
D.8.1. Principe  
La mesure de la β-oxydation peroxysomale consiste à évaluer les capacités des cellules à 
cataboliser les acides gras à très longues chaînes tels que le C24:0 et le C26:0 radiomarqués 
via le système de β-oxydation peroxysomale, le seule capable de métaboliser ce type d’acides 
gras. La β-oxydation du C26:0 (American Radiolabeled Chemicals, ARC) parle peroxysome 
permet la production d’acétyl-CoA radioactif, des intermédiaires du cycle de Krebs 
radioactifs, deCO2 radioactif libéré au cours du cycle de Krebs alors que le C24:0 produit à 
l’issue de la β-oxydation est non radioactif puisque la radioactivité (14C) se trouve sur le 
carbone 1 du C26:0.  
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D.8.2. Protocole 
D.8.2.1. Ensemencement des cellules dans les fioles 
Les cellules sont ensemencées dans des fioles en verre stériles à raison de 4x10
5
 
cellules/fiole dans du milieu DMEM/HAM-F12 (1/1) supplémenté en SVF5%. Les fioles sont 
fermées avec du papier aluminium et incubées pendant 48 heures à 37°C en atmosphère 
humide contenant 5% de CO2. Le même nombre de cellules est ensemencé dans des fioles qui 
seront destinées uniquement au dosage des protéines. 
D.8.2.1.1. Préparation du mélange de β-oxydation 
Les cellules sont par la suite mises en contact avec 8 µM de C26:0 non radioactif et 4µM 
de C26:0 radioactif préalablement chauffés au bain-marie à 37°C. Ce mélange de C26:0 est 
préparé dans un tube en verre à l’aide de seringues Hamilton (les seringues sont lavées avec 
du HCl 0,1N puis avec de l’eau entre les différentes prises). Pour un point de mesure il faut 
ajouter 4 µl de C26:0 non radioactif à 1 mM dans du chloroforme (4x10
-9
mole) et 1,1 µl de 
C26:0 radioactif à 1,818 mM dans du toluène (2x10
-9
 mole). Le mélange de C26:0 radioactif 
et non radioactif dans le tube en verre, est évaporé sous azote lentement, puis une solution 
d’α-cyclodextrine à 10 mg/ml est ajoutée. Le mélange est incubé dans un bain à ultrasons 
pendant une heure trente minutes puis 5 µl de carnitine 200 mM sont ajoutés ainsi que 445 µl 
de milieu HAM-F10 contenant d’HEPES 10 mM à pH 7,3. Des échantillons contrôles sont 
effectués dans les mêmes conditions en absence de cellules.  
D.8.2.1.2. Initiation de la β-oxydation 
Le mélange est de nouveau incubé dans un bain à ultrasons juste avant l’utilisation. Avant 
l’initiation de la β-oxydation, les cellules sont lavées 2 fois avec du PBS1X à l’aide d’une 
pipette pasteur puis un tube eppendorf sans bouchon est glisséà l’intérieur de la fiole. Sur les 
cellules, 500 µl du mélange de C26:0 sont ajoutés avec une seringue Hamilton et la fiole est 
fermée hermétiquement. Ensuite, 500 µl de NaOH 2M sont ajoutés dans le tube eppendorf 
placé dans la fiole avec une aiguille tout en perçant le bouchon, ce qui permettra de piéger le 
CO2 radioactif. Les fioles sont ensuite incubées pendant deux heures au bain-marie à 37°C 
sous une légère agitation. 
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D.8.2.1.3. Contrôle de la solubilisation du C26:0 
Un contrôle de la solubilisation du C26:0 dans le mélange de β-oxydation peut être 
réalisé en prélevant différents volumes (1 à 50 µl) pour faire une gamme. Ces volumes sont 
mis dans des pots àscintillations contenant 5 ml de liquide de scintillation puis la radioactivité 
est comptée. Ceci permettra de vérifier la solubilisation du C26:0 dans le mélange de β-
oxydation ainsi que de calculer l’activité spécifique globale (en pmol/dpm). 
D.8.2.1.4. Arrêt de la β-oxydation 
Après les deux heures d’incubation, la β-oxydation est arrêtée. Cela est réalisé en ajoutant 
sur les cellules 100 µl de l’acide perchlorique 2,6N, en perçant le bouchon avec une seringue. 
Les fioles sont incubées pendantla nuit à 4°C ce qui permettra la captation du CO2 par le 
NaOH. 
D.8.2.1.5. Lyse des protéines 
La lyse des protéines est effectuée sur les cellules ensemencées dans les fioles prévues à 
cet effet. Les cellules sont d’abord lavées 2 fois avec du PBS1X puis incubées pendant 30 
minutes à 4°C avec 800 µl de tampon de lyse (Triton X-1001%, Tris-HCl 50 mM pH8, NaCl 
150 mM, phénylméthanesulfonylfluoride (PMSF) 100mM, et inhibiteurs de protéases 
(Roche)). Le lysat est ensuite centrifugé pendant 10 minutes à 1000 g. Le surnageant est 
prélevé dans un autre tube et les protéines sont dosées par la méthode de Bradford. 
D.8.2.1.6. Comptage du CO2 radioactif 
Le bouchon de la fiole est enlevé et les 500 µl de NaOH de l’eppendorf sont prélevés et 
mis dans un tube à scintillation contenant 5 ml de liquide de scintillation Ultima Gold XR. Le 
tube est mélangé par retournement et la radioactivité est comptée pendant 3 minutes. 
D.8.2.1.7. Hydrolyse des esters d’acides gras 
Les esters-CoA et les esters de cholestérol, dans lesquels le C26:0 radioactif pourrait être 
présent, sont saponifiés dans le but de les rendre insolubles en phase aqueuse et pouvoir ainsi 
s’en débarrasser. Pour cela, les 600 µl du mélange de β-oxydation avec l’acide perchlorique 
sont prélevés et centrifugés pendant 5 minutes à 420 g pour éliminer les débris cellulaires. Le 
surnageant est ensuite transféré dans un tube Sovirell de 13 ml et 200 µl de NaOH 2N sont 
ajoutés donnant une couleur rose au surnageant. Le tube est entouré de parafilm puis 
mélangéau vortex pendant une minute (le pH doit monter à 14, indispensable pour la 
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saponification des esters-CoA) et incubé pendant 30 minutes à 50°C dans un bain-marie sous 
agitation. Ensuite, 150 µl d’acétate de sodium 1 M et 300 µl de H2SO4 0,5 M sont ajoutés (le 
pH descend à 4). Le tube est entouré de parafilm et mélangé au vortex pendant une minute et 
le pH est vérifié (un ajout de H2SO4 est fait si nécessaire pour avoir un pH de 4). 
D.8.2.1.8. Purification des fractions acido-solubles 
Une fois le pH ajusté à 4,3 ml d’un mélange Méthanol/Chloroforme/Heptane (v/v : 
1,41/1,25/1) sont ajoutés puis le tube est entouré de parafilm, mélangésau vortex pendant une 
minute et centrifugés pendant 5 minutes à 460 g. Après la centrifugation, 2 phases 
apparaissent dans le tube : une phase supérieure (aqueuse) contenant les composés 
acido-solubles et une phase inférieure (organique) contenant les acides gras, les 2 phases étant 
séparées par une interface blanchâtre composée de sels. La phase inférieure est prélevée avec 
une seringue de 1 ml et jetée. Un volume du mélange 
(Méthanol/Chloroforme/Heptane)/(Eau)(v/v : 3,25/1,25) est ajouté (volume équivalent à celui 
retiré). Le tube est de nouveau entouré de parafilm, mélangé au vortex pendant une minute et 
centrifugé pendant 5 minutes à 460 g. A partir de la phase supérieure obtenue (aqueuse) 
contenant les composés acido-solubles, 1 ml est prélevé avec une seringue et déposé dans un 
pot de scintillation contenant 10 ml de liquide de scintillation. Le contenu du pot est mélangé 
par retournement et la radioactivité est comptée pendant 3 minutes. 
D.8.2.2. Calculs 
A partir de l’étape de contrôle de la solubilisation de l’acide gras, une gamme étalon de la 
radioactivité (en dpm) est dressée en fonction du volume du mélange de β-oxydation prélevé 
(en µl). 
En se servant de la gamme étalon, l’activité spécifique globale en pmol/dpm est calculée 
à partir : (i) la quantité d’acide gras radiomarqué ajoutée en pmol, (ii) la quantité d’acide gras 
non radiomarqué ajoutée en pmol et (iii) la quantité total d’acide gras ajoutée (radioactif et 
non radioactif) en pmol. La β-oxydation totale de l’acide gras est exprimée en pmol/h/mg de 
protéines totales. Elle additionne la radioactivité comptée au niveau gazeux et la radioactivité 
comptée au niveau des fractions acido-solubles. 
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E. Western blot 
E.1. Préparation et dosage des extraits protéiques 
Deux boîtes confluentes de 50cm
2
 de chaque lignée, contenant au minimum2x10
6
 cellules 
sont trypsinées puis centrifuger à 200g pendant 6minutes à température ambiante. Le culot 
cellulaire est ensuite lavé2 fois par 5ml de PBS1X et le culot est conservé à sec a -80
  
C. Au 
moment de la lyse, le culot est décongelé et lysé dans du tampon RIPA (Tris HCl 50 mM, 
NaCl 150 mM, EDTA 2 mM, NaF 50m M, SDS 0,1%, désoxycholate de sodium 0,5%, NP40 
1%, pH 8) contenant des inhibiteurs de protéases (Roche Applied Science) durant 30 minutes 
sur la glace. Le surnageant contenant l’extrait protéique est ensuite récupéré après 
centrifugation du lysat cellulaire à 20000g pendant15 minutes à 4°C.  
Les concentrations protéiques ont été mesurées selon la méthode de Bradford (BioRad 
Protein Assay, BioRad), en plaque 96 puits, basée sur des mesures d’absorbances à 595 nm, 
contre une gamme de BSA allant de 1 µg/puits à 10 µg/puits (le volume final de chaque essai 
est de 200 µl comprenant 40 µl de réactif de Bradford, 1 µl d’extrait protéique, 1 µl de RIPA, 
qsp 200 µl d’eau ultra pure). Le blanc a été fait sur 40 µl de Bradford auxquels sont ajoutés 1 
µl de RIPA et 159 µl d’eau ultra pure). 
E.2. Séparation des protéines en SDS-PAGE (PolyAcrylamid Gel Electrophoresis) 
Trente microgrammes de protéines sont repris dans un tampon dénaturant (Tris HCl 
250 mM, glycérol 40%, β-mercaptoéthanol 20%, SDS 10%, pH 6,8, quelques cristaux de bleu 
de bromophénol). Un gel de séparation de 8 à 14% (selon le poids moléculaire de la protéine 
cible) d’acrylamide/bisacrylamide (rapport :37,5/1) et d’épaisseur 1 à 1,5 mm est d’abord 
coulé puis un gel de concentration de 4% est coulé dans un système d’électrophorèse 
MiniPROTEAN (BioRad). Les trente microgrammes de protéines sont déposés et concentrés 
dans le gel de 4% (Tris HCl 125 mM, SDS 0,1%, acrylamide/bisacrylamide 4%, pH6,8) à 
70V, puis séparés à 120V dans le gel de séparation (Tris HCl 375 mM, SDS 0,1%, 
acrylamide/bisacrylamide 8 à 14%, pH8,8). Après leur séparation, les protéines sont 
transférées sur membrane PVDF ou nitrocellulose (Biorad) en milieu liquide dans un tampon 
de transfert Tris/glycine/acide borique sous l’action d’un champ électrique de 50V pendant 
une à deux heures. Les membranes obtenues sont ensuite incubées durant une heure ou sur la 
nuit sous agitation dans une solution de saturation PBS1X Tween-20 0,1% à laquelle sont 
ajoutés dulait délipidées 5%ou de la BSA5%. Les membranes sont ensuite incubées avec les 
anticorps primaires, dirigées spécifiquement contre les protéines étudiées diluées et incubées 
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dans une solution de PBS1X Tween-20 0,1%, de lait délipidé 5% ou de BSA 5% sur la nuit à 
4
  
C sous agitation. Le lendemain, les membranes sont rincées trois fois pendant 5 minutes à 
chaque fois avec du PBS1X puis incubées pendant 1 heure en présence de l’anticorps 
secondaire couplé à la peroxydase HRP (Santa Cruz) dilué au 1/10000 dans PBS1X tween-20 
0,1% lait 5%. Enfin, les membranes sont révélées par chimioluminescence en plaçant deux à 
trois films hyper sensibles (Amersham) sur la membrane qui a été incubée pendant une 
minute avec un substrat à base de luminol (Santa Cruz). Le temps d’exposition du film varie 
en fonction de signal obtenu de 1 à 30 minutes. Les films sont finalement révélés par des 
passages successifs dans une solution de révélateur (Kodak) puis rincés à l’eau puis dans une 
solution de fixateur (Kodak). 
Il est possible sous certaines conditions, de révéler plusieurs protéines sur la même 
membrane (cas de la β-actine par exemple pour normaliser le signal). Dans ce cas, les 
membranes déjà utilisées, sont incubées ainsi avec un tampon acide de «stripping» (glycine-
HCl 25mM, SDS 1%, pH2)(permettant de dissocier l’anticorps primaire de son antigène) 
pendant 30 minutes à température ambiante sous agitation. Après trois lavages de 10 minutes 
dans du PBS1X tween-20 0,1%, les membranes sont à nouveau saturées pour y être incubées 
de nouveau avec d’autres anticorps primaires. 
F. Immunofluorescence 
Les cellules arrivées à confluence sont trypsinées puis ensemencées en raison de 50000 
cellules /puits dans des plaques 6 puits contenant chacun une lamelle ronde pendant 24 h. Les 
cellules sont ensuite rincées 3 fois au PBS1X puis fixées au paraformaldéhyde (4%) pendant 
15 minutes à température ambiante. Après deux lavages au PBS1X, les cellules sont 
perméabilisées pendant 10 minutes avec une solution PBS1X Triton X-1000,2%. Elles sont 
ensuite saturées après 2 lavages au PBS1X avec une solution PBS1X BSA 0,5% pendant 10 
minutes et incubées avec un anticorps primaire déposé délicatement sur la lamelle (les 
anticorps primaire et secondaire sont dilués à la concentration voulue dans une solution de 
PBS1X BSA 1%) pendant 30 min à température ambiante. Les cellules sont alors lavées 3 
foisavec du PBS1X et les cellules sont incubées à l’obscurité pendant 1heure avec l‘anticorps 
secondaire fluorescent. Une fois l’incubation terminée, 3 lavages au PBS1Xsont nécessaires et 
les cellules sont contre-colorées avec du Hoechst pendant 10 minutes à température ambiante 
(colorant spécifique des noyaux cellulaires, excitation à 360nm et émission à 470nm, 1μg/ml). 
Finalement, les cellules sont laves 2 fois au PBS1X et les lamelles sont montées sur lames 
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avec du « Fluorescent mounting medium » (Dako Cytomation) et laissées à sécher une nuit à 
4˚C. Les lames sont visualisées avec un microscope à fluorescence (AxioSkope, Zeiss). 
Les anticorps primaires utilisés sont dilués à la concentration suggérée par le fournisseur. 
Les anticorps secondaires (Invitrogen) sont marqués à l’Alexa Fluor 488 nm vert (colorant 
fluorescent, excitation à 488 nm et émission à 520 nm) et/ou à l’Alexa Fluor 594 nm rouge 
(colorant fluorescent, excitation à 590 nm et émission à 617 nm). 
G. RT-QPCR 
G.1. Mesure de laquantité de transcrits 
G.1.1. Extraction d’ARN totaux à partir de tissus 
L’extraction des ARN totaux des tissus a été réalisée au moyen du kit d’extraction 
RNeasy de QIAGEN. Un échantillon de tissu (foie) est pesé très précisément (environ 30mg), 
puis placé dans un tube eppendorfde 2mL contenant 300µL de tampon de lyse RLT. Les 
échantillons sont rapidement broyés puis centrifugés à 12000g pendant 3 minutes à 4°C. La 
phase supérieure qui correspond à la phase aqueuse contenant les ARN est récupérée et 
transférée sur la colonne. La colonne est centrifugée puis soumise à une étape de lavage avec 
du tampon RW1. La colonne est de nouveau centrifugée et une étape de digestion à la DNase 
est ajoutée en incubant la colonne avec de la DNase (Qiagen) diluée dans du tampon RDD 
pendant 15 minutes à température ambiante. Les ARN sont précipités grâce à l’ajout de 
300µL d’éthanol 70%. Les échantillons sont rincés puis élués de la colonne au moyen 
respectivement, de tampon RW1 et de tampon RPE. La colonne est transférée dans un tube 
Eppendorf stérile, les ARN sont élués avec 30 µl de H2O « RNase-free ». 
G.1.2. Extraction d’ARN totaux à partir de cellules 
L’extraction des ARN totaux des tissus a été réalisée au moyen du kit d’extraction 
RNeasy de QIAGEN. Environ 1 à 2x10
6
 cellules en culture sont trypsinées et le culot secs est 
congelé à -80°C. Au moment de l’extraction, les culots décongelés sont repris par 315 µl de 
tampon RLT et 25 µl de β-mercaptoéthanol (Invitrogen) et mélangés avec une seringue pour 
bien lyser les cellules. Après, 350 µl d’éthanol 70% sont ajoutés et mélangés pour précipiter 
les ARN et les 700 µl sont alors transférés sur colonne RNeasy Spin. La colonne est 
centrifugée puis suivie d’une étape de lavage avec du tampon RW1. La colonne est de 
nouveau centrifugée et une étape de digestion à la DNase est ajoutée en incubant la colonne 
avec de la DNase (Qiagen) diluée dans du tampon RDD pendant 15 minutes à température 
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ambiante. Les échantillons sont rincés puis élués de la colonne au moyen de tampon RW1 
puisde tampon RPE. La colonne est transférée dans un tube Eppendorf stérile, les ARN sont 
élués avec 30 µl de H2O « RNase-free ». 
La qualité des ARN purifiés a été vérifiée par analyse électrophorétique sur gel d’agarose 
1 % préparé dans le tampon MOPS (MOPS ou acide 3-N-morpholino-propane sulfonique 
20 mM, acétate de sodium 5 mM, EDTA 1 mM, pH 7) puis les échantillons sont chauffés à 
70°C pour dénaturation. Les ARN sont visualisés sur gel après coloration au BET et 
exposition sur table UV. 
G.1.3. Dosage des ARN totaux 
Les ARN totaux extraits sont dosés par spectrophotométrie avec un spectrophotomètre 
UV1800 Shimadzu. La mesure de l’absorbance est effectuée à un intervalle allant de 240 à 
320 nm de longueur d’onde avec 260 nm correspondant à l’absorption maximale des acides 
nucléiques. Une unité d’absorbance à 260 nm correspond à 40 μg d’ARN totaux/ml. 
G.2. Transcription inverse 
La transcription inverse est la synthèse d’ADN complémentaire (ADNc) monobrin à 
partir des ARN totaux extraits. Le principe repose sur l’utilisation d’oligo-dT qui se lient aux 
ARN et servent d’amorces pour une ADN polymérase ARN-dépendante. En présence de 
désoxyribonucléotides triphosphate (dNTP), il y a élongation des amorces et synthèse 
d’ADNc représentatifs de l’ensemble des ARN. 
La réaction est réalisée avec in kit SuperScript® III Reverse Transcriptase (Invitrogen) 
dans un volume total de 10µL. Le mélange contient 1 μg d’ARN, 2 µL de Random Primers 
(Promega) 50 µg/ml, 0,5 µl de dNTP 10 mM (Promega) et le volume est complété à 6,5 µL à 
l’aide d’eau distillée. Le mélange est chauffé à 65°C pendant 5 minutes puis mis pendant au 
moins une minute sur la glace. A ce mélange est ajouté 3,5 µl d’un mix comprenant 2 µl du 
tampon First Strand 5X, 0,5 µl de DTT, 0,5 µl de RNase OUT (Invitrogen) et 0,5 µl de la 
SuperScript III (Invitrogen). La réaction de transcription inverse est réalisée selon le protocole 
suivant : 30 minutes à 50°C et 15 min à 70°C. Les produits de RT sont ensuite conservés à 
-20°C jusqu’à leur utilisation. 
G.3. Réaction de polymérisation en chaîne en temps réel 
Le principe de la réaction de la PCR quantitative repose sur la quantification du taux 
d’ARNm, après transcription reverse en ADNc par une reverse transcriptase, grâce à la 
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fluorescence émise par fluorophore qui s’intercale entre les brins de l’ADN néosynthétisé au 
cours de la réaction de PCR. Le fluorophore utilisé au cours de cette réaction est le SYBR
®
 
Green (PCRArray-Qiagen). Les amorces utilisées pour chacun des gènes amplifiés ont été 
choisies grâce à la base de données qPrimer Depot (National Institute of Health) pour les 
amorces humaines et PrimerBanK (Harvard Medical School) pour les amorces murines. Le 
gène de ménage utilisé code la phosphoprotéine ribosomale acide PO (36B4). 
Cette méthode de PCR en temps réel nécessite le calibrage de la réaction et de l’appareil 
par l’amplification d’une gamme de dilution des ADNc. Des dilutions en série sont réalisées à 
partir d’un mélange de tous les produits de RT dilués. 
G3.1. Préparations des échantillons 
La réaction de transcription inverse est réalisée dans un volume final de 10 μl auquel 
80 µl de H2O ont été ajoutés pour obtenir un volume final de 100 µl. A partir de ces 
échantillons, une gamme de dilution a été réalisée pour servir de standard pour la réaction de 
qPCR. Un volume de 25 µl de chacun des échantillons est prélevé et mélangé pour constituer 
le premier point de gamme, nommé arbitrairement « 64 ». Les points suivants seront réalisés 
par dilutions au ½ en cascade et donneront les points « 32 », « 16 », « 8 », « 4 » et « 2 ». Les 
75 µl de produit de RT restant sont complété avec de l’eau distillée à 225 µl. 
G.3.2. Réaction de qPCR  
Chaque échantillon est analysé en double dans des plaques 96 puits (Applied 
Biosystems). Chaque puits contient un volume réactionnel de 12,5 μl constitué de la manière 
suivante : 6,25 μl de « RT2 Real-Time SYBR Green/Fluorescein qPCR Master 
Mix »(Qiagen), 2,5 μl d’ADNc (produit de RT dilués) et 320 nM de chaque amorce. La PCR 
débute par une étape de chauffage à 95°C pendant 10 minutes, suivie de 40 cycles de 
dénaturation de 15 secondes à 95°C et 1 minute d’hybridation-élongation à 60°C.  
Après chaque réaction d’amplification, une droite d’étalonnage est établie indiquant 
l’efficacité de la réaction de PCR pour chaque couple d’amorces. Au niveau expérimental, la 
quantité de produit formé dépend d’un facteur primordial qui est l’efficacité d’amplification 
(E) définie comme étant la proportion moyenne des molécules d’ADN cible se dupliquant à 
chaque cycle d’amplification. Pour que la PCR soit exploitable, l’efficacité doit être comprise 
entre 90 et 110%. Cette droite d’étalonnage a pour équation Ct = log (facteur de dilution) + Ct 
ADNc non dilués. Le Ct (« cycle threshold » ou cycle seuil) est défini comme la valeur du 
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cycle pour laquelle la quantité de fluorescence dépasse de manière significative le seuil de 
détection de l’appareil. En parallèle à cette gamme d’étalonnage, les échantillons sont 
amplifiés et les valeurs de Ct obtenues sont reportées sur la droite standard. 
Chaque produit d’ADN double brin synthétisé possède une température de fusion (Tm) 
spécifique. Après le dernier cycle de PCR, la température est rapidement élevée à 95°C pour 
dénaturer l’ADN double brin puis redescendue à 55°C, ce qui provoque la renaturation de 
l’ADN. Ensuite, la température est augmentée lentement de 55°C à 95°C par palier de 0,5°C 
toutes les 10 secondes. La fluorescence est lue en continu pendant cette augmentation 
progressive de température. Le SYBR Green est fluorescent lorsqu’il est lié à l’ADN double 
brin etlorsque la température augmente, l’ADN double brin se dissocie, les molécules de 
SYBR Green sont libérées dans le milieu ce qui conduitàla diminution progressive de la 
fluorescence. La tenperature à laquelle50% de l’ADN double brin est dissocié correspond à la 
température de fusion (Tm : melting temperature) du produit synthétisé etpour l’amplification 
spécifique d’un gène donné, un seul pic d’intensité variable doit être observé sur la courbe de 
fusion. 
G.4. RT-QPCR en plaque pour l’identification des voies d’inflammation 
Une analyse quantitative de l’expression des ARNm codant 84 cytokines, chimiokines et 
de leurs récepteurs (Tableau 3) dans les différentes lignées de fibroblastes humains a été 
réalisée avec le kit « Human Chimiokines & Receptors RT² profiler™ PCR array » (Qiagen-
SuperArray Bioscience). Des quantités égales d’ARN (1µg) de chaque échantillon ont été 
converties en ADN complémentaire grâce au kit « RT
2
 First Strand Kit » (Qiagen-SuperArray 
Bioscience Corporation). L’analyse en QPCR a été réalisées en suivant le protocole du 
fabriquant avec le kit « RT
2
 Real-Time SYBR Green/Fluorescein qPCR Master Mix » 
(Qiagen-SuperArray Bioscience) sur un appareil BioRad iCycler®.  
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ABCF1 CCL20 CCR4 CXCL14 IL1A IL8RA 
BCL6 CCL21 CCR5 CXCL2 IL1B IL8RB 
C3 CCL23 CCR6 CXCL3 IL1F10 IL9 
C4A CCL24 CCR7 CXCL5 IL1F5 IL9R 
C5 CCL25 CCR8 CXCL6 IL1F6 LTA 
CCL1 CCL26 CCR9 CXCL9 IL1F7 LTB 
CCL11 CCL3 CEBPB ICEBERG IL1F8 LTB4R 
CCL13 CCL4 CRP IFNA2 IL1F9 MIF 
CCL15 CCL5 CX3CR1 IL10 IL1R1 SCYE1 
CCL16 CCL7 CXCL1 IL10RA IL1RN SPP1 
CCL17 CCL8 CXCL10 IL10RB IL22 TNF 
CCL18 CCR1 CXCL11 IL13 IL5 CD40LG 
CCL19 CCR2 CXCL12 IL13RA1 IL5RA TOLLIP 
CCL2 CCR3 CXCL13 IL17C IL8 XCR1 
Tableau 3. Liste des gènes liés à l’inflammation testés par RT-QPCR sur plaque. 
 
Le volume total de chaque PCR était de 25 µl. Les paramètres du thermocycler étaient 
une première étape de 10 minutes à 95°C, suivie de 40 cycles de dénaturation de 15 secondes 
à 95°C et 1 minute d’hybridation-élongation à 60°C. L’expression des ARNm de chaque gène 
a été normalisée en utilisant l’expression de cinq gènes de ménage (β-2-microglobuline, 
hypoxanthine phosphoribosyltransférase 1, protéine ribosomale L13a, glycéraldéhyde-3-
phosphate déshydrogénase et β-actine) et comparée avec les données obtenues pour la lignée 
de fibroblastes contrôle en utilisant la méthode du Ct(Livak et Schmittgen, 2001). 
H. Cytométrie en flux 
L’analyse multiplexe type Luminex est une technique qui permet la détection de plusieurs 
analytes dans le même échantillon par cytométrie en flux en utilisant des microbilles. Par 
rapport à l’ELISA, chaque microbille équivaut à un micropuits. Plusieurs populations de 
microbilles marquées par un premier marqueur fluorescent, que l’on peut différencier par leur 
intensité de fluorescence, sont mélangées.Chaque population est couplée de façon covalente à 
un premier anticorps spécifique dirigécontre une protéine donnée. Après incubation des billes 
avec l’échantillon à tester, la révélation est réalisée grâce à un second anticorps,lui aussi 
spécifique de la protéine d’intérêt,marqué par une seconde sonde fluorescente . La lecture de 
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la fluorescence de chaque bille par cytométrie aux deux longueurs d’ondes spécifiques de 
chaque fluorochrome permet le dosage de plusieurs protéines dans le même échantillon. 
La technique Luminex utilisée se base sur l’utilisation de deux lasers : un laser rouge 
(633 nm) qui excite les fluorochromes incorporés aux billes et permet de distinguer chaque 
population de billes et un laser vert qui excite le fluorochrome qui est couplé au révélateur 
(anticorps). Le fluorochrome utilisé est la phycoérythrine qui, excitée à 532 nm, fluoresce à 
575 nm. La fluorescence mesurée est proportionnelle à la quantité d’analyte présente dans 
l’échantillon. La mesure des concentrations des cytokines inflammatoires IL-8, IL-1β, IL-6, 
IL-10, TNF-α et IL-12p70 a été réalisée sur des surnageants de culture cellulaire par 
cytométrie en flux en utilisant le kit « CBA Human inflammation kit » (BD Biosciences) en 
suivant le protocole du fabricant. Les mesures ont été réalisées sur un cytomètre Partec 
Galaxy. 
Les mesures ont été réalisées à partir de 50 µl surnageant de culture. Les cellules ont été 
ensemencées dans des plaques 24 puits à raison de 50000 cellules par puits, puis laissées 
adhérées à 37°C et du CO2 à 5%. Après 24h d’incubation, le milieu de culture est remplacé 
par du nouveau milieu contenant ou non les inhibiteurs des voies de signalisation à 5 µM ou 
10 µM, et les cellules sont incubées à 37°C et du CO2 à 5% pendant 24h. 
I. Dosage de l’ATP intracellulaire par fluorimètrie 
I.1. Principe 
Le dosage de l’ATP intracellulaire a été réalisé avec un kit « ATP Bioluminescence 
Assay Kit HS II » (Roche). Le principe de ce dosage consiste à quantifier l’ATP produit par 
les cellules par luminescence avec l’enzymeluciférase, provenant de l’insecte Photinus 
pyralis, qui catalyse la réaction suivante : 
ATP + D-luciférine + O2 Oxyluciférine + PPi + AMP + CO2 + lumière 
La lumière verte résultante de la réaction possède une émission maximale à 562 nm.   
I.2. Préparation de la gamme d’ATP 
La gamme d’ATP a été préparée en reconstituant un flacon d’ATP de 10,5 mg dans 1,05 
ml de tampon de dilution (Roche) pour avoir une solution mère à 10 mg.ml
-1
. Une solution 
à10
-4
 M a été préparée en diluant 6 µl de la solution mère dans 1 ml de tampon de dilution 
(dilution de 165X). A partir de cette solution une série de dilutions en cascade a été préparée 
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partir de chaque dilution, 25 µl ont été prélevé et ajoutés à 25 µl de tampon de dilution puis 
déposé dans un puits d’une plaque 96 puits. Ensuite, 50 µl de luciférase ont été ajoutés et la 
fluorescence émise à 562 nm est mesurée. 
I.3. Dosage de l’ATP 
Les cellules ont été ensemencées à raison de 1x10
5
 cellules/boîtes de 10 cm
2
 dans du 
milieu DMEM SVF 10%, de pyruvate de sodium 10 mM et des antibiotiques 
pénicilline/Streptomycine 1% à 37°C et 5% CO2 pendant 24 heures. Les cellules sont ensuite 
trypsinées et centrifugées à 200 g pendant 6 minutes. Le culot cellulaire a été ensuite repris 
par 100 µl de tampon de dilution (Roche) et 100 µl de tampon de lyse a été ajouté (Roche). 
Les cellules sont incubées dans ce mélange pendant 5 minutes à température ambiante puis 
centrifugées à 10000 g pendant 1 minute. Cinquante microlitres de la suspension cellulaire ont 
été alors ajouté à 50 µl de D-luciférine et la fluorescence émise à 562 nm a été mesurée.  
Les fluorescences émises sont rapportés à la gamme d’ATP pour déterminer la 
concentration en ATP en mol.l
-1. La quantité en mol d’ATP a été ensuite calculée et rapportée 
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Objectifs 
Les cytokines proinflammatoires semblent jouer un rôle important dans les désordres 
neurologiques et dans les zones de démyélinisation chez les patients atteints d’X-ALD. 
L’étude, donc, des relations entre le déficit de la β-oxydation peroxysomale et l’apparition de 
phénomènes inflammatoires, dans les adrénoleucodystrophies en général et dans la P-NALD 
en particulier, constitue un enjeu majeur. En effet, les mécanismes qui lient les perturbations 
du métabolisme lipidique à l’inflammation restent à déterminer. 
L’objectif du travail réalisé a porté sur l’identification d’une voie d’inflammation activée 
dans les lignées de fibroblastes de patients déficientes en activité ACOX1, seul modèle de 
cellules humaines de patients P-NALD disponible, et sur l’origine de cette activation. Dans ce 
sens, avant de rechercher la ou les voie(s) d’inflammation(s) impliquée(s), nous avons 
procédé à une caractérisation des fibroblastes P-NALD. Cette caractérisation avait pour 
objectif de montrer, dans ces fibroblastes, l’absence de l’activité acyl-CoA oxydase 1 sur la 
morphologie des peroxysomes (nombre et taille des peroxysomes).  
Introduction 
La P-NALD est une maladie neurodégénérative rare due à la déficience en acyl-CoA 
oxydase 1 (ACOX1), enzyme qui catalyse la première étape de la voie de β-oxydation 
peroxysomale. Cette voie permet la dégradation des acides gras à très longue chaîne 
(AGTLC). Les patients atteints de P-NALD présentent un retard de développement cérébral et 
moteur, une hépatomégalie, une démyélinisation progressive de la matière blanche cérébrale, 
des troubles de l’ouïe et une hypotonie. Ces patients accumulent les AGTLC, plus 
particulièrement l’acide cérotique (ou acide hexacosanoïque, C26:0) dans le plasma et les 
tissus et meurent à l’âge de 3-5 ans. Actuellement, les mécanismes de la pathogenèse des 
leucodystrophies peroxysomales associant une accumulation importante d’AGTLC avec un 
processus plus ou moins rapide de démyélinisation menant à des retards de développement 
sont encore peu connus.  
Au niveau cérébral, la démyélinisation due à la déficience en ACOX1 avec une 
leucodystrophie progressive est similaire à celle décrite pour l’X-ALD. De nombreuses études 
ont montré l’implication de cytokines dans les désordres neurologiques (Paintlia et al., 2003), 
en particulier dans le cas de l’X-ALD. L’inflammation cérébrale est observée chez certains 
patients atteints d’X-ALD (Eichler et Van Haren, 2007) et la participation des médiateurs de 
l’inflammation a été évaluée. En effet, l’expression d’ARNm de cytokines, chimiokines et de 
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la « inducible nitric oxide synthase» (iNOS) a été montrée dans les aires inflammatoires du 
cerveau de patients X-ALD (Paintlia et al., 2003). 
Au total, ces observations laissent à penser que des liens étroits existeraient entre la 
biogenèse et l’activité peroxysomale d’une part et l’inflammation d’autre part. Dans l’étude 
de la physiopathogenèse de la P-NALD, il est nécessaire de développer des modèles 
cellulaires appropriés pour comprendre les relations entre les perturbations du métabolisme 
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Chapitre II : Métabolisme du cholestérol 
dans le cadre de la déficience en ACOX1 
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A. Introduction du chapitre 
Une des caractéristiques biochimiques chez les patients atteints de P-NALD est 
l’accumulation des AGTLC dans le plasma et les tissus. Cette accumulation est liée à la 
déficience de l’activité ACOX1, enzyme de la β-oxydation peroxysomale. A cause de la 
déficience en ACOX1, le système de β-oxydation ne peut pas prendre ces acides gras en 
charge. Les AGTLC, tels que l’acide hexacosanoïque (C26:0), sont toxiques pour la cellule 
qui mobilise son système d’estérification pour neutraliser leur nocivité. Une des voies 
d’estérification cellulaire est la formation des acyl-esters de cholestérol. Le lien entre la 
formation d’esters de cholestérol et l’accumulation des AGTLC n’est pas élucidé, mais 
l’augmentation de la synthèse du cholestérol pourrait participer à la diminution de la charge 
cellulaire en AGTLC toxiques pour la cellule. Il a été montré une augmentation des esters de 
cholestérol (EC) chez les patients X-ALD au niveau plasmatique et au niveau des lésions 
cérébrales (Paintlia et al., 2003). L’augmentation d’EC se traduit par une diminution du 
cholestérol libre et nécessiterait une augmentation de la synthèse du cholestérol pour palier au 
besoin cellulaire. Dans ce sens, nous avons exploré dans ce chapitre au niveau génique 
l’expression d’un certain nombre de gènes impliqués dans le métabolisme de cholestérol.  
Le cholestérol est un composant majeur des membranes cellulaires contribuant à leur 
stabilité et au maintien de leur structure et est critique pour la viabilité et le développement 
des cellules. Le cholestérol est aussi le précurseur à partir duquel les stéroïdes, les acides 
biliaires, l’hème A, l’ubiquinone et les oxystérols sont synthétisés. 
A.1. Voie de la biosynthèse du cholestérol 
La synthèse du cholestérol est un processus long nécessitant plus de 30 réactions 
chimiques différentes (Figure 20, p142). Au cours de la première étape de la synthèse, deux 
molécules d’acétyl-CoA sont condensées par l’acétoacétyl-CoA thiolase (ACAT) pour former 
l’acétoacétyl-CoA. Une autre molécule d’acétyl-CoA est ajoutée à l’acétoacétyl-CoA par la 
HMG-CoA synthase pour former le 3-hydroxy-3-méthylglutaryl-Coenzyme A (HMG-CoA). 
La réaction qui suit est catalysée par la HMG-CoA réductase, l’enzyme limitante de la voie de 
biosynthèse du cholestérol. Au cours de cette réaction à deux étapes, le HMG-CoA est 
converti en mévalonate. Le mévalonate est ensuite phosphorylé par la mévalonate kinase 
(MVK) en mévalonate-5-phosphate qui sera phosphorylé de nouveau par la 
phosphomévalonate kinase (PMVK) en mévalonate-5-diphosphate. Ce produit est par la suite 
déshydraté puis décarboxylé par la mévalonate pyrophosphate décarboxylase (MPPD) pour 
former l’isopentényl diphosphate. La double liaison de l’isopentényl diphosphate est 
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Figure 20. Représentation schématique de la voie de synthèse du cholestérol. 
Les enzymes participantes à la synthèse du cholestérol sont mentionnées en gras. ACAT 2, Acétyl-
Coenzyme A Acetyltransférase 2; HMGCS1, 3β-hydroxy-3-methylglutaryl-Coenzyme A synthase 1; 
PMVK, Phosphomevalonate kinase; MVD, Mevalonate (diphospho) decarboxylase; IDI1, 
Isopentenyl-diphosphate delta isomerase 1; GGPS1, Géranyl-géranyl pyrophosphate synthase 1; 
FDPS, Farnesyl diphosphate synthase; SQLE, Squalène époxidase; LSS, Lanostérol synthase (2,3-
oxidosqualene-lanostérol cyclase); DHCR14, 14-dehydrocholestérol réductase; LBR, Lamine B 
Receptor; 14-dehydrocholestérol réductase; SC4MOL, Sterol-C4-methyl oxidase-like ; FF-MAS, 
Follicular Fluid-Meosis Activating Sterols ; T-MAS, Testes-Meosis Activating Sterols ; Cyp51, 
cytochrome P450 Sterol 14-alpha demethylase ; EBP, Emopamil binding protein ; HSD17B1, Human 
estrogenic 17-beta-hydroxysteroid dehydrogenase ; NSDH 1, NAD(P)-dependent steroid 
dehydrogenase-like. Adaptée de (Horvat et al., 2011). 
isomérisée de manière réversible par l’isopentényl diphosphate isomérase (IPP ou IDI1) et 
sert pour la réaction de condensation catalysée par la farnésyl diphosphate (FPPS ou FDPS) 
synthase pour former le farnésyl diphosphate. Deux molécules de FPP sont condensées et 
réduites par la squalène synthase (FDFT1) en squalène. Le squalène est ensuite converti en 
lanostérol par les activités squalène époxydase (SQLE) et l’oxydosqualène cyclase. 
Finalement, le lanostérol va servir pour la synthèse du cholestérol à travers au moins 19 
réactions au cours desquelles les 3 groupes méthyl du lanostérol seront éliminés et les doubles 
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A.2. Régulation de la Voie de biosynthèse du cholestérol 
La famille des facteurs de transcription SREBPs (ou Sterol Regulatory Element Binding 
Proteins) joue un rôle central dans la régulation de la synthèse du cholestérol (Figure 21). 
Chez l’homme, SREBP-1a et SREBP-1c sont produits par l’épissage alternatif du même gène 
(Goldstein et al., 2006). SREBP-1c active préférentiellement les gènes impliqués dans la 
synthèse des acides gras et des triglycérides alors que SREBP-2 active les gènes nécessaires 
pour la synthèse du cholestérol tels que la HMG-CoA réductase, l’IPP isomérase, la FPP 
synthase et la lanostérol synthase. Les SREBPs sont présents sous forme inactive dans la 
membrane du réticulum endoplasmique grâce à leur interaction avec le senseur de stérols 
SCAP (ou Sterol Cleavage-Activating Protein). En présence d’un taux élevé de cholestérol, 
SCAP reste ancré dans la membrane du RE grâce à son interaction avec la protéine INSIG 
(Insulin Induced Gene). Un faible taux de cholestérol dans la membrane provoque le transport 
Figure 21. Implication des Sterol response element binding protein SREBP-2 and SREBP-1c 
respectivement dans la voie de synthèse du cholestérol et des acides gras. 
SREBP-1c active les gènes codant les enzymes impliquées dans la synthèse des acides gras et la 
formation des triglycérides et des phospholipides (droite). SREBP-2 stimule la transcription des 
gènes codant les enzymes impliquées dans la synthèse de cholestérol (gauche). La NADPH est 
indispensable pour ces 2 voies (milieu). SREBP-1c et SREBP-2 régulent les 3 enzymes qui 
participent à ces réactions, i.e., enzyme malique (ME), glucose-6-phospho-déshydrogénase 
(G6PDH), et 6-phosphogluconate déshydrogénase (PGDH). D’après (Desvergne et al., 2006). 
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de SCAP/SREBP vers la membrane de l’appareil de Golgi où les SREBPs acquièrent leurs 
maturations et deviennent actifs (Horton et al., 2003). Les INSIGs (INSIG1 et INSIG2) sont 
des protéines de la membrane du RE qui réduisent la synthèse du cholestérol en bloquant le 
complexe SCAP-SREBP et en induisant la dégradation de la HMG-CoA réductase (Goldstein 
et al., 2006). Le gène codant l’INSIG1 est une cible de SREBP alors qu’INSIG2 est exprimé 
de manière constitutive (Yabe et al., 2002). 
A.2. Peroxysome et voie de synthèse du cholestérol 
Le rôle du peroxysome dans la voie de synthèse du cholestérol reste jusqu'à présent un 
sujet controversé chez l’homme. Etant donné le rôle important du peroxysome pour la santé, 
plusieurs voies métaboliques importantes ont été attribuées aux peroxysomes. Parmi ces 
voies, la voie de la biosynthèse du cholestérol a été revendiquée pour être peroxysomale alors 
que la localisation des composants de cette voie est reconnue depuis plusieurs décennies à être 
partagée entre le cytosol et le RE. 
Chez le rat, au niveau du foie, plusieurs études avaient montré une localisation 
peroxysomale de plusieurs enzymes participant à la voie de synthèse du cholestérol telles que 
l’ACAT (Hovik et al., 1991; Thompson et Krisans, 1990), l’HMG-CoA réductase (Keller et 
al., 1985; Keller et al., 1986), la MVK (Biardi et al., 1994; Stamellos et al., 1992) et la FDPS 
(Krisans et al., 1994). En plus, l’analyse des séquences protéiques a montré la présence d’un 
signal d’adressage PTS1 en C-terminale pour IDI1 chez le rat et le hamster (Paton et al., 
1997) et pour la PMVK chez l’homme et la souris (Olivier et al., 1999). Cette même analyse a 
été effectuée pour 4 autres enzymes impliquées dans la synthèse du cholestérol et a montré 
pour ACAT des signaux d’adressages, mitochondrial et peroxysomal (PTS1), pour la HMG-
CoA synthase, la MPPD et la MVK l’existence des signaux PTS2 inhabituels (Olivier et al., 
2000). Seule la séquence protéique de la FPP ne présente pas un signal d’adressage au 
peroxysome suggérant que cette protéine se polymérise avec des protéines possédant des 
signaux d’adressage pour se localiser au niveau du peroxysome (Olivier et al., 2000). Ces 
résultats suggéraient que la conversion du mévalonate en FPP a lieu dans le peroxysome 
(Krisans et al., 1994). 
Bien plus que les études menées sur ces enzymes pour leurs localisations subcellulaires, 
les activités enzymatiques de la MVK, la PMVK, la MPD, l’IDI1 et la FPP ont été mesurées 
dans les foies de patients atteints de syndrome de Zellweger (ZS) et d’adrénoleucodystrophie 
néonatale (NALD). Ces activités ont été trouvées diminuées chez ces patients (Krisans et al., 
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1994). D’autres études ont souligné le rôle important du peroxysome dans la synthèse du 
cholestérol en montrant la diminution de la synthèse dans des fibroblastes déficients en 
peroxysomes (Hodge et al., 1991). Dans les plasmas de patients présentant des désordres 
peroxysomaux, la concentration de cholestérol a été trouvée diminuée (Poulos et Sharp, 
1984). Cependant, des conclusions contradictoires ont été tirées d’études menées sur des 
fibroblastes de trois types différents de déficiences peroxysomales (type I: ZS et NALD ; type 
II: X-ALD et adrénomyéloneuropathie ; type II: RCDP). En effet, ces fibroblastes sont 
capables de synthétiser le cholestérol à des niveaux comparables aux contrôles suggérant que 
le peroxysome ne joue pas ou peu un rôle dans la voie de synthèse (Malle et al., 1995). Les 
cellules CHO mutées pour Pex2, ont montré une réduction de l’activité totale HMGCR et un 
taux diminué de la biosynthèse de cholestérol et de dolichol (Aboushadi et Krisans, 1998). 
Chez les souris déficientes en peroxine 2 (Pex2
-/-
), la concentration en cholestérol total 
dans le plasma et dans le foie est trouvée diminuée. Cette diminution n’est pas le résultat du 
catabolisme du cholestérol en acides biliaires. La déficience en peroxysome (Kovacs et al., 
2004) chez ces souris, aboutirait à une incapacité à maintenir un taux normal du cholestérol 
dans le plasma et dans le foie accompagnée d’une perturbation du mécanisme de régulation de 
l’homéostasie du cholestérol (Kovacs et al., 2004) par induction de SREBP-2 et de ces gènes 
cibles et de la biosynthèse du cholestérol dans la plupart des tissus (Figure 22, p146). Cette 
perturbation pourrait être liée au stress du RE. En effet, la déficience en peroxysome induirait 
un stress du RE (médiée par PERK et ATF4) ce qui dérégulerait les expressions de SREBP-2, 
SREBP-1c et INSIG-1c et aboutirait à la dérégulation et à l’activation de la voie endogène de 
la régulation des stérols (Kovacs et al., 2009). La ré-investigation de la localisation des 
enzymes de la biosynthèse du cholestérol a montré une localisation peroxysomale de 
l’acétoacétyl-CoA jusqu’au FPP (Kovacs et al., 2007) selon le schéma décrit par la Figure 22. 
La réponse à la question quant à la localisation des enzymes de la voie de synthèse du 
cholestérol a été aussi étudiée dans les travaux de Hogenboom et coll., en 2004 (Hogenboom 
et al., 2004) grâce aux différentes approches biochimiques et microscopiques. Ces travaux ont 
montré que la MVK endogène ou surexprimée dans les cellules humaines, était localisée dans 
le cytosol. De plus, l’analyse de la structure cristalline de la MVK chez le rat a montré qu’une 
molécule d’ATP se liait à cette enzyme et que le motif du signal PTS2 putatif en N-ter de la 
MVK n’était qu’une partie du site de liaison à l’ATP (Fu et al 2002, Potter et al, 1997). 
Ajouté à cela, ce motif est conservé dans la MVK chez les archéobactéries et les eubactéries 
qui sont dépourvus de peroxysomes (Houten et al, 2000). Chez l’homme, la PMVK a été 
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trouvée dans le cytosol et non pas dans le peroxysome (Hogenboom et al., 2004). Ces 
résultats, en contradiction avec les résultats des études précédentes dans le foie du rat 
suggèrent que le peroxysome ne joue pas un rôle central dans la biosynthèse des 
isoprénoïdes/cholestérol et que cette voie ne requiert pas de peroxysomes fonctionnels. 
En effet, cette analyse a été effectuée sur les fibroblastes de patient (P2) et les deux 
fibroblastes contrôles (C et C1). L’étude des expressions des différents gènes appartenant à la 
voie de synthèse, de dégradation et de régulation de la synthèse du cholestérol a été réalisée 
dans un premier temps avec des puces à ADN (collaboration avec Pr. Kersten Sander, 
Université de Wageningen, Pays-Bas). Dans un deuxième temps, les expressions des gènes 
clés de cette voie ont été confirmées par PCR quantitative.  
Figure 22. Représentation schématique de la voie de synthèse du cholestérol avec la répartition 
subcellulaire des enzymes de la voie. 
(ER=réticulum endoplasmique). D’après (Kovacs et al., 2007) 
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B. Analyse d’expression de gènes du métabolisme du cholestérol dans les lignées de 
fibroblastes 
B.1. Voie de synthèse du cholestérol 
L’analyse transcriptomique par puce à ADN réalisée sur les ARNm extraits de 
fibroblastes de patient P-NALD et comparés aux fibroblastes contrôles montre une induction 
d’un ensemble de gènes de la voie de synthèse du cholestérol (Tableau 4). Dans les 
fibroblastes de patient, la plupart des gènes sont induits de l’ordre de 2 à 4 fois tels que les 
gènes de l’ACAT2, l’HMGCS1, l’HMGCR, la MVD, l’IDI1, la FDPS, la FDFT1, la SQLE, la 
LSS, la CYP51A1, la SCAMOL et la HSD17B7. D’autres gènes sont fortement induits de 
l’ordre de 5 à 9 fois, comme les gènes de la DHCR7, l’EBP et l’autre variante de la LSS. 
Parmi les gènes de la voie de synthèse du cholestérol, certains sont faiblement induits comme 
l’HMGCL et la MVK. Cependant, la deuxième variante du gène de l’ACAT2 et celle de la 
PMVK ne sont pas induites et montrent une expression comparable aux contrôles. Ces 
résultats indiquent l’induction, au moins par étude transcriptomique, de la voie de biosynthèse 
du cholestérol dans les fibroblastes de patient P-NALD.  
Tableau 4. Niveaux d’expressions des gènes de la voie de synthèse du cholestérol dans les 
fibroblastes de patient P2 (n=1) normalisés par rapport à la lignée contrôle (n=1) par analyse 
transcriptomique par puces à ADN. 
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Les expressions des principaux gènes de la voie de synthèse du cholestérol ont été testées 
en PCR quantitative dans les fibroblastes du patient P-NALD et comparées aux deux lignées 
de fibroblastes contrôles C et C1 (Figure 23). Ces résultats montrent pour le gène codant la 3-
hydroxy-3-méthylglutaryl-Coenzyme A réductase (HMGCR) qui catalyse l’étape clé de la 
synthèse le cholestérol, une forte expression d’environ 12 fois chez le patient comparée au 
contrôle. De plus, les expressions des gènes de l’isopentényl-diphosphate delta isomérase 
1(IDI1), de la farnésyl-diphosphate farnésyl-transférase 1 (FDFT1) et de la squalène 
époxydase (SQLE) sont augmentées de manière respective de 3, 7 et 3 fois chez le patient par 
rapport au contrôle. Cependant, le gène de la farnésyl diphosphate synthase (FDPS) ne montre 
pas de variation d’expression chez le patient. 
Au total, les résultats des puces à ADN et de la PCR quantitative confirment l’induction 
de l’expression des gènes codant des enzymes de la voie de synthèse du cholestérol en 
absence d’activité ACOX1 dans les fibroblastes de patient P-NALD. 
  
Figure 23. Expression relative des principaux gènes de la voie de synthèse du 
cholestérol en PCR quantitative. 
L’expression des gènes dans les fibroblastes P-NALD P2 (n=1) ont été rapportés 
à la moyenne dans les fibroblastes contrôles (n=2) (deux expériences 
indépendantes). Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts 
types. 
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B.2. Voie de dégradation du cholestérol 
Le gène CYP7B1 code le cytochrome P450 de la famille 7 et de la sous-famille B. Cette 
enzyme de la famille des monooxygénases, catalyse la première réaction de dégradation du 
cholestérol dans les tissus extrahépatiques qui convertit le cholestérol en acides biliaires. Les 
résultats de l’analyse transcriptomique (Tableau 5) et de la PCR quantitative (Figure 24) 
montrent une forte induction des ARNm codant la CYP7B1 dans les fibroblastes P-NALD de 













Tableau 5. Niveau d’expression du gène de la CYP7B1 en puce à ADN dans la lignée de fibroblaste 
P2 (n=1) normalisé par rapport à la lignée contrôle C (n=1). 
Figure 24. Expression relative du gène de la Cytochrome P450 
(CYB7B1) en PCR quantitative. 
L’expression des gènes dans les fibroblastes de patient (P2) (n=1) a 
été rapportée à la moyenne des deux lignées contrôles (n=2) (deux 
expériences indépendantes). Les barres d’erreur sur les 
histogrammes représentent les écarts types. 
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B.3. Régulation du métabolisme du cholestérol 
Les gènes codant les facteurs de transcriptions régulant la voie de synthèse du cholestérol 
ont été analysés dans les fibroblastes P-NALD (P2) et comparés à la lignée contrôle C (puces 
à ADN) ou aux deux lignées contrôles C et C1 (PCR quantitative). 
Les résultats des puces (Tableau 6) montrent chez P2 une induction de deux fois pour les 
deux gènes SOAT1 et STARD4. En effet, ces deux gènes sont impliqués dans la régulation 
des taux de cholestérol esters dans la cellule. SREBF2, qui régule positivement STARD4, est 
également induit de 1,6 fois pour le premier variant (BE513151) mais ne varie pas pour le 
deuxième variant (AA112403). Cependant, l’expression du gène SREBF1 dans les 
fibroblastes de patient P-NALD (P2) est réprimée. Chez le patient, les résultats indiquent 
l’activation du facteur de transcription induisant la synthèse de cholestérol (SREBF2) et sa 
conversion en ester de cholestérol (SOAT1 et STARD4) et l’inhibition de la synthèse d’acides 
gras via l’inhibition de SREBF1. 
Les résultats en qPCR (Figure 25) montrent dans les fibroblastes de patient P-NALD 
(P2), respectivement, une induction d’environ 8 et 2,5 fois des gènes d’INSIG1 et d’INSIG2. 
Cette induction paraît contradictoire avec les résultats précédents de l’induction de la synthèse 
du cholestérol (paragraphe A.1), puisque cette protéine retient la protéine SCAP au niveau de 
RE empêchant ainsi l’activation de SREBF2 et, par la suite, l’induction des gènes de la voie 
de synthèse du cholestérol. SREBF1 ainsi que SREPB1c ne montrent pas de variation 
d’expression de leurs gènes. Cependant, le gène de SREBF2 est induit 4 fois dans les 
fibroblastes de patient P-NALD (P2). 
Ces résultats montrent une forte régulation de la voie de synthèse du cholestérol en 
absence de l’ACOX1 et l’induction des gènes codant INSIG1 et INSIG2 pourraient être un 
phénomène de rétrocontrôle afin de diminuer l’activité du facteur de transcription SREBF2 et 
Tableau 6. Expression des gènes de régulation de la voie de synthèse du cholestérol dans la lignée 
de patient P2 (n=1) normalisée par rapport à la lignée contrôle C (n=1). 
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L’absence d’activité ACOX1 chez les patients P-NALD provoque l’interruption de la 
β-oxydation peroxysomale et par la suite l’accumulation des AGTLC dans la cellule. Dans les 
fibroblastes de patient P-NALD, les analyses transcriptomiques par puces à ADN et par PCR 
quantitative montrent une induction de la voie de synthèse du cholestérol. Bien que cette 
étude se limite au niveau transcriptionnel, elle pourrait présenter un indice pour une 
augmentation de la synthèse du cholestérol. La question qui se pose, d’après ces résultats, est 
celle concernant de l’induction de la voie de synthèse du cholestérol dans les fibroblastes 
P-NALD avec un taux élevé des AGTLC ? Ceci pourrait être un moyen pour séquestrer les 
AGTLC sous forme d’esters de cholestérol et empêcher ou réduire leur toxicité. Cependant, 
on remarque que certains gènes qui régulent négativement la voie de synthèse du cholestérol 
sont également induits. Il est possible que la cellule essaie de garder le contrôle de cette voie 
dans le contexte où la cellule n’a pas besoin de synthétiser excessivement du cholestérol pour 
palier à une déficience en cholestérol mais uniquement pour séquestrer les AGTLC. Cela est 
explicité par une expression en ARNm similaire entre les fibroblastes de patient et du contrôle 
pour les facteurs activant les voies de synthèse des acides gras, triglycérides et 
phospholipides. 
Figure 25. Expression relative des gènes de régulation de la voie de synthèse du 
cholestérol en PCR quantitative. 
L’expression des gènes dans la lignée P2 (n=1) a été rapportée à la moyenne des 
deux lignées contrôles C et C1 (n=2) (deux expériences indépendantes). Les 
barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 







Chapitre III : Effets de la déficience en ACOX1 
sur les fonctions peroxysomales 
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A. Introduction 
La déficience de l’ACOX1 est associée à la P-NALD. Depuis de nombreuses années, les 
études menées sur un certain nombre de maladies peroxysomales s’appuient sur l’utilisation 
de fibroblastes obtenus à partir de patients atteints par cette maladie. L’accès à ces 
fibroblastes non transformés qu’on appelle parfois lignée par habitude, s’avère capital dans la 
compréhension des mécanismes moléculaires liés à la déficience de l’ACOX1. Cependant, 
l’utilisation de ces fibroblastes peut présenter des limitations liées au fonctionnement de ces 
cellules dont certains aspects métaboliques sont limités. Néanmoins, ces fibroblastes restent le 
seul matériel vivant issu des patients P-NALD. 
Trois lignées de fibroblastes provenant de patients atteints de pseudo-
adrénoleucodystrophie néonatale (P-NALD), appelées P3, P4 et P5 (P pour patient), ainsi 
qu’une lignée fibroblastique provenant d’un sujet sain appelée C1 (C pour contrôle), ont été 
obtenues auprès de l’institut Coriell pour les recherches médicales (New Jersey, Etats Unis): 
- La lignée C1 (référence Coriell: GM3348) provient d’un sujet sain de sexe masculin âgé de 
10 ans. Cette lignée non transformée provient d’une biopsie de la peau au niveau de la région 
inguinale (entre le bas de l’abdomen et la cuisse).  
- La lignée de fibroblastes P3 (référence Coriell : GM18346) provient d’un patient âgé d’un 
an, de sexe féminin, née de parents arrières-cousins. Cette patiente a été diagnostiquée atteint 
de pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale avec des signes cliniques tels qu’un retard de 
développement, une perte de l’ouïe après la naissance, un retard staturo-pondéral et une 
hépatomégalie.  
- La lignée de fibroblastes P4 (référence Coriell : GM18364) provient d’un patient de sexe 
masculin âgé de 2 ans diagnostiqué atteint de pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale. Les 
signes cliniques décrits pour le patient P4 sont plus détaillés que ceux du patient P3. Il 
présente une dysmorphie modérée, une hypotonie, une posture anormale, un développement 
lent et une perte des compétences. Les données biochimiques pour ce patient sont assez 
restreintes indiquant uniquement des taux anormaux d’acide phytanique et d’acides gras à très 
longue chaîne.  
- La lignée de fibroblastes P5 (référence Coriell : GM18365) provient d’un patient atteint de 
pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale de sexe masculin et âgé de 3 ans. Les données 
cliniques disponibles indiquent un retard moteur, une perte de la vision et de l’ouïe, un 
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vocabulaire ne dépassant pas les 50 mots, une perte de connaissance et un développement 
régressif. Les paramètres biochimiques disponibles correspondent à un taux élevé d’acide 
cérotique (C26:0 ou acide hexacosanoïque) et un rapport de C26:0/C22:0 supérieur à la 
normale. Ce patient a été décrit par l’institut Coriell pour avoir une micro-délétion de 1 Kb au 
niveau de l’exon 7 du gène de l’ACOX1 créant un codon stop au niveau de l’exon 8 et 
aboutissant à la production d’une protéine tronquée. Cependant, nos résultats ne sont pas en 
accord avec cette affirmation (Figure 27, p156). 
Le diagnostic clinique effectué et les paramètres biochimiques analysés sur les différentes 
lignées de fibroblastes obtenues auprès de Coriell restent restreints. Le but de ce chapitre, est 
de valider la déficience en ACOX1 dans les fibroblastes de patients. Pour cela, nous avons 
évalué les caractéristiques et les indicateurs biochimiques tels que l’activité enzymatique acyl-
CoA oxydase 1, l’activité de la β-oxydation peroxysomale des AGTLC ainsi que l’étude de la 
morphologie des peroxysomes. Cela nous a permis par la suite d’élargir le travail vers 
d’autres aspects de cette déficience notamment les conséquences de l’absence de l’enzyme 
et/ou de son activité sur le fonctionnement d’autres organites participant au métabolisme des 
acides gras. 
B. Evaluation du niveau d’expression des ARNm codant l’ACOX1 
L'évaluation du taux d'ARNm des différentes isoformes de l'ACOX1 (ACOX1 totale, 
ACOX1a et ACOX1b) a été réalisée par PCR quantitative pour les fibroblastes de patients P3, 
P4 et P5 et comparée à celui des fibroblastes contrôles C1. Les résultats présentés dans la 
Figure 26(A, B et C) montrent une répression de l'expression du gène de l'ACOX1 (ACOX1 
totale, ACOX1a et ACOX1b) chez P3 et P4 par rapport à C1 alors que P5 montre une 

















Figure 26. Représentation des niveaux relatifs d’expression des ARNm de l’ACOX1 (A), 
l’ACOX1a (B) et de l’ACOX1b (C) dans les fibroblastes de patients P3, P4 et P5 comparés à 
celui des contrôles C1. 
Les ARN ont été extraits des cellules, dosés et les ADNc sont obtenus par transcription inverse. 
Le niveau de l’expression des ARNm a été déterminé par q-PCR pour les gènes de l’ACOX1, 
l’ACOX1a et de l’ACOX1b et normalisé par rapport au gène de la 36B4 (trois expériences 
indépendantes). Le niveau d’expression normalisé de chaque gène est ramené à 1 pour les 
contrôles (n=1) et les expressions de chaque gène dans les fibroblastes de patients (n=3) sont 
comparées par rapport aux contrôles. Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent 
les écarts types. 
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C. Evaluation de l’expression de la protéine ACOX1 
Pour confirmer les résultats de la PCR quantitative, la présence de la protéine ACOX1 a 
été testée par western blot (Figure 27). Les fibroblastes contrôles C1 montrent 3 bandes (72, 
51 et 21 kDa) caractéristiques de l'ACOX1. Ces bandes correspondent au clivage de 
l’ACOX1 (polypeptide A de 72 kDa) dans le peroxysome après sa synthèse en polypeptide B 
(51 kDa) et en polypeptide C (21 kDa). Les fibroblastes des patients P3 et P4 montrent des 
intensités faibles pour les 3 bandes de 72, 51 et 21 kDa. Les fibroblastes P5 présentent, 
contrairement aux fibroblastes de P3 et P4, les 3 bandes de 72, 51 et 21 kDa de l’ACOX1 





Au total, les résultats de qPCR (paragraphe B) et du western blot montrent pour les 
patients P3 et P4 une faible expression de l'ACOX1 au niveau de l'ARNm ainsi que des 
faibles signaux pour les 3 bandes à 72, 51et 21 kDa, contrairement au patient P5 qui montre 
un taux d'ARNm similaire à celui des fibroblastes contrôle C1 avec une expression même plus 
importante pour les 3 bandes de la protéine. Ces différences observées au niveau de 
l'expression de l'ACOX1 dans les fibroblastes P-NALD peuvent être expliquées par les 
différentes mutations déjà décrites au niveau du gène de l'ACOX1. Ces mutations peuvent 
être soit ponctuelles soit sous forme de délétions au niveau du gène ce qui pourrait expliquer 
les faibles intensités de bandes de 72, 51 et 21 kDa chez P3 et P4. Par contre, le profil 
d’expression des 3 bandes (72, 51 et 21 kDa) chez P5 est similaire à celui du C1 et diffère de 
Figure 27. Expression protéique de l’ACOX1 par Western blot dans les fibroblastes contrôles C1 et 
dans les 3 lignées de patients P-NALD P3, P4 et P5. 
(A) La protéine ACOX1 est caractérisée par 3 bandes à 72, 51 et 21 kDa. Les extraits cellulaires 
obtenus dans les 4 lignées ont été séparés par électrophorèse en gel de polyacrylamide en présence 
de SDS puis transférés sur une membrane de PVDF et immunodétectés avec l’anticorps anti-
ACOX1. La membrane a été ensuite dépouillée et exposée à l’anticorps anti-β-actine. Image 
représentative de deux expériences indépendantes (fibroblastes contrôles n=1, fibroblastes P-NALD 
n=3). (B) Analyse de la densité relative des bandes par rapport à celle de la β-actine avec le logiciel 
ImageJ. Les barres d’erreurs sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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celui attendu pour ce patient. En effet, ce patient a été décrit par l’institut Coriell pour avoir 
une micro-délétion de 1 Kb au niveau de l’exon 7 du gène de l’ACOX1 créant un codon stop 
au niveau de l’exon 8 et aboutissant à la production d’une protéine tronquée de taille très 
inférieure avec absence des bandes à 51 kDa et 21k Da. Il apparaît donc nécessaire de vérifier 
le type de mutation présente dans cette lignée cellulaire, qui aboutie à la production d’une 
protéine de taille apparente normale mais inactive. 
D. Activité acyl-CoA oxydase 1 dans les lignées de fibroblastes de patients P-NALD 
L’étape la plus importante de la caractérisation des trois lignées de fibroblastes P3, P4 et 
P5 consiste à vérifier l’absence de l’activité acyl-CoA oxydase 1. La mesure de l’activité 
enzymatique pour le palmitoyl-CoA (C16:0) a été réalisée par méthode fluorimétrique en 
suivant la fluorescence de l’acide homovanillique sur des extraits cellulaires de chacune des 
lignées (Brocard et al 1993). Les activités acyl-CoA oxydase 1 obtenues en mU.mg
-1
 de 
protéines pour les lignées P3, P4 et P5 sont représentées dans la Figure 28. Ce dosage a révélé 
une activité résiduelle pour P3 de 0,00227 mU.mg
-1
 contre 0,0092 mU.mg
-1
 pour C1.  
Figure 28. Activités spécifiques acyl-CoA oxydase 1 exprimées en mU.mg
-1
 pour le 
substrat palmitoyl-CoA. 
La mesure a été effectuée sur les extraits totaux de fibroblastes contrôles C1 (n=1) et de 
fibroblastes de patients P-NALD (n=3) P3, P4 et P5 par la mesure de la fluorescence 
émise à 420 nm. Le mélange réactionnel a été tout d’abord préparé incubés avec l’acide 
homovanillique et la peroxydase. La mesure de l’activité de l’ACOX1 a été réalisée en 
présence du palmitoyl-CoA dans le mélange réactionnel et la réaction a été déclenchée 
par l’ajout de l’extrait cellulaire de chaque lignée. La lignée P3 montre une activité 
résiduelle par rapport à la lignée contrôle (C1) contrairement aux lignées P4 et P5 où 
l’activité est absente.Trois mesures différentes ont été réalisées pour ce test. Les barres 
d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 
ACOX1 et Fonctions peroxysomales Résultats-Chapitre III 
158 
Une absence de détection de l’activité acyl-CoA oxydase 1 est mise en évidence chez P4 
et P5 contrairement à P3. L’activité résiduelle acyl-CoA oxydase 1 dans les fibroblastes P3 
peut être expliquée par la présence d’une ACOX1 mutée. Cependant, l’absence d’activité 
chez P4 et P5 indiquerait l’absence d’une protéine fonctionnelle, résultat d’une mutation avec 
un décalage de la phase de lecture (frame-shift). Cette délétion aboutissant à une protéine 
tronquée, peut expliquer l’absence d’une activité acyl-CoA oxydase 1 détectable dans les 
fibroblastes P4 et P5. 
E. Mesure de la β-oxydation peroxysomale des acides gras à très longue chaîne 
(AGTLC) 
Les résultats précédents de l’activité enzymatique acyl-CoA oxydase 1 
(cf. paragraphe D, p157) ont montré deux types de déficiences en ACOX1 dans les 
fibroblastes de patients P-NALD : (i) la présence, chez le patient P3, de l’enzyme acyl-CoA 
oxydase 1 avec une activité résiduelle qui correspond à environ 24% de l’activité présente 
dans les fibroblastes contrôles et (ii) l’absence d’une activité acyl-CoA oxydase 1 dans les 
fibroblastes de patients P4 et P5 probablement due à une ou plusieurs mutations affectant le 
site actif de l’enzyme. L’étape suivante de la caractérisation des lignées a consisté en une 
mesure de la β-oxydation peroxysomale dans le but d’évaluer, dans le cadre des résultats 
obtenus en activités acyl-CoA oxydase 1, la contribution de l’activité enzymatique résiduelle 
à la dégradation des AGTLC, notamment, l’acide cérotique (C26:0). 
La mesure de la β-oxydation consiste en une incubation des cellules avec du C26:0 
radiomarqué au 
14
C sur le carbone 1 de la fonction carboxyle pour évaluer les capacités des 
cellules à dégrader ce type d’acides gras via la β-oxydation peroxysomale qui dépend de 
l’activité ACOX1. Les résultats de la mesure de la β-oxydation dans la lignée C1 et les deux 
lignées de patients P3 et P5 sont représentés dans la Figure 29. Dans les fibroblastes P3, une 
diminution de 70% du taux de la β-oxydation est observée par rapport aux contrôles C1. 
L’activité résiduelle de la β-oxydation de 30% semble logique puisque la lignée P3 est la 
seule parmi les 3 lignées de patients qui montre environ 24 % d’activité résiduelle acyl-CoA 
oxydase 1 par rapport à la lignée C1 ce qui peut expliquer de manière similaire un taux 
résiduel de β-oxydation du C26:0. Cependant, la détection chez P5 d’un niveau de 
β-oxydation de 30% par rapport à C1 et comparable à celui de P3 reste étonnante. Dans les 
fibroblastes P5, aucune activité acyl-CoA oxydase 1 n’a été détectée. Ceci pourrait être le 
résultat de différence d’affinité vis-à-vis des substrats utilisés, le palmitoyl-CoA (C16:0) pour 
l’activité ACOX1 et l’acide hexacosanoïque (C26:0) pour l’activité de β-oxydation sachant 
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que dans le premier cas on mesure l’activité de l’enzyme et dans le deuxième cas l’activité de 
β-oxydation du système peroxysomal. 
 
F. Morphologie et nombre des peroxysomes dans les lignées de fibroblastes P-NALD 
F.1. Evaluation du nombre des peroxysomes 
Dans un premier temps, l’immunomarquage des peroxysomes dans les quatre « lignées » 
de fibroblastes par microscopie à fluorescence a permis d’évaluer le nombre de peroxysomes 
et ainsi, d’évaluer l’effet de la déficience en ACOX1 sur le nombre de peroxysomes. En effet, 
l’immunomarquage de trois protéines peroxysomales a été réalisé grâce à trois anticorps 
différents. Le premier est dirigé contre l’ACOX1, le second contre la catalase et le troisième 
contre l’enzyme bifonctionnelle (L-PBE) (Figure 30, p161). Le résultat de la quantification du 
nombre de peroxysome par cellules grâce au marquage de la catalase dans chacune des 
lignées de fibroblastes est présenté dans la Figure 31 (p162). 
  
Figure 29. Niveau de β-oxydation du 14C-C26:0 exprimé en pourcentage d’activité spécifique globale 
en pmol/h/mg de protéines dans les fibroblastes de patients P3 et P5 par rapport aux contrôles C1. 
Les fibroblastes ont été cultivées dans des fioles en verre puis incubées 24h après avec 4 µM de 
C
14
-C26:0 pour 2 h. Après l’arrêt de la β-oxydation, les cellules sont laissées pour la nuit à 4ᵒC puis 
lavées et lysées avec du Triton X-100. Les valeurs obtenues regroupent la radioactivité comptée au 
niveau gazeux et la radioactivité comptée au niveau des acido-solubles. Une seule expérience a été 
réalisée pour déterminer le niveau de β-oxydation du C26:0 avec 4 mesures pour chacune des 
lignées contrôles (n=1) et de patients P-NALD (n=3). Les barres d’erreur sur les histogrammes 
représentent les écarts types. 
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La Figure 30 montre les images des fibroblastes obtenues en microscopie à fluorescence 
après marquage avec les anticorps dirigés séparément contre l’ACOX1 et contre la catalase et 
la L-PBE. Le marquage de l’ACOX1 montre les peroxysomes sous forme de points rouges 
fluorescents : dans les fibroblastes contrôles C1, les peroxysomes sont de petite taille, présents 
de manière homogène et en grand nombre dans le cytoplasme. Les fibroblastes de patients P3 
et P4, contrairement à la lignée C1, montrent un nombre de peroxysome plus faible avec une 
taille beaucoup plus importante. La lignée P5 montre une taille de peroxysome identique à 
ceux observés chez P3 et P4. Cependant, le nombre de peroxysome est environ deux fois plus 
faible que chez P3 et P4. Un résultat identique pour la taille et le nombre de peroxysome dans 
les différentes lignées est observé avec le marquage de la catalase et de la L-PBE sur les 
mêmes coupes montrant les peroxysomes sous forme de points verts et rouges fluorescents. 
De plus le marquage de la catalase en vert et de la L-PBE en rouge se superposent 
parfaitement puisque ces deux enzymes sont peroxysomales montrant ainsi les peroxysomes 
sous formes de points jaunes. L’ensemble de ces immunomarquages, indiquent ainsi une 
augmentation de la taille et une réduction du nombre des peroxysomes dans les fibroblastes de 
patients (P3, P4 et P5) par rapport aux fibroblastes contrôles (C1). 
La Figure 31 (p162) représente le nombre de peroxysome dans chaque lignée. Ce résultat 
a été obtenu par la moyenne des comptages des points fluorescents résultant de 
l’immunomarquage de la catalase sur au moins 3 images par lignée en utilisant le logiciel 
Image J, en considérant que chaque point fluorescent correspond à un peroxysome. L’analyse 
des images montre une diminution du nombre de peroxysome avec en moyenne respective de 
86, 83 et 45 peroxysomes par cellule dans les lignées P3, P4 et P5 contre 300 pour la lignée 
contrôle. 
F.2. Etude morphologique des peroxysomes 
Dans un second temps, l’étude de la morphologie des peroxysomes a été réalisée en 
microscopie électronique avec les fibroblastes C1, P3 et P5. Le marquage de la catalase, 
enzyme de la matrice peroxysomale, a été réalisé grâce à la réaction du 3, 3’-
diaminobenzidine (DAB) permettant ainsi la visualisation des peroxysomes. 
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Figure 30. Images d’immunofluorescences en microscopie à fluorescence des fibroblastes contrôle 
(C1) et des fibroblastes de patients atteints de P-NALD (P3, P4 et P5). 
Les cellules ont été cultivées sur des lamelles pour 24h puis fixées au paraformaldéhyde. Le 
marquage a été réalisé avec l’anticorps anti-ACOX1 et le mélange d’anticorps anti-catalase et anti-
L-PBE. Les cellules ont été ensuite contremarquées avec un anticorps couplé à l’Alexa-Fluor 594 
pour l’ACOX1 (marquage en rouge), et avec le mélange d’anticorps couplé à l’Alexa-Fluor 488 
pour la catalase (marquage en vert) et à l’Alexa-Fluor 594 pour la L-PBE (marquage en rouge). 
Les images representent le résultat de deux expériences indépendantes. Le noyau a été coloré avec 
du Hoechst. Les images de superpositions ACOX1/Hoechst et catalase/L-PBE/Hoechst ont été 
réalisées avec le logiciel image J. (Grossissement 100x) 
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La Figure 32 (A, B, C et D) présente, dans la lignée C1, le marquage des peroxysomes à 
la catalase. Ces peroxysomes souvent présents autour du noyau et juxtaposés aux gouttelettes 
lipidiques, apparaissent sous forme de ronds sphériques denses aux électrons. Cependant, 
certains peroxysomes présentent des formes semblables à des fer-à-cheval (Figure 32, D). 
Dans les fibroblastes contrôles, le diamètre des peroxysomes varie entre 233 et 311 nm. Dans 
les fibroblastes de patients P-NALD (P3 et P5), les peroxysomes sont de taille beaucoup plus 
grande par rapport à ceux des fibroblastes contrôles (Figure 32, C et D). Les fibroblastes de 
patient P3 montrent des peroxysomes de diamètre variant entre 350 et 850 nm aussi bien que 
la lignée P5 dont le diamètre des peroxysomes varie entre 490 et 650 nm. Dans ces cellules, 
les peroxysomes sont également présents prés du noyau et présentent des formes hétérogènes 
(Figure 33, A, B, C et D, p164). Leurs morphologies varient entre formes sphériques, 
oblongues, tubulaires, annelées ou en fer-à-cheval. Dans les fibroblastes de patients, certains 
peroxysomes sont étroitement juxtaposés à des dépôts phospholipidiques du type « myelin-
like » (Figure 33, A). Ces structures lipidiques ressemblent à ceux issues d’accumulation des 
AGTLC, une caractéristique des patients atteints de P-NALD. Ces résultats, en accord avec 
les marquages de protéines peroxysomales en microscopie à fluorescence, montrent une 
augmentation importante de la taille des peroxysomes dans les fibroblastes de patients par 
rapport aux contrôles.  
  
Figure 31. Evaluation du nombre de peroxysomes par cellules dans les lignée de fibroblastes 
contrôles et déficientes en ACOX1. 
Le comptage a été réalisé à partir des images obtenues par microscopie à fluorescence après 
immunomarquage avec l’anticorps anti-catalase.Les barres d’erreur sur les histogrammes 
représentent les écarts types. 






















































































































































































































































































































































































































































































































































Les résultats de caractérisation de trois lignées de fibroblastes humains issues de patients 
atteints de P-NALD montrent que dans ces lignées, les peroxysomes augmentent en taille et 
diminuent en nombre. Certaines lignées fibroblastiques (P3 et P4) de patients P-NALD 
montrent une diminution du niveau d’expression en ARNm de l’ACOX1 et de ses deux 
isoformes ACOX1a et ACOX1b ainsi qu’une diminution du niveau d’expression protéique de 
l’ACOX1. Une autre lignée (P5) montre un niveau comparable aux fibroblastes contrôles de 
Figure 33. Micrographies électroniques de peroxysomes de fibroblastes P-NALD. 
Les peroxysomes (P) des fibroblastes P-NALD (n=2) ont été marqués par la DAB grâce à l’activité 
catalase. Les peroxysomes prennent des formes différentes: sphérique, oblongue, tubulaire, en fer à 
cheval ou encore en anneau (A, B, C et D). Certains peroxysomes sont étroitement juxtaposés à des 
dépôts phospholipidiques du type « myelin-like » (My-L) rappelant des structures issues de 
l’accumulation des AGTLC. On distingue dans les peroxysomes des dépôts du produit de la 
peroxydation de la DAB par la catalase. Les images sont représentatives d’une seule expérience de 
marquage par la DAB. 
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l’expression en ARNm et en protéines de l’ACOX1. Cependant, l’activité acyl-CoA 
oxydase 1 pour le palmitoyl-CoA dans ces lignées est soit indétectable soit résiduelle 
aboutissant à une forte diminution de l’activité de β-oxydation peroxysomale du C26:0. En 
conclusion, la déficience en activité acyl-CoA oxydase 1 chez les patients P-NALD, affecte la 














Chapitre IV : Effets de la déficience en ACOX1 
sur les fonctions mitochondriales 
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A. Introduction 
Les mitochondries, grâce à leur système de β-oxydation, catalysent la dégradation de la 
majorité des AG provenant de l’alimentation (palmitate, oléate, linoléate…) fournissant de 
l’acétyl-CoA pour la production d’énergie sous forme d’ATP via les activités des complexes 
de la chaîne respiratoire couplée à la phosphorylation oxydative. Certaines données, 
structurale et morphologique, indiquent des relations étroites entre la mitochondrie et le 
peroxysome. Dans le syndrome de Zellweger la mutation d’une des protéines peroxysomales 
appelés peroxines affecte la biogenèse du peroxysome et l’import des protéines 
peroxysomales (cf. Rappels bibliographiques, E.1 les maladies peroxysomales, p73).  
Chez les patients atteints de cette maladie, des changements morphologiques de la 
mitochondrie ont été observés au niveau hépatique (Steinberg et al., 2006). Parallèlement, 
chez les souris Pex5
-/-
, un modèle murin du syndrome de Zellweger, des altérations 
fonctionnelles et structurales des mitochondries ont été aussi observées au niveau hépatique 
(Baumgart et al., 2001; Dirkx et al., 2005). Chez ces souris Pex5
-/-
, les membranes externes 
des mitochondries apparaissent verticillées avec des bulles et des saillies. Ces mitochondries 
montrent de rares crêtes, condensées et de formes curvilignes et circulaires. Ces modifications 
structurales s’accompagnent de perturbations des activités des enzymes de la chaîne 
respiratoire (Baumgart et al., 2001; Dirkx et al., 2005). D’autres études ont également 
soulignées les effets de la déficience en transporteurs ABC impliqués dans le transport des 
AG (Ferrer et al., 2005; McGuinness et al., 2003) sur le fonctionnement et la morphologie de 
la mitochondrie chez la souris. Cela indique l’existence d’une complémentarité des fonctions 
métaboliques du peroxysome et de la mitochondrie. Cependant, dans le syndrome de 
Zellweger comme dans le modèle de souris Pex5
-/-
, l’absence de nombreuses fonctions 
métaboliques peroxysomales est liée à une absence d’importation de protéines peroxysomales. 
Ajouté à cela, l’analyse par microscopie électronique montre, dans les cellules, uniquement 
des peroxysomes fantômes. Dans ce cas, les perturbations mitochondriales observées ne 
peuvent donc être liées qu’au déficit généralisé de la biogenèse du peroxysome. Alors que le 
cas de la déficience en ACOX1 permettrait d’établir un lien possible entre la β-oxydation 
peroxysomale et les perturbations des fonctions mitochondriales. 
Nous avons voulu savoir si la déficience en activité ACOX1 affecterait aussi bien la 
morphologie des mitochondries que le métabolisme énergétique mitochondrial puisque la 
morphologie et le métabolisme de la mitochondrie sont deux phénomènes étroitement liés. 
Dans ce sens, la caractérisation biochimique des quatre lignées de fibroblastes dérivant de 
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patients atteints de P-NALD (P3, P4 et P5) et de contrôle (C1) obtenus de l’institut Coriell 
(Institut pour la recherche médicale, New Jersey, Etats unis) en février 2010, nous a permis de 
déterminer les différents caractéristiques de chaque lignée.  
La plupart des expériences présentées dans ce chapitre ont été réalisées sur les 4 lignées 
de fibroblastes obtenues de l’institut Coriell. Cependant, grâce à la collaboration avec Pr. 
Ronald Wanders (Université d’Amsterdam, Pays-Bas) nous avons eu à notre disposition, à 
partir du mois de janvier 2011, plusieurs lignées de fibroblastes de patients P-NALD (P6 à 
P11) et de fibroblastes contrôles (C2, C3 et C4) (Ferdinandusse et al., 2006). Bien que les 
travaux concernant la mitochondrie aient été bien avancés sur les lignées achetées à l’institut 
Coriell, nous avons répété certaines expériences de ces travaux, dans la mesure du possible, 
pour inclure les lignées provenant du laboratoire du Pr. Wanders. Cela nous a permis de 
consolider nos résultats en incluant 11 lignées de patients P-NALD et de cellules contrôles.  
Parallèlement à l’utilisation des fibroblastes déficientes en ACOX1, en collaboration avec 
l’équipe du Pr. Reddy (Feinberg Medical School, Northwestern University, Chicago, Etats-
Unis), nous avons pu étendre nos investigations au modèle de souris KO Acox1 ainsi que les 
souris Acox1
-/-
 transgéniques humanisées exprimant le gène ACOX1 humain. Les souris 
Acox1
-/-
 montrent également une accumulation des AGTLC et développent une stéatose 
hépatique (Fan et al., 1996a; Fan et al., 1996b) indiquant des perturbations du métabolisme 
lipidique et rappelant le développement d’hépatomégalie chez les patients P-NALD 
(Ferdinandusse et al., 2007). Nous avons donc utilisé le tissu hépatique pour élucider in vivo 
les effets de la déficience en ACOX1 sur le métabolisme énergétique mitochondrial.  
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B. Effets de la déficience en ACOX1 humaine sur la morphologie de la mitochondrie 
B.1. Observations en microscopie à fluorescence 
L’évaluation de la morphologie de la mitochondrie dans les fibroblastes de patients 
P-NALD a été réalisée dans un premier temps par marquage des mitochondries et par 
observation en microscopie à fluorescence. Le premier marquage a consisté en l’utilisation 
d’une sonde fluorescente appelée MitoTracker Red CMXRos (Invitrogen) qui colore les 
mitochondries dans les cellules vivantes et dont l’accumulation est dépendante du potentiel 
membranaire. Le second marquage était basé sur l’utilisation d’un anticorps dirigé contre le 
cytochrome c, une hémoprotéine de la membrane interne mitochondriale. Les résultats des 
marquages sont présentés dans la Figure 34 (p171). Les deux marquages avec la sonde 
MitoTracker Red CMXRos et l’anticorps dirigé contre le cytochrome c montrent dans la 
lignée contrôle C1, les mitochondries sous forme de filaments rouges fluorescents. Nous 
observons des formes tubulaires allongées et homogènes. Dans les fibroblastes de patient 
(P3), les mitochondries apparaissent avec un marquage hétérogène indiquant la présence de 
mitochondries de tailles différentes allant de petits points rouges indiquant une forme 
globulaires, jusqu'à des filaments plus ou moins longs. Cependant, les photos de marquage 
pour la lignée P4 montrent un réseau dense de mitochondries de formes tubulaires allongées 
plus longues que celles observées dans les fibroblastes contrôle (C1). La troisième lignée de 
patient P5 se révèle la lignée présentant le plus d’hétérogénéité de formes de mitochondries. 
En effet cette lignée représente des mitochondries globulaires sous formes de points denses, et 
des mitochondries tubulaires sous forme de filaments de tailles courte et moyenne ainsi que 
des mitochondries en formes de U. 
B.2. Observations en microscopie électronique 
Les observations réalisées en microscopie électronique (ME) (cf. Résultats chapitre II, 
B.2. Etude morphologique des peroxysomes, p160) sur les lignées de fibroblastes P-NALD 
ainsi que sur la lignée contrôle ont permis de visualiser les peroxysomes grâce au marquage 
de la catalase par la DAB. Ces observations ont permis également la visualisation des 
mitochondries dans les fibroblastes de patients dont la morphologie était différente de celle 
des fibroblastes contrôles. Le résultat est présenté dans les Figure 35 et Figure 36.  
Dans les fibroblastes contrôles (C1), les mitochondries apparaissent filiformes, allongées 
et parfois proches du noyau (Figure 35, A, p172). Certaines mitochondries apparaissent de 
tailles variables (Figure 35, B) et se situent à proximité des peroxysomes (Figure 35, C). 
ACOX1 et Fonctions mitochondriales Résultats-Chapitre IV 
170 
Cependant, ces différences de tailles peuvent être dues à la coupe des cellules et certaines 
mitochondries pourraient être vues transversalement. Les crêtes mitochondriales chez le sujet 
contrôle peuvent être distinguées (Figure 34, D et E). Des mitochondries en cours de division 
sont également observées (Figure 34, E et F). 
Cependant, dans les fibroblastes de patients P3 et P4 (Figure 36, p173), les mitochondries 
sont de petite taille présentant des formes et de tailles hétérogènes au sein de la même lignée. 
Chez ces patients, des mitochondries de morphologie normale (Figure 36, A, « M ») sont 
observées à proximité de mitochondries gonflées (Figure 36, A, « Mg »). Au niveau des 
mitochondries gonflées, les crêtes sont parfois rares (Figure 36, D et E), remplacées par des 
empilements parallèles (Figure 36, B) ou présentant des altérations curvilignes avec un aspect 
vésiculaire (Figure 36, C) et parfois ces crêtes disparaissent (Figure 36, A). La perturbation de 
la morphologie de la mitochondrie se traduit également par des altérations de la structure de la 
membrane externe. En effet, ces membranes présentent des désorganisations caractérisées par 
des évaginations et des invaginations se traduisant par un aspect gonflé de la mitochondrie et 
une raréfaction des crêtes (Figure 36, D et E). De plus, dans les fibroblastes P-NALD, des 
inclusions lipidiques de type « myelin-like » sont observées à proximité des mitochondries 
anormales (Figure 36, C). Ces aspects différents de la morphologie mitochondriale entre 
cellules de sujets sains et de sujets malades laissent à penser que l’absence de la protéine 
ACOX1 ou bien de son activité enzymatique affecte la biogenèse de la mitochondrie. En 
effet, il a été décrit des altérations structurales de la mitochondrie chez les patients atteints du 
syndrome de Zellweger, maladie caractérisée par un défaut de la biogenèse des peroxysomes 
suite à des mutations au niveau de plusieurs gènes codant des peroxines (Gould et Valle, 
2000). De plus, ce type de modification a été également observé dans les foies des souris 
Pex5
-/-
, un modèle murin du syndrome de Zellweger où le gène de la peroxine 5 a été délété 
(Baumgart et al., 2001; Dirkx et al., 2005). 
 
La combinaison des différentes observations des mitochondries en microscopie à 
fluorescence et en microscopie électronique montre des altérations morphologiques des 
mitochondries dans les fibroblastes de patients P-NALD. Ces altérations peuvent être le 












Figure 34. Images des marquages au MitoTracker Red CMXRos et au cytochrome c de la 
lignée de fibroblastes contrôle C1 et des lignées de fibroblastes de patients P3, P4 et P5. 
Pour les deux marquages, les cellules ont été cultivées sur des lamelles pendant 24h. Après 
lavage, les cellules ont été soit incubées 15 minutes avec la solution de MitoTracker Red 
CMXRos à 37°C soit marquées avec l’anticorps anti-cytochrome c et contremarquées avec un 
anticorps couple à l’Alexa-Fluor 594. Le noyau a été finalement coloré au Hoechst et les 
images de superpositions MitoTracker/Hoechst et cytochrome c/Hoechst ont été réalisées avec 
le logiciel imageJ (Grossissement 100x). Les images du marquage au MitoTracker et au 
cytochrome c sont representatives de deux experiences independantes. 







Figure 35. Micrographies électroniques de fibroblastes d’un sujet contrôle. 
A : à faible grandissement, un fibroblaste contrôle montre des mitochondries (M) périnucléaires 
(N) allongées et filiformes orientées suivant le grand axe de la cellule. B: à plus fort grossissement 
on détecte de rares peroxysomes (P) de forme sphérique marqués en noir par la DAB grâce à 
l’activité peroxydasique de la catalase. On observe que les mitochondries sont de tailles variables. 
C : les peroxysomes sont parfois juxtaposés aux mitochondries. Le marquage par la DAB des 
peroxysomes paraît plus hétérogène. On peut distinguer les crêtes (Cr) mitochondriales en coupe 
transversale (D) et en coupe longitudinale (C, E et F). Parfois, on peut également observer deux 
mitochondries en cours de fission (E) ou en position entrelacée (F).Les images sont 
représentatives d’une seule expérience. 
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Figure 36. Micrographies électroniques de fibroblastes issus de patients P-NALD (P3 et P5). 
A : un faible grandissement montre une mitochondrie de morphologie normale (M) et une 
mitochondrie gonflée (Mg) avec un changement de la structure des crêtes et leur disparition dans 
les zones gonflées de la mitochondrie (B et C) et dans d’autres zones on observe le remplacement 
des crêtes par des empilements parallèles (* en B). C : on remarque dans les mitochondries 
gonflées des altérations curvilignes des crêtes mitochondriales avec un aspect vésiculaire (flèche 
courte). Cette désorganisation se traduit par des évaginations et des invaginations de la 
membrane externe et une raréfaction des crêtes (D et E). Des dépôts phospholipidiques du type 
« myelin-like » apparaissent dans le cytoplasme (My-L) et une accumulation des AGTLC dans les 
gouttelettes lipidiques sous forme de cristaux (C). F : On observe deux peroxysomes marqués à la 
DAB près d’une vacuole autophagique contenant des débris cellulaires. Les images sont 
représentatives d’une seule expérience. 
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Les mitochondries sont des organites dynamiques au sein de la cellule. Elles sont mobiles 
et se déplacent le long du cytosquelette. La dynamique mitochondriale est conditionnée par un 
équilibre constant entre la fusion et la fission des membranes mitochondriales ce qui permet à 
la mitochondrie d’entretenir sa morphologie et l’homéostasie de son métabolisme énergétique. 
Deux familles de protéines sont responsables de la fusion et de la fission des 
mitochondries, à savoir les mitofusines et les dynamines. Les mitofusines (MFNs) sont des 
protéines de la membrane externe mitochondriale qui contrôlent la fusion des membranes 
externes. En leurs absences, les mitochondries perdent leurs capacités de fusion et par la suite 
la perte de leurs formes tubulaires (Chan, 2006b). De plus, la dynamine mitochondriale OPA1 
(ou Optic atrophy 1) est une GTPase appartenant à la famille des dynamines impliquée aussi 
dans le phénomène de fusion. Cette protéine est adressée à la mitochondrie et est présente 
dans l’espace intermembranaire ancrée à la membrane interne mitochondriale et plus 
particulièrement au niveau des crêtes (Griparic et al., 2004; Olichon et al., 2002). La perte de 
cette protéine aboutit à une fragmentation du réseau mitochondrial et à une incapacité des 
mitochondries à fusionner (Lee et al., 2004). 
La dynamine 1 (DNML1), appartenant à la famille des dynamines, est une GTPase 
localisée au niveau de la membrane externe mitochondriale et impliquée dans la fission des 
mitochondries. L’absence de cette protéine perturbe la morphologie mitochondriale et fait 
apparaître des mitochondries de formes filamenteuses (Frank et al., 2001). 
A cause des liens qui existent entre le niveau d’expression des mitofusines et de la 
dynamine 1 et, les perturbations de la biogenèse des mitochondries dans les fibroblastes de 
patients P-NALD, nous avons mesuré les niveaux d’expression des gènes codant ces 
protéines. Pour vérifier les différences observées au niveau de la morphologie des 
mitochondries entre les fibroblastes contrôles et ceux des patients, nous avons également 
évalué des changements d’expressions potentiels chez les souris Acox1-/-. Les analyses ont été 
réalisées par PCR quantitative. Les expressions des gènes des mitofusines MFN1 et MFN2, 
OPA1 et DNML1 ont été étudiées. 
 
C.1. Fibroblastes de patients P-NALD 
La Figure 37 (A) correspond aux résultats obtenus de l’expression des gènes de 
mitofusines (MFN1 et MFN2) dans les fibroblastes de patients contrôles C1, C2, C3 et C4 et 
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les patients atteints de P-NALD (P3, P4, P5, P6, P7, P8, P9, P10 et P11). Cette figure montre 
une induction non significative des gènes impliqués dans la fusion des mitochondries MFN1, 
MFN2 et OPA1 de manière respective d’environ 1,9 ; 2,2 et 2,25 fois chez les patients par 
rapport aux contrôles. Le gène de la dynamine DNML1 est lui aussi induit dans les lignées de 
patients d’environ 1,8 fois. Cependant l’induction de ces gènes n’est pas significative par 
rapport aux lignées de fibroblastes contrôles. 
  
Figure 37. Niveaux d’expression des gènes de fusion et de fission de la mitochondrie analysés 
par qPCR. 
(A) Expression relative en ARNm des gènes de fusion de la mitochondrie mitofuscines MFN1 et 
MFN2 et OPA1 (Optic Atrophy 1) et de fission DNML1 (Dynamin-1 like protein) dans les lignées 
de fibroblastes contrôles C1, C2, C3 et C4 (n=4) et de patients P3, P4, P5, P6, P7, P8, P9, P10 et 
P11 (n=9). (B) Expression relative en ARNm des gènes de fusion de la mitochondrie mitofuscines 
MFN1 et MFN2 et OPA1 (Optic Atrophy 1) et de fission DNML1 (Dynamin-1 like protein) dans 
les foies des souris Wild type (Wt), Acox1
-/-
 (-/-) et hACOX1. Toutes les réactions de qPCR ont été 
réalisées en doublets. Les expressions des gènes sont normalisées par rapport à celles des lignées 
contrôles C1, C2 C3 et C4 pour les fibroblastes et par rapport aux souris Wt pour les souris (trois 
expériences indépendantes). La significativité est vérifiée par un Random Statistical test avec *** 
pour p<0.001 ; ** pour p<0.01 et * pour p<0.05 pour les lignées de fibroblastes. Pour les souris, 
la significativité est vérifiée par un Random Statistical test (*** et ### pour p<0.001 ; ** et ## 
pour p<0.01 ; * et # pour p<0.05). Les Wt sont comparés aux -/- (*) et aux hACOX1 ($) et les -/- 
sont comparés aux hACOX1 (#). Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts 
types (n=3 souris par lot). 




 et hACOX1 
La Figure 37 (B, p175) représente les expressions des gènes des mitofusines (MFN1 et 
MFN2), de l’OPA1 et de la DNML1 dans les tissus hépatiques chez les trois groupes de souris 
sauvages (Wild-Type ou WT), déficientes en Acox1 (-/-) et les souris déficientes en Acox1 et 
transgéniques pour l’ACOX1 humaine (hACOX1). 
Chez les souris déficientes en Acox1 (-/-) l’expression du gène MFN1 est abaissée 
significativement d’environ 0,7 fois par rapport aux WT alors que les souris hACOX1 ne 
montrent pas de variations significatives de l’expression du gène par rapport aux souris WT et 
aux souris Acox1
-/-
. De la même manière, l’expression du gène MFN2 apparait également 
abaissée (0,68) chez les Acox1
-/-
 par rapport aux WT, mais cette répression n’est 
statistiquement pas significative. Cependant, l’expression de ce gène est faiblement 
augmentée dans les souris hACOX1 (1,2 fois) par rapport aux WT. 
L’expression du gène OPA1 est diminuée de manière non significative dans les souris 
Acox1
-/-
 par rapport aux Wt alors qu’il est surexprimé dans les souris hACOX1 d’environ 1,2 
fois par rapport aux souris WT et Acox1
-/-
. 
L’évaluation de l’expression de différents gènes impliqués dans le phénomène de 
fusion/fission de la mitochondrie dans les fibroblastes montre une tendance à une 
surexpression de ces gènes. Bien que ces inductions ne soient pas statistiquement 
significatives, celles-ci montrent une perturbation et un déséquilibre du phénomène 
fusion/fission dans les fibroblastes. Ces perturbations sont plus évidentes chez les souris 
Acox1
-/-
 avec une diminution de l’expression des gènes impliqués dans la fusion 
mitochondriale. Ces modifications sont corrigées par l’ACOX1 humaine montrant ainsi le lien 
entre l’expression de cette enzyme et les changements morphologiques (fusion/fission) au 
cours de la biogenèse mitochondriale.  
C.3. Evaluation du nombre des mitochondries dans les lignées de fibroblastes 
Pour évaluer le nombre de mitochondries présentes dans chaque lignée de fibroblastes, le 
rapport du nombre de copies de l’ADN mitochondrial (ADNmt) au nombre de copies de 
l’ADN génomique a été déterminé. Cela consistait en l’étude en qPCR des expressions des 
gènes H2BM, codant pour la sous-unité B de l’histone 1 au niveau de l’ADN génomique, et 
mtND6 codant la NADH déshydrogénase 6 au niveau de l’ADNmt. La quantité relative de 
l’ADNmt dans chaque lignée de patients P-NALD par rapport à la moyenne des fibroblastes 
contrôle C1, C2, C3 et C4, est présentée dans la Figure 38 (A). La plupart des lignées de 
patients, comme P3, P4, P5, P7, P8 et P11 montrent une diminution significative du rapport 
ACOX1 et Fonctions mitochondriales Résultats-Chapitre IV 
177 
ADNmt/ADNg alors que chez deux patients (P9 et P10), ce rapport augmente de 3 fois mais 
de manière non significative (Figure 38, B). Ces résultats montrent une diminution du nombre 
de copies de l’ADNmt qui indique une réduction du nombre de mitochondries dans les 
fibroblastes de patients P-NALD. 
 
 
D. Etude du métabolisme énergétique de la mitochondrie 
La morphologie de la mitochondrie est fortement associée à son métabolisme 
énergétique. Les modifications de la morphologie des mitochondries dans le cadre de la 
déficience en ACOX1 humaine ou murine laisse supposer des perturbations potentielles de 
leur métabolisme. Afin d’évaluer cette hypothèse, de nombreuses expériences ont été réalisées 
pour évaluer l’expression en ARNm et en protéines des complexes respiratoires. Ceci a été 
aussi approfondi par la mesure des activités des complexes de la chaîne respiratoire ainsi que 
la mesure de la respiration cellulaire et le dosage de l’ATP intracellulaire. Cette étude a été 
menée sur les lignées de fibroblastes de patients P-NALD ainsi que sur les foies de souris 
déficientes en ACOX1 et transgéniques pour l’ACOX1 humaine.  
Figure 38. Rapports d’ADN mitochondrial/ADN génomique (ADNmt) dans les fibroblastes. 
La quantité d’ADNmt est déterminée par l’expression du gène mitochondrial codant la sous-unité 6 
de la NADH déshydrogénase (mtND6) rapportée à l’expression du gène nucléaire codant la sous-
unité B de l’histone 1 (H2BM) en qPCR , (A) dans les fibroblastes de patients P3 à P8 et P11 (n=6) 
et (B)dans les fibroblastes P9 et P10 (n=2). Les valeurs de chaque lignée de patient sont comparées 
à la moyenne des valeurs des fibroblastes contrôles C1, C2, C3 et C4 (n=4) (deux expériences 
indépendantes). La significativité est vérifiée par le test Wilcoxon avec *** pour p<0.001 ; ** pour 
p<0.01 et * pour p<0.05. Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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D.1. Evaluation du taux d’expression des ARNm codant les complexes de la chaîne 
respiratoire dans les lignées de fibroblastes et de souris 
Dans un premier temps, des analyses en PCR quantitative ont été réalisées sur les lignées 
de fibroblastes afin d’évaluer les effets de la déficience en ACOX1 sur l’expression des gènes 
codant les sous-unités des complexes de la chaîne respiratoire. La Figure 39 représente les 
résultats obtenus dans les lignées de fibroblastes humains et dans les foies de souris.  
Dans les lignées de fibroblastes, les différentes sous-unités des complexes de chaîne 
respiratoire montrent des expressions comparables chez les patients (P3 à P11) et les lignées 
de contrôles. Seule la sous-unité COX2 (cytochrome c oxydase sous-unité 2 ou MTCO2) 
montre une induction de 2 fois dans les fibroblastes P-NALD. Ces résultats indiquent que 
l’absence de l’activité acyl-CoA oxydase 1 n’influence pas l’expression des gènes codant les 












Figure 39. Effets de la déficience en ACOX1 sur l’expression de gènes codant les protéines de la 
chaîne respiratoire. 
L’expression relative des ARNm correspond aux différentes sous-unités de chaque complexe de la 
chaîne respiratoire dans les fibroblastes contrôles (n=4, histogrammes noirs) et les fibroblastes de 
patients (n=9, histogrammes gris clairs) ainsi que dans les foies des souris WT (n=3, histogrammes 
noirs), Acox1
-/- 
(-/-) (n=3, histogrammes gris clairs) et hACOX1 (n=3, histogrammes gris foncés). 
Les gènes des sous-unités du complexe I (NDUFB8, NDUFA10, NDUFA11, NDUFAF1, 
NDUFS1 et NDUFC1), du complexe II (SDHB), du complexe III (UQCRC1 et UQCRC2), du 
complexe IV (COX5A, COX11, COX6c et COX8a) et du complexe V (ATP5A1 et ATP5F1) chez 
l’homme et la souris sont codés par l’ADN génomique. Le gène de la sous-unité COX2 ou MTCO2 
est codé par l’ADN mitochondrial. Toutes les réactions de qPCR ont été réalisées en doublets. Les 
expressions des gènes sont normalisées par rapport aux souris WT. La significativité est vérifiée 
par un Random Statistical test (*** et ### pour p<0.001 ; ** et ## pour p<0.01 ; * et # pour 
p<0.05). Les WT sont comparés aux -/- (*) et aux hACOX1 ($) et les -/- sont comparés aux 
hACOX1 (#). Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. (n=3 souris 
par lot). 
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Parallèlement, nous avons réalisé la même analyse d’expression de gènes par qPCR en 
utilisant les foies de deux modèles de souris : le modèle déficient en Acox1 (Acox1
-/-
) et le 
modèle Acox1
-/-transgéniques pour l’ACOX1 humaine. La Figure 39 montre les résultats 
d’expression relative d’ARNm des complexes de la chaîne respiratoire. Il apparait donc que le 
niveau d’expression des ARNm correspondant aux sous-unités des complexes (I, II, III, IV et 
V), diminue chez les souris déficientes en Acox1 (-/-) par rapport aux souris sauvages (WT). 
Cette diminution chez les souris déficientes est, d’après ces résultats, corrigée par l’expression 
de l’ACOX1 humaine au niveau de celui des souris WT. Cela indique un lien entre le niveau 
d’expression de l’ACOX1, en l’occurrence humaine, et le niveau d’expression des sous-unités 
des complexes respiratoires. 
D.2. Expression des protéines des complexes respiratoires 
L’évaluation des expressions protéiques des complexes de la chaîne respiratoire a été 
réalisée par Western blot en utilisant un cocktail d’anticorps comprenant cinq anticorps 
dirigés chacun spécifiquement contre une sous-unité de chaque complexe. Cette évaluation a 
été réalisée sur des extraits de fibroblastes contrôles (C1, C2, C3 et C4) ou de fibroblastes de 
patients (P3 à P8, P10 et P11) ainsi que sur des homogénats de foies de souris sauvages (WT), 
Acox1
-/-
 (-/-) et les souris humanisées avec l’ACOX1 (hACOX1). La Figure 40 (A) représente 
les résultats obtenus par Western blot sur les lignées de fibroblastes. Ceux-ci montrent une 
expression variable entre les contrôles et les patients pour les protéines du complexes I, II, IV 
et V avec une réactivité faible contre la sous-unité core II du complexe III. L’analyse 
densitométrique révèle une diminution significative de l’expression moyennée de ces 
protéines des complexes dans les lignées de patients (P3 à P8, P10 et P11) comparée à la 
moyenne des 4 lignées contrôles (C1 à C4) (Figure 40, B). Cette diminution est de l’ordre de 
50% pour la sous-unité NDUFB8 du complexe I, de 30% pour la sous-unité de 30 kDa du 
complexe II, de 60% pour la sous-unité II du complexe IV et d’environ 50% pour la sous-
unité α du complexe V. 
L’analyse des résultats obtenus avec les homogénats de foies de souris montre, 
contrairement aux fibroblastes, une expression des protéines de complexes I, II, II et V chez 
les souris Acox1
-/-
 et les hACOX1 comparable à celle des WT. Cela indique que l’absence de 
l’Acox1 murine ou l’expression de l’ACOX1 humaine n’affectent pas l’expression de ces 
protéines de complexes (Figure 40, C). Cependant, les souris Acox1
-/-
 montrent de faibles 
intensités de la bande qui correspond au complexe IV. L’analyse de la densité de bandes dans 
différents échantillons montre clairement une diminution de l’expression protéique de ce 
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complexe chez les souris Acox1
-/-
 par rapport aux WT d’environ 50% comme le montre la 
figure D. Cette diminution est bien corrigée chez les souris KO exprimant l’ACOX1 humaine 
(Figure 40, D). 
 
D.3. Mesure des activités des complexes de la chaîne respiratoire 
L’effet de la déficience en ACOX 1 sur le métabolisme énergétique de la mitochondrie, a 
été évalué par dosage spectrophotométrique des activités enzymatiques des complexes de la 
chaîne respiratoire. Les activités obtenues, exprimées en milliUnités enzymatiques, ont été 
rapportées aux activités en unité enzymatique des complexes II et du complexe IV. Ces 
activités ont été également rapportées à l’activité de la citrate synthase (enzyme du cycle de 
Krebs) et aux milligrammes de protéines totales (activités spécifiques). Les résultats obtenus 
sont représentés dans la Figure 41 (les valeurs des contrôles correspondent à la valeur 1 sur les 
histogrammes). 
Les activités enzymatiques des cinq complexes rapportées individuellement aux 
complexes II et IV montrent des rapports d’environ 1 pour les complexes I et II dans les 
fibroblastes de patients, comparables aux niveaux des lignées contrôles. Alors que le 
Figure 40. Analyse de l’expression des complexes de la chaîne respiratoire par Western blot. 
(A) Expression des complexes dans les fibroblastes. (B) Expression relative des rapports de densités 
des complexes et de la β-actine correspondante dans les fibroblastes réalisée avec le logiciel image J. 
(C) expression des complexes dans les homogénats de foies de souris Wild-type (Wt), Acox1
-/-
 (-/-) et 
hACOX1. Les statistiques sur les expressions relatives des complexes en (A) sont faites avec le test 
Wilcoxon (*, p<0,05 ; ** p<0,001 ; *** p<0,0001). Les images sont représentatives de trois 
expériences indépendantes. Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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complexe III montre une faible augmentation des rapports d’environ 20%, les rapports 
d’activités pour le complexe V augmentent d’environ 40% (Figure 41, A et B). Quand les 
activités des complexes sont rapportées à l’activité de la citrate synthase, on obtient un 
résultat similaire à celui obtenu en rapportant aux activités des complexes II et IV, indiquant 
ainsi une augmentation faible pour le complexe IV, et d’environ 1,4 fois pour le complexe V 
(Figure 41, C). Cependant, les activités spécifiques des complexes (en mU.mg
-1
 de protéines) 
ne montrent pas de variations importantes dans les lignées de fibroblastes de patients 
P-NALD par rapport aux contrôles (Figure 41, D). Nous pouvons souligner que cette analyse 
ne permet d’apprécier que l’activité individuelle de chaque complexe et ne tient pas compte 
de l’influence de l’activité d’un complexe sur celle d’un autre complexe au sein de la chaîne 
respiratoire. 
Les activités enzymatiques des complexes respiratoires ont été également mesurées dans 
les foies de souris WT, Acox1
-/-
 et les souris hACOX1. Les résultats obtenus sont présentés et 
calculés de la même façon que pour les fibroblastes. Seul le complexe V n’a pu être mesuré 
(Figure 42, p184). L’activité du complexe I en milliUnités (mU) rapportée à l’activité du 
complexe IV montrent une activité comparable du complexe I dans les foies de souris WT, 
Acox1
-/-
 et hACOX1 indiquant aucune variation (Figure 42, A). Le rapport de l’activité de ce 
complexe sur l’activité du complexe II montre une diminution non significative entre les 
souris sauvages et les souris Acox1
-/-
. Alors que, lorsque cette activité est rapportée à l’activité 
citrate synthase, on observe une diminution significative (Figure 42, C). Cette diminution est 
retrouvée au niveau de l’activité spécifique du complexe I. Les souris hACOX1 ne montrent 
aucune variation significative des activités du complexe I rapportées à l’activité du complexe 
IV, à l’activité du complexe II, à l’activité citrate synthase ou aux mg de protéines (activités 
spécifiques) par rapport aux WT ou aux Acox1
-/-
 (Figure 42, A, B, C, et D). 
De même, l’activité du complexe II ne montre pas de variation significative chez les 
souris Acox1
-/-
 ou hACOX1 par rapport aux WT quand l’activité est rapportée soit à l’activité 
du complexe IV (Figure 42, A) soit à l’activité citrate synthase (Figure 42, C) ou aux mg de 
protéines (Figure 42, D). Cependant, ce complexe montre une augmentation d’activité 
d’environ 1,5 fois par rapport à celle du complexe IV (Figure 42, A) chez les Acox1-/- comparé 
aux WT. Cependant, cette augmentation chez les souris hACOX1 n’est pas significative. 
L’activité du complexe III rapportée soit à l’activité du complexe II (Figure 42, B) soit à 
l’activité citrate synthase (Figure 42, C) soit aux mg de protéines (Figure 42, D), montre 
respectivement une diminution significative d’environ 1,5, 2, et 2 fois dans les souris Acox1-/- 
et les souris hACOX1. Cependant, l’activité de ce complexe chez les souris Acox1-/- (Figure 
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42, A) ne varie pas quand elle est rapportée à l’activité du complexe IV et comparée aux WT, 
alors que chez les souris hACOX1 cette activité diminue de 50% par rapport aux WT et aux 
Acox1
-/-
 (Figure 42, A). 
Parmi tous les complexes testés, seule l’activité du complexe IV diminue, qu’elle soit 
rapportée à l’activité du complexe II (Figure 42, B), à celle de la citrate synthase (Figure 42, 
C) ou encore aux mg de protéines (Figure 42, D). Cette diminution est clairement abolie chez 
les souris hACOX1. 
Il semblerait donc que certains complexes (I, II et III) montrent des altérations de leurs 
activités. Cependant, il semble clair que l’activité du complexe IV est perturbée en l’absence 
de l’Acox1 dans les foies des souris. De plus cette activité est restaurée dans les souris 
hACOX1 humaine rétablissant ainsi le niveau d’activité de complexe au même niveau que 
celui des souris sauvages.  
Figure 41. Activités des complexes de la chaîne respiratoire dans les lignées de fibroblastes de 
patients (P6, P7, P8, P9, P10 et P11). 
Les activités enzymatiques dans les lignées de patients (P5 à P11, n=6) ont été mesurées sur des 
extraits de cellules et sont exprimées en milliUnités enzymatiques (mU) rapportées aux activités des 
complexes IV (A), II (B), citrate synthase (C) en unité enzymatique et aux mg de protéines (activités 
spécifiques) (D). (Collaboration avec Rodenburg R.J, Nijmegen, Pays-Bas). Les rapports d’activités 
sont normalisés par rapport aux lignées de contrôles (la ligne pointillée marque la valeur 1, n=2). 
Les résultats sont représentatifs de quatre mesures différentes.La significativité est vérifiée par un 
test Wilcoxon (***pour p<0.001 ; **  pour p<0.01 ; * pour p<0.05)Les barres d’erreur sur les 
histogrammes représentent les écarts types. 


















D.4. Mesure de la respiration et du niveau d’ATP cellulaire 
D.4.1. Mesure de la synthèse d’ATP total et mitochondrial 
Etant donné les variations observées au niveau des activités enzymatiques des complexes 
de la chaîne respiratoire, il était intéressant d’évaluer l’effet de ces variations sur les niveaux 
d’ATP dans les lignées de fibroblastes de patients atteints de P-NALD ainsi que dans les 
souris Acox1
-/-
 ou hACOX1. 
La mesure du taux d’ATP total dans les lignées de fibroblastes montre un niveau 
comparable dans les fibroblastes contrôles (C1 et C2) et dans les fibroblastes de patients (P6, 
Figure 42. Activités des complexes de la chaîne respiratoire dans les foies de souris Wild-type (Wt), 
ACOX1
-/-
 (-/-) et hACOX1. 
Les activités enzymatiques ont été mesurées sur la fraction mitochondriale et sont exprimées en 
milliUnités enzymatiques (mU) rapportées aux activités des complexes IV (A), II (B), citrate 
synthase (C) en unité enzymatique et aux mg de protéines (activités spécifiques) (D). Les rapports 
d’activités chez les sourisAcox1-/- (n=3, histogrammesgris clairs) et hACOX1 (n=3, 
histogrammesgris foncés) sont normalisés par rapport aux souris Wt (n=3, histogrammes noirs). 
Les résultats sont représentatifs de quatre mesures différentes. Les résultats sont représentatifs de 
six mesures différentes. La significativité est vérifiée par un test Wilcoxon (*** et ### pour 
p<0.001 ; ** et ## pour p<0.01 ; * et # pour p<0.05). Les WT sont comparés aux -/- (*) et aux 
hACOX1 ($) et les -/- sont comparés aux hACOX1 (#). Les barres d’erreur sur les histogrammes 
représentent les écarts types. 
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P7, P8, P9 et P10) (Figure 43, A). Cela indique que le niveau d’ATP total, correspondant à 
l’ATP synthétisé au cours de la glycolyse et dans la mitochondrie, ne varie pas en cas de 
déficience en ACOX1. L’inhibition de la glycolyse par l’addition d’iodoacétate permet 
d’inhiber la synthèse de l’ATP provenant de la voie de glycolyse et par la suite la mesure de 
l’ATP synthétisé par la mitochondrie. La Figure 43 (B) montre une diminution du taux d’ATP 
mitochondrial chez les patients comparée aux deux lignées contrôles. Bien que le taux d’ATP 
total ne semble pas être influencé par la déficience en ACOX1, la synthèse de l’ATP 
mitochondrial est diminuée significativement. 
 
 
Chez les souris Acox1
-/-
, seules les activités enzymatiques du complexe I et du complexe 
IV diminuent. L’absence de la mesure de l’activité du complexe V a été complétée par 
l’évaluation du taux d’ATP dans les foies de souris (Figure 44). En effet, le niveau d’ATP 
chez les souris déficientes en Acox1 est comparable à celui des souris WT indiquant aucun 
effet de l’absence de l’Acox1 sur la production d’ATP comme chez les patients atteints de 
P-NALD. Cependant, les souris déficientes en Acox1 et les souris hACOX1 montrent une 
Figure 43. Taux relatif d’ATP dans les lignées de fibroblastes. 
(A) taux relatif d’ATP total, (B) taux relatif d’ATP mitochondrial mesuré après addition 
d’iodoacétate, un inhibiteur de la glycolyse. La mesure a été réalisée sur les lignées de contrôles 
C1 et C2 (n=2) et sur les lignées de patients P6, P7, P8, P9 et P10 (n=5). Les résultats sont 
représentatifs de deux expériences indépendantes. La significativité a été déterminée par le test 
statistiques Wilcoxon (*, p<0,05 ; ** p<0,001 ; *** p<0,0001).Les barres d’erreur sur les 
histogrammes représentent les écarts types. Le contenu moyen en ATP dans les fibroblastes 
contrôles est de 0,0043 pmol ATP/8000 cellules. 
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augmentation significative d’environ deux fois du taux d’ATP par rapport aux souris WT et 
aux souris Acox1
-/-
 indiquant ainsi un effet de l’ACOX1 humaine sur la production de l’ATP. 
 
 
D.4.2. Mesure de la respiration mitochondriale 
La mesure de la respiration mitochondriale a consisté en une mesure de la consommation 
d’oxygène de façon indirecte grâce à une sonde fluorescente (MitoXpress, Luxcel 
Biosciences) qui émet un signal fluorescent au fur et à mesure de la consommation de 
l’oxygène moléculaire. Cette mesure a été effectuée en présence de substrats seuls comme le 
succinate ou le mélange glutamate/malate pour mesurer, respectivement, la consommation 
basale d’oxygène ou bien en présence d’ADP pour mesurer la respiration initiée. Ce type de 
mesure reflète l’activité respiratoire des mitochondries au cours du temps. Le mélange de 
substrats glutamate/malate ajouté dans le milieu permet de déclencher la respiration basale à 
partir du complexe I alors que l’ajout du substrat succinate permet de déclencher la respiration 
basale à partir complexe II et ainsi, dans les deux cas, permet de suivre le transfert d’électrons 
et la sortie des protons au niveau de ces deux complexes de la matrice vers l’espace 
Figure 44. Taux relatif d’ATP dans les foies de souris WT, ACOX1-/- (-/-) et hACOX1. 
Les résultats sont exprimés en unités arbitraires par rapport aux souris Wt. Cinq mesures 
différentes ont été réalisées pour ce test avec chaque échantillon de foie de souris. Souris WT 
(n=3), souris Acox1
-/-
 (n=3) et souris hACOX1 (n=3). La significativité a été déterminée avec le 
test Wilcoxon : * pour Wt comparés aux -/- (*, p<0,05 ; ** p<0,001 ; *** p<0,0001), # pour 
hACOX1 comparés aux -/- (#, p<0,05 ; ## p<0,001 ; ### p<0,0001) et $ pour hACOX1 comparés 
aux WT ($, p<0,05 ; $$ p<0,001 ; $$$ p<0,0001).Les barres d’erreur sur les histogrammes 
représentent les écarts types moyens. Le contenu moyen en ATP dans les foies de souris WT est de 
0,022 µmol ATP/g de foie. 
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intermembranaire (stade 2). La stimulation de la production d’ATP par l’ajout d’ADP dans le 
milieu avec le glutamate/malate ou avec le succinate permet de suivre la respiration activée et 
le couplage respiratoire correspondant à la formation d’ATP couplée au passage des protons 
de l’espace intermembranaire vers la matrice (stade 3).  
Cette mesure a été réalisée sur les mitochondries purifiées à partir de foies de souris 
sauvages (Wt), des souris déficientes en Acox1 (-/-) et les souris hACOX1. Les résultats 
Figure 45. Mesure de la respiration mitochondriale (consommation d’oxygène) dans les foies de souris 
Wild-Type (WT), Acox1
-/-
 (-/-) et les souris hACOX1. 
Cette mesure a été effectuée en présence du mélange glutamate/malate seul (A) ou avec le succinate 
seul (C) ou bien en présence d’ADP (B et D). Six mesures différentes de la respiration mitochondriale 
ont été réalisées avec chaque substrat pour chaque fraction mitochondriale de foie de souris. Souris Wt 
(n=3), souris Acox1
-/-
 (n=3) et souris hACOX1 (n=3) .La significativité a été déterminée avec le test 
Student : * pour WT comparés aux -/- (*, p<0,05 ; ** p<0,001 ; *** p<0,0001), # pour hACOX1 
comparés aux -/- (#, p<0,05 ; ## p<0,001 ; ### p<0,0001) et $ pour hACOX1 comparés aux WT ($, 
p<0,05 ; $$ p<0,001 ; $$$ p<0,0001). Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts 
types moyens. 
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obtenus sont représentés par la Figure 45. L’addition du mélange glutamate/malate dans le 
milieu en présence des mitochondries (Figure 45, A) est suivie d’une diminution significative 
de la consommation d’oxygène dans les souris Acox1-/- comparée aux souris WT alors que les 
souris hACOX1 montrent un niveau comparable à celui des souris WT. L’augmentation de la 
consommation d’O2 chez les souris hACOX1 par rapport aux souris Acox1
-/-
 n’est cependant 
pas significative. Ce résultat indique que l’absence de l’ACOX1 peroxysomale se traduit au 
niveau mitochondrial par un déséquilibre du gradient de protons. Ces protons sont 
difficilement expulsés par le complexe I, III, ou IV. 
La même mesure réalisée avec le substrat succinate fournit exactement le même résultat 
obtenu avec le substrat glutamate/malate (Figure 45, C). Cela indique que le flux de protons 
dans les mitochondries des souris Acox1
-/-
 passe normalement à travers le complexe I vers 
l’espace intermembranaire et que le flux pourrait être perturbé au niveau du complexe III ou 
IV. 
L’addition d’ADP en présence du mélange glutamate/malate ou succinate ne montre pas 
chez les souris Acox1
-/-
 ou hACOX1 de variations significatives avec les souris WT (Figure 
45, B et D). Ceci indique que le gradient de protons est normal au niveau du complexe V et 
que les protons se déplacent de façon normale de l’espace intermembranaire vers la matrice 
de la mitochondrie pour la synthèse d’ATP.  
D’après ces résultats, nous pouvons conclure qu’au niveau hépatique, le flux de protons 
et par la suite la consommation d’oxygène sont perturbés dans les mitochondries de souris 
Acox1
-/-
 en raison d’une altération de l’expulsion des protons de la matrice vers l’espace 
intermembranaire. 
D.5. Expression de l’ARNm du gène codant la protéine de découplage UCP2 chez les 
souris 
L’UCP2 est une protéine ubiquitaire localisée dans la membrane interne mitochondriale 
responsable principalement du découplage du potentiel de la membrane interne 
mitochondriale. L’expression de l’ARNm de l’UCP2 a été évaluée dans les souris sauvages 
(WT), les souris Acox1
-/-
 et les souris hACOX1 (Figure 46). Le résultat obtenu montre une 
augmentation significative d’expression d’environ 6 fois chez les souris déficientes en 
ACOX1 par rapport aux souris sauvages. Ce taux est aussi augmenté significativement 
d’environ 3 fois chez les souris hACOX1 fois par rapport aux souris sauvages. Ce résultat 
suggère un découplage du potentiel membranaire mitochondrial en absence de l’ACOX1 
ACOX1 et Fonctions mitochondriales Résultats-Chapitre IV 
189 
peroxysomale. Cet état n’est pas restauré chez les souris hACOX1 au même niveau que chez 
les souris sauvages. Cependant, le niveau d’expression de l’UCP2 augmente deux fois moins 
par rapport aux souris Acox1
-/-
. Ceci indiquerait un lien potentiel entre la déficience en 
ACOX1 et le dysfonctionnement de la chaîne respiratoire chez les souris caractérisée par une 
altération de l’activité du complexe IV. 
D.6. Expression de la protéine acyl-CoA déshydrogénase à chaîne moyenne 
L’acyl-CoA déshydrogénase à chaîne moyenne (MCAD) est l’enzyme de la matrice 
mitochondriale qui catalyse la première étape de la β-oxydation mitochondriale des acyl-CoA 
à chaîne linéaire de taille moyenne (entre 6 et 12 atomes de carbone) (Matsubara et al., 1986). 
L’expression de cette protéine a été évaluée en Western blot dans les fibroblastes de patients 
(P3, P4 et P5) et dans les fibroblastes contrôles (C1) (Figure 47, p190). Les fibroblastes 
contrôles montrent une intensité faible pour la bande correspondante à la MCAD (50 kDa). 
Les fibroblastes de patients montrent une intensité cinq fois plus forte pour la bande de 50 
kDa par rapport à celle détectée dans les fibroblastes contrôles. Cela signifierait que 
l’expression basale de la protéine MCAD dans les fibroblastes contrôles est faible, cependant, 
la déficience en ACOX1 dans les fibroblastes de patients se traduit par une induction de 
l’expression de cette protéine.  
Figure 46. Expression des gènes de l’UCP2 chez les souris. 
Expression relative en ARNm du gène de l’UCP2 dans les foies des souris Wild-Type (WT, n=3), 
Acox1
-/-
 (-/-, n=3) et hACOX1 (n=3). La réaction de qPCR a été réalisée en doublet. L’expression du 
gène est normalisée par rapport à celle des aux souris Wt Les résultats sont représentatifs de deux 
expériences indépendantes.La significativité est vérifiée par un Random Statistical test (*** et ### 
pour p<0.001 ; ** et ## pour p<0.01 ; * et # pour p<0.05). Les WT sont comparés aux -/- (*) et aux 
hACOX1 ($) et les -/- sont comparés aux hACOX1 (#). Les barres d’erreur sur les histogrammes 
représentent les écarts types. 
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E. Régulation du métabolisme mitochondrial 
Le coactivateur PGC-1α (« Peroxisome proliferator activated receptor-1 alpha ») est le 
co-régulateur majeur du métabolisme énergétique mitochondrial. PGC-1α participe fortement 
à la régulation de plusieurs voies de signalisations intracellulaires afin de maintenir le bon 
fonctionnement de la mitochondrie. Son activité favorise l’induction des gènes codant NRF1, 
NRF2 et TFAM. Ces gènes codent pour des facteurs de transcription qui participent à 
l’expression, l’assemblage et le fonctionnement de la chaîne respiratoire afin d’amplifier la 
biogenèse de la mitochondrie ainsi que la production d’ATP lorsque la cellule en a besoin. 
Cependant, PGC-1α est lui-même régulé au niveau transcriptionnel et post-traductionnel par 
des signaux extracellulaires selon la demande de la cellule en énergie. 
Dans cette partie, l’expression de PGC-1α, son activité de co-régulation de certains gènes 
ainsi que les voies de signalisations associées à PGC-1α ont été explorées.Ceci a été réalisé 
dans le but d’évaluer le rôle de ce coactivateur dans les altérations morphologiques et 
fonctionnelles mitochondriales observées dans les lignées de fibroblastes atteints de P-NALD. 
E.1. Evaluation du taux d’expression des ARNm codant les facteurs de transcription 
impliqués dans la régulation du métabolisme mitochondrial 
Des analyses par PCR quantitative des taux d’ARNm des facteurs de transcription 
impliqués dans le contrôle des fonctions mitochondriales tels que NRF1, NRF2, TFAM et 
Figure 47. Expression de la protéine MCAD dans les fibroblastes. 
(A) Les extraits cellulaires obtenus de la lignée contrôle C1 (n=1) et des lignées de patients 
P-NALD P3, P4 et P5 (n=3) ont été séparés par électrophorèse sur gel de polyacrylamide en 
présence de SDS puis transférés sur une membrane de PVDF et immunodétectés avec l’anticorps 
anti-MCAD. La membrane a été ensuite découpée et exposée à l’anticorps anti-β-actine. (B) Le 
rapport des densités des bandes pour la MCAD et la β-actine a été déterminé avec le logiciel 
imageJ. Les résultats sont représentatifs de deux expériences indépendantes.Les barres d’erreur 
sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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TFB1M ont été réalisées sur les fibroblastes humains contrôles et de patients ainsi que sur les 
homogénats de foies de souris. 
Dans les fibroblastes de patients (P3, P4 et P5) (Figure 48), les taux d’ARNm 
correspondant à NRF1, TFAM, TFB1M et PGC-1α ne montrent pas de variations 
significatives d’expression par rapport aux fibroblastes contrôles. Le coactivateur PRC 
appartenant à la même famille que PGC-1α est, cependant, réprimé dans les fibroblastes de 
patients et montre un taux d’expression 2 fois inférieur que dans les fibroblastes contrôle. 
Malgré les altérations du fonctionnement de la chaîne respiratoire constatées et un taux d’ATP 
diminué dans les fibroblastes de patients, la déficience en ACOX1 ne semblerait affecter que 
l’expression de PRC parmi les gènes régulateurs de la biogenèse et du métabolisme 
mitochondrial (Figure 48). 
 
  
Figure 48. Evaluation de taux d’ARNm des facteurs de transcription mitochondriaux dans les 
fibroblastes humains. 
L’expression relative des ARNm correspondent aux différents facteurs de transcription impliqués 
dans la régulation des fonctions respiratoire dans les fibroblastes contrôles (histogrammes noirs) et 
les fibroblastes de patients (histogrammes gris). Trois mesures differentes ont été réalisées pour ce 
test et les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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L’analyse de l’expression d’ARNm chez les souris Acox1-/- montre des variations plus 
importantes au niveau hépatique (Figure 49). En effet, bien que le taux d’expression de NRF1 
soit similaire entre les souris sauvages (WT) et les souris KO pour l’Acox1, ce taux est 
augmenté chez les souris transgéniques hACOX1. Le niveau d’expression de NRF2 et TFAM 
est, cependant, diminué de manière similaire (50%) dans les souris Acox1
-/-
. Ce taux est 
restauré dans les souris hACOX1 au même niveau que chez les souris sauvages. 
Chez les souris, au niveau hépatique, l’expression du gène PGC-1α ne varie pas en 
absence de l’Acox1 (Figure 49). Ce résultat est comparable à celui obtenu dans les 
fibroblastes de patients P-NALD. Alors que l’expression du gène PRC diminue de manière 
significative d’environ 20% en absence de d’Acox1. Cependant, ce taux est similaire chez les 
souris sauvages et les souris hACOX1. 
Figure 49. Evaluation de taux d’ARNm des facteurs de transcription mitochondriaux au niveau des 
foies de souris. 
L’expression relative des ARNm correspondant aux différents facteurs de transcription (NRF1, 
NRF2, TFAM, PGC-1α et PRC) impliqués dans la régulation des fonctions respiratoires dans le 
foie des souris sauvages (WT, histogrammes noirs), les souris KO pour l’Acox1 (-/-, histogrammes 
gris clairs) et les souris transgéniques pour l’ACOX1 humaine (hACOX1, histogrammes gris 
foncés). La significativité a été déterminée avec le test Wilcoxon. * pour Wt comparés aux -/- (*, 
p<0,05 ; ** p<0,001 ; *** p<0,0001), # pour hACOX1 comparés aux -/- (#, p<0,05 ; ## p<0,001 ; 
### p<0,0001) et $ pour hACOX1 comparés aux Wt ($, p<0,05 ; $$ p<0,001 ; $$$ p<0,0001).Trois 
mesures differentes ont été réalisées pour ce test et les barres d’erreur sur les histogrammes 
représentent les écarts types. 
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Chez les souris, ces résultats indiqueraient un effet de la déficience en Acox1 sur 
l’expression en ARNm de certains facteurs régulateurs du métabolisme énergétique 
mitochondrial tels que NRF2, TFAM et PRC et le rôle potentiel de l’ACOX1 humaine dans la 
restauration de l’expression de ces gènes au même niveau que chez les souris sauvages. 
E.2. Expression des facteurs de transcription NRF1, NRF2 et de la désacétylase SIRT1 
en immunofluorescence dans les fibroblastes humains 
NRF1 et NRF2 ont été décrits comme facteurs de transcription nucléaires qui jouent un 
rôle essentiel dans le métabolisme mitochondrial. NRF1 et NRF2 régulent plusieurs gènes 
nucléaires codant des protéines de la chaîne respiratoire (Virbasius et al., 1993a) et activent 
certains facteurs de transcription mitochondriaux tels que TFAM, TFB1M et TFB2M 
(Gleyzer et al., 2005) (cf. Rappels bibliographiques, paragraphe I.4.2, p90 et I5, p91). 
La sirtuine 1 (SIRT1) est une désacétylase dont l’activité est contrôlée par le rapport 
NAD
+
/NADH intracellulaire où le NAD
+
 active SIRT1 et le NADH l’inhibe. Cette protéine 
renferme une activité désacétylase et une activité de ribosylation de l’ADP (Yamamoto et al., 
2007). L’activité désacétylase de SIRT1 favorise la formation d’hétérochromatine par 
désacétylation de certaines protéines histones ainsi que la régulation de l’activité d’autres 
protéines non histones impliquées dans le contrôle de la transcription de certains gènes, dans 
le métabolisme, dans la formation de tumeur, dans la longévité et dans la régulation de la 
biogenèse et des fonctions mitochondriales (Alcain et Villalba, 2009; Aquilano et al., 2010). 
SIRT1 régule l’activité du coactivateur PGC-1α en cas de besoin d’énergie. A ce stade, 
SIRT1/PGC-1α peuvent réguler l’activité de NRF-1 induisant ainsi l’expression des 
composantes de la chaîne respiratoire (Knutti et Kralli, 2001; Rodgers et al., 2008). 
Récemment, SIRT1, de localisation nucléaire, a été décrite pour résider dans la mitochondrie 
associée avec le facteur de transcription mitochondrial TFAM au niveau de l’ADNmt 
suggérant un rôle de SIRT1 dans la régulation de la biogenèse et du métabolisme 
mitochondrial (Aquilano et al., 2010).  
L’expression et la localisation cellulaire des facteurs de transcription ont été évaluées 
dans les fibroblastes humains contrôles (C1) et de patients P-NALD (P3 et P5) par 
immunofluorescence en utilisant des anticorps dirigés contre le NRF1, NRF2 et SIRT1. Pour 
chaque marquage, la sonde MitoTracker Red CMXRos a été utilisée pour colorer les 
mitochondries. Les cellules ont été par la suite contre-colorées par le Hoechst pour le 
marquage des noyaux. 
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E.2.1. Marquage de NRF1 dans les fibroblastes humains 
Le marquage de NRF1 dans les fibroblastes contrôle grâce à l’utilisation d’un anticorps 
secondaire couplé à l’Alexa fluor-488 a révélé une fluorescence au niveau des noyaux et au 
niveau de formes cytoplasmiques rappelant la structure des mitochondries. Pour valider la 
localisation intracellulaire de ce marquage, la sonde MitoTracker Red CMXRos et le colorant 
Hoechst ont été utilisés en contre coloration (Figure 50). Les images obtenues avec le Hoechst 
confirment la localisation nucléaire du marquage par NRF1. De plus, la superposition des 
images obtenues avec le marquage des mitochondries en rouge et du marquage de NRF1 en 
vert montre une co-localisation des deux marquages mitochondrial et nucléaire pour NRF1. 
Ce résultat, inédit, suggérerait une double localisation intracellulaire du facteur de 
transcription NRF1 au niveau du noyau et de la mitochondrie dans fibroblastes. Bien que cela 
puisse suggérer différents mécanismes de régulation du métabolisme et de la biogenèse 
mitochondriale non décrits jusqu'à présent, la même expérience réalisée avec les fibroblastes 
de patients P-NALD (P3 et P5), montre exactement le même résultat obtenu avec les 
fibroblastes contrôles suggérant ainsi qu’il n’y a pas de lien entre l’expression/localisation du 
facteur NRF1 (Figure 50) et la déficience en ACOX1 dans les fibroblastes de patients 
P-NALD. 
E.2.2. Marquage de NRF2 dans les fibroblastes humains 
Le marquage de NRF2 dans les fibroblastes contrôles et de patients atteints de P-NALD a 
été réalisé de la même façon que celui pour NRF1 (cf. paragraphe E.2.1, ci-dessus). Les 
résultats du marquage avec l’anticorps anti-NRF2 montrent un marquage exclusivement 
nucléaire qui est confirmé par la coloration Hoechst des noyaux dans les fibroblastes contrôles 
(Figure 51, p196). La superposition des images obtenues avec l’anti-NRF2 et le MitoTracker 
Red CMXRos ne montrent pas une co-localisation NRF2/mitochondries indiquant une 
localisation uniquement nucléaire de ce facteur. Les fibroblastes P-NALD (P3 et P5) montre 
également une localisation nucléaire de NRF2 (Figure 51). Cela signifie que NRF2 est 
exprimé de la même manière dans les fibroblastes contrôles et dans les fibroblastes de patients 
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Figure 50. Images d’immunofluorescence par microscopie à fluorescence des fibroblastes 
contrôles (C1) et des fibroblastes de patients atteints de P-NALD (P3 et P5) pour les 
mitochondries et NRF1. 
Les cellules ont été cultivées sur des lamelles pendant 24h. Les mitochondries ont été 
ensuite marquées avec le MitoTrackerRed CMXRos (marquage en rouge) puis fixées au 
paraformaldéhyde. Le marquage de NRF1 a été réalisé avec l’anticorps anti-NRF1. Les 
cellules ont été ensuite contremarquées avec un anticorps couplé à l’Alexa-Fluor 488 
dirigé contre NRF1 (marquage en vert). Le noyau a été coloré avec du Hoechst. Les 
images de superpositions NRF1/MitoTrackeront été réalisées avec le logiciel image J. Les 
images sont représentatives de deux expériences indépendantes (Grossissement 63x). 
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Figure 51. Images d’immunofluorescence par microscopie à fluorescence des fibroblastes 
contrôles (C1) et des fibroblastes de patients atteints de P-NALD (P3 et P5) pour les 
mitochondries et NRF2. 
Les cellules ont été cultivées sur des lamelles pendant 24h. Les mitochondries ont été ensuite 
marquées avec le MitoTrackerRed CMXRos (marquage en rouge) puis fixées au 
paraformaldéhyde. Le marquage de NRF2 a été réalisé avec un anticorps anti-NRF2. Les cellules 
ont été ensuite contremarquées avec un anticorps couplé à l’Alexa-Fluor 488 dirigé contre NRF2 
(marquage en vert). Le noyau a été coloré avec du Hoechst. Les images de superpositions 
NRF2/MitoTrackeront été réalisées avec le logiciel image J. Les images sont représentatives de 
deux expériences indépendantes (Grossissement 63x). 
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E.2.3. Marquage de SIRT1 dans les fibroblastes humains 
Le marquage de SIRT1 dans les fibroblastes contrôles a été réalisé grâce à l’utilisation 
d’un anticorps anti-SIRT1 et d’un anticorps secondaire couplé à l’Alexa fluor-488 permettant 
de visualiser SIRT1 en vert. Les mitochondries ont été aussi marquées avec la sonde 
MitoTracker Red CMXRos (coloration rouge). La coloration des cellules avec le Hoechst a 
permis de révéler les noyaux (Figure 52, p198). Tout comme le marquage de NRF1, l’anti-
SIRT1 montre la présence de SIRT1 au niveau du noyau et des mitochondries. La coloration 
du Hoechst confirme une localisation nucléaire de SIRT1. La superposition des images 
obtenues avec le marquage des mitochondries en rouge par le MitoTracker Red CMXRos et le 
marquage de SIRT1 en vert montre une co-localisation des deux marquages mitochondrial et 
nucléaire pour SIRT1 (Figure 52). Ce résultat confirme une double localisation de cette 
protéine au niveau nucléaire et mitochondrial, une observation déjà rapportée dans cellules de 
neuroblastome, les cellules HeLa et dans les cellules HEK293 chez l’homme (Aquilano et al., 
2010). Les fibroblastes de patients P-NALD (P3 et P5), montrent exactement le même résultat 
que celui obtenu avec les fibroblastes contrôles suggérant ainsi que, comme pour NRF1 et 
NRF2, il n’y a pas de lien entre la déficience en ACOX1 dans les fibroblastes de patients 
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Figure 52. Images d’immunofluorescence par microscopie à fluorescence des fibroblastes 
contrôles (C1) et des fibroblastes de patients atteints de P-NALD (P3 et P5) pour les 
mitochondries et SIRT1. 
Les cellules ont été cultivées sur des lamelles pendant 24h. Les mitochondries ont été ensuite 
marquées avec le MitoTrackerRed CMXRos (marquage en rouge) puis fixées au 
paraformaldéhyde. Le marquage pour SIRT1 a été réalisé avec l’anticorps anti-SIRT1. Les 
cellules ont été ensuite contremarquées avec un anticorps couplé à l’Alexa-Fluor 488 dirigé 
contre SIRT1 (marquage en vert). Le noyau a été coloré avec du Hoechst. Les images de 
superpositions SIRT1/MitoTrackeront été réalisées avec le logiciel image J.Les images sont 
représentatives de deux expériences indépendantes (Grossissement 63x). 
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E.3. Expression protéique de NRF1 et NRF2 dans les fibroblastes humains par Western 
blot 
Par Western blot, les expressions protéiques des deux facteurs de transcription NRF1 et 
NRF2 ont été analysées (Figure 53). Pour analyser le niveau d’expression protéique, nous 
avons d’abord estimé l’intensité des bandes par densitométrie, puis nous avons calculé le 
rapport intensité de bande NRF1/intensité de bande de β-actine (Figure 53, A). La Figure 53 
(B) montreune diminution de la moyenne des rapports d’environ 50%dans les fibroblastes 
P-NALD.Cependant, ce résultat n’atteigne pas le seuil de significativité. 
De même, l’expression de NRF2 montre des intensités de bandes qui ne varient pas entre 
les fibroblastes contrôles et P-NALD (Figure 53, C), et cela est confirmé par l’analyse du 
rapport des densités NRF2/β-actine qui ne montre pas de variation d’expression de NRF2 
entre les contrôles et les patients (Figure 53, D). 
Figure 53. Analyse de l’expression de NRF1 et NRF2 dans les fibroblastes par Western blot. 
Les extraits cellulaires obtenus à partir de la lignée de fibroblastes contrôles C1 (n=1) et des 
fibroblastes de patients P-NALD P3, P4 et P5 (n=3) ont été séparés par électrophorèse en gel 
de polyacrylamide en présence de SDS puis transférés sur une membrane de PVDF et 
immunodétectés avec les anticorps anti-NRF1(A) et anti-NRF2 (C). Les membranes ont été 
ensuite découpées et exposées à l’anticorps anti-β-actine. (B) Les rapports des densités des 
bandes pour de NRF1 (B) ou NRF2 (D) et la β-actine ont été déterminées avec le logiciel 
imageJ.Les résultats sont représentatifs de deux expériences indépendantes. Les barres 
d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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Ces résultats confirment les observations réalisées par immunofluorescence des 
marquages de NRF1 et NRF2 et les résultats d’expression en ARNm de NRF1 dans les 
fibroblastes. Ce qui suggère de nouveau qu’il n’y aurait pas de lien existant entre la déficience 
en ACOX1 et l’expression de ces facteurs de transcription. 
E.4. Expression de PGC-1α dans les lignées de fibroblastes de patients P-NALD 
E.4.1. Expression de PGC-1α dans les lignées de fibroblastes  
L’expression de PGC-1α dans les lignées de patients P3 à P8, P10 et P11 et dans les 
lignées contrôles C1 à C4 de fibroblastes a été étudiée par Western blot (Figure 54). La 
densité de chaque bande obtenue pour PGC-1α et pour la β-actine a été mesurée avec le 
logiciel image J. Le niveau d’expression relative de PGC-1α dans chaque lignée a été obtenu 
en rapportant la densité des bandes de PGC-1α à celles de la β-actine correspondantes.  
L’expression relative du taux de la protéine PGC-1α d’après les résultats du Western blot 
montre une diminution significative dans les lignées de patients d’environ 50% par rapport à 
celle des lignées de fibroblastes contrôles. L’absence de variations du niveau d’expression 
d’ARNm PGC-1α (Figure) et la diminution significative du taux de la protéine PGC-1α dans 
les fibroblastes P-NALD, indiqueraient une régulation au niveau traductionnel ou 
post-traductionnel de PGC-1α. 
  
Figure 54. Analyse de l’expression de la protéine PGC-1α par Western blot. 
La bande à 113 kDa correspond à PGC-1α (d’après données fournisseur Calbiochem,réf. 
ST1202).La densité de chaque bande a été déterminée avec le logiciel imageJ. L’expression de 
PGC-1α a été calculée en rapportant la densité de chaque bande à celle de la β-actine. 
L’expression relative a été obtenue en comparant la moyenne des rapports des patients (P3 à P8, 
P10 et P11) avec la moyenne des contrôles (C1 à C4). Les résultats sont représentatifs de deux 
expériences indépendantes. La significativité a été déterminée avec le test Wilcoxon (*, p<0,05 ; 
** p<0,001 ; *** p<0,0001). Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts 
types. 
ACOX1 et Fonctions mitochondriales Résultats-Chapitre IV 
201 
E.4.2. Régulation du coactivateurPGC-1α dans les fibroblastes humains 
La séquence protéique de PGC-1α renferme plusieurs sites de phosphorylation, 
d’acétylation, de méthylation et d’ubiquitinylation. Ces sites sont les cibles de différentes 
modifications post-traductionnelles modulant ainsi l’activité de PGC-1α que nous avons voulu 
élucider. Pour cela, PGC-1α a été immunoprécipité avec un anticorps anti-PGC-1α à partir 
d’extraits totaux des fibroblastes contrôles (C1) et P-NALD (P3, P4 et P5). La fraction 
immunoprécipitée a été, par la suite, séparée sur un gel dénaturant de polyacrylamide et après 
transfert, révélée soit par un anticorps anti-sérine phosphorylée soit par un anticorps anti-
lysine acétylée et enfin la présence de PGC-1α dans la fraction immunoprécipitée a été 
révélée par l’anticorps anti-PGC-1α. 
La Figure 55 représente les résultats d’immunoprecipitation. L’anti-phospho sérine a 
révélé des bandes dans toutes les lignées de patients et de contrôle. Cependant, PGC-1α 
montre des phosphorylations de sérines plus importantes dans les lignées de patients que dans 
la lignée contrôle. Cependant, seules les lignées de patients montrent une acétylation de 
PGC-1α. Ce résultat montre que dans les fibroblastes de patients, le niveau de 
phosphorylation de la protéine PGC-1α est augmenté par rapport aux contrôles et en même 
temps, cette augmentation de la phosphorylation est accompagnée d’une acétylation de 
PGC-1α uniquement dans les fibroblastes P-NALD. 
Figure 55. Régulation post-traductionnelle de PGC-1α en immunoprécipitation. 
PGC-1α a été immunoprécipité par un anticorps anti-PGC-1α dans les extraits cellulaires (1mg) 
des lignées de fibroblastes contrôle C1 (n=1) et de patients P3, P4 et P5 (n=3). L’immunoprécipité 
a été ensuite déposé sur gel d’acrylamide et révélé en Western blot par les anticorps anti-
phosphosérine, anti-acétyl-lysine et anti-PGC-1α.Les résultats sont représentatifs d’une seule 
expérience. Les barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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E.5. Evaluation des voies de signalisation régulant l’expression de PGC-1α 
Les principales protéines des voies de signalisation régulant l’expression de PGC-1α, 
appartenant à la voie de l’AMP kinase et à la voie Akt ont été étudiées dans les lignées de 
fibroblastes de patients et de contrôles. La forme phosphorylée et non phosphorylée de 
l’AMPK et de l’Akt ont été détectées par Western blot. L’expression relative de la 
phospho-AMPK et de la phospho-Akt a été calculée en rapportant l’expression des formes 
phosphorylées à celles des formes non phosphorylées respectives. Les résultats obtenus 
(Figure 56) montrent une diminution significative d’environ 60% de la phosphorylation de 
l’AMPK dans les lignées de patients par rapport aux lignées de contrôles. Pour la voie de 
l’Akt, les résultats obtenus ne montrentpas de différence de la phosphorylation d’Akt entre les 
fibroblastes de patients et ceux de contrôles. 
La déficience en ACOX1 dans les lignées de patients P-NALD résulte en un effet 
inhibiteur de la voie de l’AMPK. Généralement, il est admis que l’AMPKest inhibée quand le 
rapport AMP/ATP augmentedans la cellule. Pour mieux apprécier l’activité de l’AMPK, nous 
avons évalué l’expression et la phosphorylation de l’acyl-CoA carboxylase, une protéine cible 
de l’AMPK. 
Figure 56. Etude de l’expression de l’AMPK et de l’Akt par Western blot. 
La densité de chaque bande a été déterminée avec le logiciel imageJ. Les expressions relatives de la 
phospho-AMPK et de la phospho-Akt ont été calculées en rapportant la densité de chaque bande à 
celle de la forme non phosphorylée correspondante. L’expression relative a été obtenue en 
comparant la moyenne des rapports des patientsP3 à P8, P10 et P11 (n=8) avec la moyenne des 
contrôles (n=4) (C1 à C4). Les résultats sont représentatifs de trois expériences indépendantes. La 
significativité a été déterminée avec le test Wilcoxon (*, p<0,05 ; ** p<0,001 ; *** p<0,0001). Les 
barres d’erreur sur les histogrammes représentent les écarts types. 
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F. Expression de l’acétyl-CoA carboxylase (ACC) dans les fibroblastes humains 
L’acétyl-CoA carboxylase (ACC) est l’enzyme limitante de la voie de synthèse des 
acides gras de novo. Elle catalyse la réaction de carboxylation, ATP-dépendante, de l’acétyl-
CoA en malonyl-CoA. Ce dernier constitue un substrat pour la Fatty acid synthase (FAS) au 
cours de l’élongation des acides gras et un inhibiteur de la carnitine palmitoyl-transférase 1 
(CPT1) impliquée dans le transport des acides gras à travers la membrane mitochondriale 
pour la β-oxydation des AG (Tong, 2005). L’ACC existe sous plusieurs isoformes codées par 
un même gène résultat d’un épissage alternatif : l’ACC1 et l’ACC2. L’ACC1 est exprimée 
préférentiellement dans les tissus lipogéniques (foie, tissu adipeux) alors que l’ACC2 est 
exprimée essentiellement dans les tissus oxydatifs (muscle squelettique, foie et cœur). 
L’ACC1 est cytosolique alors que l’ACC2 possède une double localisation mitochondriale et 
cytosolique (Tong, 2005). Plusieurs facteurs régulent l’activité ACC tels que la 
phosphorylation de l’enzyme, les hormones, la concentration du citrate précurseur de l’acétyl-
CoA cytosolique et l’acétyl-CoA (Beaty et Lane, 1983; Kim, 1979). Il a été décrit que l’ACC 
pourrait être phosphorylée par l’AMPK au niveau des serines 79, 1200 et 1215 inhibant ainsi 
son activité (Ha et al., 1994). 
Le niveau d’expression de l’ACC dans les fibroblastes a été évalué par Western blot. Le 
résultat obtenu (Figure 57, A) montre une très faible intensité de bande pour l’ACC dans les 
fibroblastes contrôles, alors que dans les fibroblastes de patients P-NALD, les intensités des 
bandes de l’ACC sont plus élevées. L’analyse du rapport de densité phosphosérine 79-ACC 
(P-ACC)/ACC montre une induction de 4 fois dans les fibroblastes de patients (Figure 57, B). 
Cela montrerait qu’en absence de l’ACOX1 dans les fibroblastes humains, la phosphorylation 
Figure 57. Niveau de phosphorylation de l’ACC dans les fibroblastes. 
Les extraits cellulaires obtenus des 4 lignées (contrôles C1 (n=1) et P-NALD P3, P4 et P5 
(n=3)) ont été séparés par électrophorèse en gel de polyacrylamide en présence de SDS 
puis transférés sur une membrane de PVDF et immunodétectés avec les anticorps anti-P-
ACC(A). Les membranes ont été ensuite découpées et exposées à l’anticorps anti-ACC. (B) 
Les rapports des densités des bandes pour de P-ACC/ACC a été déterminé avec le logiciel 
imageJ. Les résultats sont représentatifs d’une seule expérience. Les barres d’erreur sur 
les histogrammes représentent les écarts types. 
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de l’ACC serait induite indiquant l’inhibition de l’activité de cette enzyme. Cela suggère que 
la phosphorylation de l’ACC dépendante de l’AMPK est augmentée. Ce résultat est paradoxal 
du fait que la phosphorylation de l’AMPK est diminuée et donc son activité aussi. Cependant, 
il est à noter qu’une seule lignée contrôle a été utilisée, et qu’il serait nécessaire d’inclure 
d’autres lignées contrôles. 
G. Conclusions 
Les principaux résultats relatifs à l’étude de la morphologie, de la biogenèse et du 
métabolisme énergétique mitochondrial, ainsi que les voies de signalisations régulant la 
fonction mitochondriale, dans les fibroblastes humains et le tissu hépatique murin déficients 
en ACOX1, sont résumés dans le Tableau 7. 
Tableau 7. Tableau récapitulatif des principaux résultats d’évaluation des fonctions 
mitochondriales dans les fibroblastes humains et dans le tissu hépatique 
murin en absence d’ACOX1. 
Etudes réalisées Fibroblastes ACOX1-/- Souris Acox1-/- (foie) 
Observations en microscopie à 
fluorescence 
Mitochondries fragmentées, de 
forme et taille hétérogènes 
- 
Observations en microscopie 
électronique 
Anomalies de la morphologie 
mitochondriale 
- 
Expression des gènes 
impliqués dans la biogenèse 
mitochondriale 
Pas de variations Diminution de MFN1 (ARNm) 
Nombre de copies de l’ADNmt Diminution - 
Expression protéique des 
complexes respiratoires 
Diminution de l’expression des 
complexes I, II, III, IV et V 
Diminution de l’expression du 
complexe IV 
Activités des complexes 
respiratoires 
Augmentation de l’activité du 
complexe V 
Diminution de l’activité du 
complexe IV 
Quantité d’ATP 
ATP total normal 
ATP mitochondrial diminue 
ATP total normal 
Respiration mitochondriale - 
Diminution de la respiration 
basale  
Expression en ARNm des 
facteurs de transcription NRF1, 
NRF2 et TFAM 
Normale Diminution de NRF2 et TFAM  
Expression en ARNm des 
coactivateurs PGC-1α et PRC 
Diminution de PRC Diminution de PRC 
Activité de PGC-1α Inhibée par acétylation - 
Phosphorylation de l’AMPK Diminution - 






















Le peroxysome a été considéré pendant longtemps comme un organite d’une importance 
secondaire. La découverte dans les années soixante-dix des premières pathologies liées à 
l’absence du peroxysome ou bien la déficience d’une ou de plusieurs de ses fonctions, pointait 
le rôle important de cet organite et de ses diverses fonctions dans le métabolisme cellulaire et 
le maintien de son homéostasie. Le peroxysome joue un rôle indispensable dans des voies 
métaboliques importantes telles que le métabolisme du glyoxylate, le mécanisme de 
détoxification des espèces réactives de l’oxygène, le métabolisme des acides aminés, 
l’α-oxydation de l’acide phytanique et la synthèse des éther-phospholipides. Cependant, une 
fonction majeure de cet organite est la β-oxydation des acides gras à très longue chaîne 
(AGTLC). Cette voie peroxysomale ne participe pas uniquement à la dégradation exclusive 
des AGTLC tels que le C26:0 et le C24:0 mais également à la synthèse des acides biliaires et 
des plasmalogènes et à la dégradation des eicosanoïdes et des acides dicarboxyliques. 
Les maladies liées à une déficience peroxysomale sont classées en 2 groupes : le groupe 1 
ou maladies associées à un défaut de la biogenèse des peroxysomes et le groupe 2 ou maladies 
causées par la déficience d’une seule enzyme peroxysomale.  
L’acyl-CoA oxydase 1 ou ACOX1 est l’enzyme qui catalyse la première étape limitante 
de la β-oxydation peroxysomale. Le rôle important que joue cette enzyme au sein du 
peroxysome a été souligné par le diagnostic des deux premiers patients ayant une déficience 
en acyl-CoA oxydase 1 en 1988 (Poll-The et al., 1988). Cette déficience est connue sousle 
termede pseudo-adrénoleucodystrophie néonatale (P-NALD) dont les symptômes ressemblent 
à ceux de l’adrénoleucodystrophie néonatale (NALD), une maladie peroxysomale liée à la 
déficience de la biogenèse peroxysomale. La P-NALD, appartenant au deuxième groupe des 
maladies peroxysomales, est une maladie autosomale récessive qui se manifeste à la 
naissance. Cette maladie s’accompagne d’une hypotonie généralisée, d’une surdité, d’un 
développement moteur très retardé, d’une hépatomégalie et les enfants atteints présentent une 
démyélinisation de la matière blanche cérébrale et meurent précocement (Fournier et al., 
1994). La déficience en ACOX1 résulte en des taux élevés d’AGTLC plasmatiques. Le 
modèle murin de la P-NALD, la souris Acox1
-/-
 présente le même type de symptôme avec, à 
l’âge de deux à quatre mois, un taux élevé d’AGTLC plasmatiques, un retard de croissance et 
une hépatomégalie. Par contre, contrairement aux patients, le modèle murin ne présente pas 




A. Caractérisation de 3 lignées de fibroblastes de patients atteints de P-NALD 
Les trois lignées de fibroblastes de patients P-NALD, P3, P4 et P5 ont été obtenues de 
l’institut Coriell (Etats-Unis). Les données disponibles pour ces trois lignées étaient 
restreintes à de simples descriptions du diagnostic sans aucune précision sur les paramètres 
biochimiques. Nous avons voulu étudier de plus près ces paramètres afin de valider ces 
lignées comme modèles d’études. 
Nous avons, dans un premier temps, mesuré l’activité acyl-CoA oxydase 1 vis-à-vis du 
palmitoyl-CoA (C16:0) dans les trois lignées de patients (P3, P4 et P5) et dans la lignée de 
fibroblastes contrôles afin de valider l’absence d’activité enzymatique acyl-CoA oxydase chez 
les patients P-NALD. La mesure d’activité a révélé la présence d’activité résiduelle de 
l’enzyme pour le C16:0 dans la lignée P3 d’environ 20% et l’absence d’activité dans les 
lignées P4 et P5. La présence d’activité résiduelle dans la lignée P3 pourrait être expliquée par 
une mutation ponctuelle au niveau du gène aboutissant à la synthèse d’une enzyme mutée 
faiblement active. Cependant l’absence d’activité dans les deux lignées P4 et P5 laisse penser 
à une ou plusieurs mutations touchant le site actif ou le site catalytique de l’enzyme, 
abolissant ainsi son activité. L’hypothèse d’une large délétion au niveau du gène de l’ACOX1 
dans les trois lignées aboutissant à l’absence de la protéine est écartée. En effet, 
l’immunomarquage réalisé sur les trois lignées avec les anticorps anti-ACOX1 a permis de 
mettre en évidence la présence de la protéine ACOX1 au sein des 3 lignées de patients. 
Ensuite, les lignées ont été caractérisées au niveau du nombre et de la taille apparente des 
peroxysomes. Ceci a été réalisé grâce au marquage de la catalase avec un anticorps anti-
catalase en microscopie à fluorescence et avec la diaminobenzidine (DAB) en microscopie 
électronique. Les observations et les images obtenues ont montré une diminution du nombre 
de peroxysomes d’environ 50% et une augmentation de leurs tailles apparentes. Ainsi comme 
cela avait déjà été décrit chez les patients atteints de P-NALD au niveau du foie (Poll-The et 
al., 1988), l’absence de l’activité acyl-CoA oxydase 1 se traduit par une augmentation de la 
taille apparente des peroxysomes. Cela semble une des caractéristiques des maladies du 
deuxième groupe des désordres peroxysomaux. En effet, les immunomarquages de différentes 
protéines de la membrane et de la matrice peroxysomale réalisés sur des fibroblastes 
provenant de patients déficients en ACOX1 et en D-PBE ont montré une diminution du 
nombre et une augmentation de la taille des peroxysomes (Funato et al., 2006). De même, 
chez les souris knockout pour l’ACOX1, âgées de 1 à 4 mois, le marquage à la DAB de la 
catalase montre des hépatocytes pauvres en peroxysomes qui se trouvent en nombre réduit par 
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rapport aux souris contrôles (Fan et al., 1996a). Jusqu'à présent, l’origine de ces modifications 
reste inconnue. Cependant, il a été suggéré dans le cas de la déficience en ACOX1, que 
l’accumulation des AGTLC pourrait perturber les membranes peroxysomales et interférer 
avec le mécanisme d’import des protéines peroxysomales menant ainsi à des morphologies 
anormales ou bien à l’agrégation de plusieurs organites (Fan et al., 1996a; Funato et al., 
2006). 
La mesure de la β-oxydation peroxysomale du C26:0 dans les deux lignées de 
fibroblastes P-NALD, P3 et P5, a montré une activité de β-oxydation diminuée de 70% par 
rapport à la lignée contrôle C1. Ce taux résiduel de β-oxydation (30%) semble logique pour la 
lignée P3 qui présente une activité résiduelle acyl-CoA oxydase. Cependant, pour la lignée 
P5, l’absence d’activité acyl-CoA oxydase est aussi accompagnée d’un taux résiduel de 30 % 
de β-oxydation. En effet, la mesure des activités enzymatiques chez l’homme de l’ACOX1 
(ou palmitoyl-CoA oxydase) et de l’acyl-CoA oxydase des acides gras branchés (ACOX2) au 
niveau du foie et des reins a montré que l’ACOX2 pourrait contribuer pour 25% à l’oxydation 
peroxysomale des acides gras à chaîne linéaire tels que le palmitoyl-CoA, 
l’hexadécanedioyl-CoA, les prostaglandines E2-CoA et pour 15% à l’oxydation du 
lignocéryl-CoA (Vanhove et al., 1993). L’activité résiduelle de 30% de la β-oxydation 
mesurée avec la lignée P3 peut alors correspondre à la contribution de l’ACOX2 dans la 
β-oxydation du C26:0. 
L’analyse de l’expression en qPCR de l’ARNm de l’ACOX1 totale et de ses deux 
isoformes, ACOX1a et ACOX1b, montre de très fortes diminutions d’environ 90%, dans la 
lignée P3, d’environ 80% dans la lignée P4. La lignée P5 montre des expressions comparables 
à celles de la lignée contrôle C1 pour l’ACOX1 totale et de ses deux isoformes, ACOX1a et 
ACOX1b. Quand l’expression protéique de l’ACOX1 est évaluée en Western blot dans les 
homogénats des fibroblastes, la lignée contrôle C1 et la lignée de patient P5 montrent la 
présence de l’ACOX1 totale de 72 kDa ainsi que les formes clivées de 51 et 21 kDa. 
Cependant, dans les deux lignées P3 et P4, la protéine ACOX1 n’est pas détectable. Plusieurs 
mutations au niveau du gène codant l’ACOX1 aboutissent à des profils différents de la 
protéine en Western blot (Ferdinandusse et al., 2007). La mutation faux-sens p.R148X au 
niveau de l’exon 4 chez un patient est associée à une protéine tronquée non détectable. Le 
même résultat est obtenu chez un patient présentant une délétion (p.F124-p.N129) au niveau 
de l’exon 3 alors que la substitution p.S310P au niveau de l’exon 7 donne une protéine 
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inactive avec un profil similaire de la protéine en Western blot aux les lignées de fibroblastes 
contrôles (Ferdinandusse et al., 2007). 
Tableau 8. Tableau récapitulatif des résultats de la caractérisation des lignées de 
fibroblastes de patients P-NALD P3, P4 et P5 par rapport à la lignée contrôle C1. 
 
En résumé, les 3 lignées de patients P-NALD montrent une augmentation de la taille des 
peroxysomes et la diminution de leur nombre (Tableau 8). Elles montrent aussi la présence de 
l’ACOX1 en immunomarquage. Les deux lignées P4 et P5 montrent une forte diminution des 
expressions en ARNm des ACOX1 totales, ACOX1a et ACOX1b et cela est accompagné 
d’une absence des bandes caractéristiques de l’ACOX1 en Western blot dans P4 alors que P5 
montre un profil normal. De plus, la lignée P4 montre une activité résiduelle de β-oxydation 
peroxysomale pour le C26:0. Ces résultats suggèrent dans la lignée P4 une délétion au niveau 
du gène de l’ACOX1 abolissant ainsi l’activité de l’enzyme ainsi que son expression en 
ARNm et en protéines. Dans la lignée P5, du fait d’un niveau d’expression normal de la 
protéine, l’absence d’activité de l’ACOX1 ne pourrait s’expliquer que par une mutation 
ponctuelle touchant le site catalytique de l’enzyme. Au niveau peroxysomal,la lignée P3 
présente des caractéristiques qui ressemblent à celles de la lignée P4. Cependant, malgré la 
mutation de l’ACOX1 dans cette lignée, une activité résiduelle de l’ACOX1 est détectée. Ceci 
suggérerait que la mutation au niveau du gène de l’ACOX1 pourrait perturber le site actif de 




B. Déficience en ACOX1 et métabolisme du cholestérol dans les fibroblastes P-NALD 
Le cholestérol joue un rôle clé dans la croissance et le développement des cellules 
eucaryotes. Le cholestérol est important pour la synthèse et la fluidité des membranes 
cellulaires. Il est également un précurseur essentiel pour la synthèse de biomolécules 
nécessaires pour le bon fonctionnement de la cellule tels que la vitamine D, les acides biliaires 
et les hormones stéroïdes. Le cholestérol peut provenir soit de l’alimentation soit de la 
synthèse de novo à partir de l’acétyl-CoA. L’homéostasie du cholestérol est maintenue grâce 
aux voies d’élimination. La voie majeure de l’élimination du cholestérol consiste en sa 
conversion en acides biliaires qui permettent la solubilisation et l’absorption des lipides 
d’origine alimentaire et des vitamines au niveau de l’intestin (Monte et al., 2009). 
Les effets du dysfonctionnement peroxysomal sur la synthèse du cholestérol ont été 
étudiés essentiellement dans le cas du syndrome de Zellweger (ZS). Cependant, de telles 
études ont fourni des résultats contradictoires (Kovacs et al., 2002). Bien que le taux du 
cholestérol plasmatique soit diminué chez des patients atteints de ZS (Kovacs et al., 2002), 
une étude a rapporté des activités enzymatiques normales des enzymes MVK, MPD et IPP 
dans les fibroblastes de patients ZS (Wanders et Romeijn, 1996). D’autres études ont décrit 
une diminution de l’activité de la MVK dans les fibroblastes de patients ZS et NALD (Biardi 
et al., 1994). La synthèse du cholestérol a été également un sujet d’une controverse. Alors que 
certaines équipes ont montré une diminution de la synthèse du cholestérol dans les 
fibroblastes de patients ZS (Hodge et al., 1991; Mandel et al., 1995), d’autres ont noté un taux 
normal ou faiblement élevé (Malle et al., 1995; van Heusden et al., 1992). 
La voie de synthèse du cholestérol a été également étudiée dans les modèles murins du 
ZS, notamment les souris déficientes soit pour la protéine PEX5, soit pour PEX2. Les souris 
Pex5
-/-
 nouveau-nées ont un taux normal de cholestérol dans le plasma, le foie et le cerveau 
(Vanhorebeek et al., 2001). Les activités des enzymes participant à la synthèse du cholestérol 
chez ces souris sont soit normales, soit légèrement augmentées (Hogenboom et al., 2002), 
alors que dans le second modèle murin déficient en PEX2, les taux de cholestérol plasmatique 
et hépatique sont diminués de 40%, tandis que ce taux est normal dans le cerveau et les autres 
tissus(Kovacs et al., 2004). 
Dans les fibroblastes de patients P-NALD, nous avons montré une induction, au niveau 
transcriptionnel, de la voie de synthèse du cholestérol par rapport aux fibroblastes contrôles. 
Cette induction est caractérisée, par des études de transcriptomique (puces à ADN) et PCR 
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quantitative, par une augmentation de l’expression du gène de la HMGCR, enzyme limitante 
de la voie de synthèse du cholestérol. Ceci est également suivi par l’augmentation de 
l’expression des composantes de la voie du mévalonate. Seule la farnésyl diphosphate 
synthase semblait induite au niveau des puces à ADN mais cela n’a pas été confirmée par 
qPCR. Ces résultats montrent, du moins au niveau transcriptionnel, que dans le cas de la 
déficience en ACOX1, les gènes de la voie de synthèse du cholestérol sont induits. De plus, 
l’expression en ARNm de SREBP-2, un facteur de transcription impliqué principalement dans 
la régulation de la voie de synthèse du cholestérol, est augmentée dans les fibroblastes 
P-NALD. L’origine de l’induction de cette voie au niveau des fibroblastes P-NALD signifie 
soit une baisse du taux de cholestérol dans la cellule, soit une dérégulation de cette voie dans 
ce contexte pathologique. Cela nécessitera une mesure du taux de cholestérol dans ces 
cellules. 
La déficience en ACOX1 dans les fibroblastes de patients P-NALD bloque la 
β-oxydation peroxysomale. Or, chez les souris déficientes en MFP2 (ou D-PBE), qui catalyse 
la deuxième et la troisième réaction de la β-oxydation peroxysomale, Martens et coll. ont 
montré une dérégulation dans le sens d’une induction de 14 gènes codant des enzymes de la 
voie de synthèse du cholestérol sans que cette dérégulation affecte le taux de cholestérol 
plasmatique (Martens et al., 2008). De la même manière, le taux de cholestérol plasmatique 
chez les souris Acox1
-/-
 est normal mais ce taux augmente lorsque les 2 isoformes 
de l’ACOX1, ACOX1a et ACOX1b sont exprimées chez les souris déficientes (Vluggens et 
al., 2010). Cela suggère que la déficience de la β-oxydation peroxysomale est à l’origine de la 
perturbation de cette voie au niveau transcriptionnel. Cette hypothèse est renforcée par les 
études menées sur les souris déficientes en Pex5 et en Pex2. Chez ces souris, le contenu en 
cholestérol dans le cerveau est normal, suggérant que la synthèse du cholestérol n’est pas 
affectée par l’absence d’import de protéines peroxysomales (Vanhorebeek et al., 2001). De 
plus, il a été suggéré que la perturbation de l’homéostasie du cholestérol dans les foies des 
souris Pex2
-/-
 pourrait être la conséquence des perturbations métaboliques notamment 
caractérisées par une stéatose hépatique et une cholestase (Kovacs et al., 2004). 
SREBP2 appartient à la famille des facteurs de transcription SREBPs (ou Sterol 
Regulatory Element Binding Proteins) et joue un rôle central dans la régulation de la synthèse 
du cholestérol. Chez l’homme, SREBP-1a et SREBP-1c régulent préférentiellement les gènes 
impliqués dans la synthèse des acides gras et des triglycérides alors que SREBP-2 active les 
gènes nécessaire pour la synthèse du cholestérol. Le gène codant SREBP2 est un des gènes 
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cibles de PPARα. Ceci a été décrit au niveau des cellules HepG2 traitées par l’agoniste 
GW7647 de PPARα provoquant l’induction de SREBP2 et de ses gènes cibles (van der Meer 
et al., 2010). D’une manière très intéressante, l’activation de PPARα dans ces cellules stimule 
son interaction physique et sa liaison aux promoteurs des gènes codant les enzymes 
impliquées dans la voie de synthèse du cholestérol telles que HMGCS1, HMGCR, FDFT1 et 
SC4MOL (van der Meer et al., 2010). Le lien entre la déficience de la β-oxydation 
peroxysomale et l’activation de PPARα chez la souris a été rapporté dans le cas de la 
déficience en ACOX1 (Fan et al., 1996a; Vluggens et al., 2010), en MFP2 (Jia et al., 2003) et 
en SCPx (Seedorf et al., 1998). Dans ce sens, il a été suggéré que l’activation de PPARα, suite 
à la déficience en MFP2 chez la souris et l’accumulation des ligands endogènes, induise et 
active SREBP2 qui, à son tour, active ses gènes cibles, notamment les gènes de la synthèse du 
cholestérol. L’implication de PPARα dans l’induction de ces gènes a été vérifiée chez les 
souris double KO D-Pbe/Pparα. Ces souris ne montrent aucune induction de ces gènes 
comparées aux souris KO Pparα (Martens et al., 2008). Il est à noter que les cultures 
primaires d’hépatocytes de souris Mfp2-/- traitées avec l’agoniste WY14.643 de PPARα ne 
montrent aucune augmentation de l’expression du gène SREBP2 contrairement au gène 
codant HMGCR qui montre une légère augmentation. Cette contradiction par rapport à ce qui 
a été cité précédemment avec l’agoniste GW7647, pourrait être expliquée par les modes 
d’actions différents des agonistes de PPARα, surtout que PPARα pourrait activer les gènes de 
la synthèse du cholestérol indépendamment de l’activation de SREBP2 (van der Meer et al., 
2010). Dans les fibroblastes de patients P-NALD, l’analyse transcriptomique montre une 
légère induction de l’expression de PPARα (1,54 fois). A titre indicatif, les expressions de 
différents gènes cibles de PPARα dans ces fibroblastes, obtenues par puce à ADN, sont 
présentées dans le Tableau 9. Ces résultats, non confirmés par PCR quantitative, suggèreraient 
une induction de PPARα suite à l’accumulation de ses ligands endogènes provoquée par la 
déficience en ACOX1. L’activation de PPARα induirait le gène SREBP2 qui, à son tour, 
induirait les gènes de la synthèse du cholestérol. Cette hypothèse, qui nécessite des 
investigations beaucoup plus avancées pour confirmer les activations du facteur de 
transcription PPARα, de SREBP2 et des enzymes de la voie de cholestérol, n’est pourtant pas 
la seule hypothèse plausible. En effet, le DHA, l’EPA et l’acide arachidonique n-6 ont été 
décrits pour inhiber le processus de maturation de SREBP (Worgall et al., 1998). Or, chez les 
patients atteints de P-NALD (Ferdinandusse et al., 2010), tout comme chez les souris Acox1
-/-
(Vluggens et al., 2010), les taux de DHA et d’acide arachidonique (AA) diminuent au niveau 
hépatique. De plus, chez la souris Acox1
-/-, les taux de DHA et d’AA sont restaurés par 
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l’expression soit de l’isoforme ACOX1b soit des deux isoformes 1a et 1b (Vluggens et al., 
2010). La diminution du taux de DHA lèverait-elle l’inhibition de SREBP2 et provoquerait-
elle par la suite l’induction de ses gènes cibles ? 
L’expression de l’ACAT2, une enzyme responsable de la synthèse d’esters de 
cholestérol, est augmentée dans les fibroblastes P-NALD. Cela est aussi confirmé par 
l’induction au niveau transcriptomique de SOAT1 et STARD4. L’estérification du cholestérol 
a déjà été décrite dans un contexte d’accumulation d’AGTLC. En effet, il a été montré au 
niveau des régions présentant des démyélinisations au niveau du cerveau chez les patients X-
ALD, l’existence d’esters de cholestérol contenant des AGTLC (Dubois-Dalcq et al., 1999; 
Reinecke et al., 1985). Cette accumulation des AGTLC sous forme d’esters de cholestérol a 
été aussi décrite dans le cortex surrénal et les testicules (Powers et Schaumburg, 1973; Powers 
et Schaumburg, 1981; Powers et al., 1980). La formation de ces esters de cholestérol piégeant 
les AGTLC conduit à une augmentation de leur concentration dans les neuroblastomes 
Neuro2a de souris (Jia et al., 2004). Cette estérification est catalysée par l’ACAT1 chez la 
souris après activation sous forme d’acyl-CoA. Cela laisserait supposer qu’en cas de 
déficience en ACOX1, l’accumulation des AGTLC toxiques pour la cellule provoquerait 
l’activation de PPARα qui induirait SREBP2 et les gènes de voie de synthèse du cholestérol. 
Tableau 9. Tableau montrant les facteurs d’induction des gènes cibles de PPARα. 
Les résultats ont été obtenus par analyse transcriptomique en puce à ADN. 
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Le cholestérol synthétisé serait utilisé pour séquestrer les AGTLC afin de minimiser 
leurseffets sur la cellule. 
Le gène de la CYP7B1 catalyse la première réaction de dégradation du cholestérol en 
acides biliaires et son expression est augmentée dans les fibroblastes P-NALD. Ce résultat 
semble contradictoireàl’augmentation de la synthèse du cholestérol. De la même manière, les 
augmentations d’expression des ARNm de INSIG1 et INSIG2 sont contradictoires avec 
l’induction de SREBP2 puisque ces protéines retiennent SREBP2 ancré à la membrane du RE 
empêchant sa translocation vers l’appareil de Golgi pour sa maturation. Ceci pourrait suggérer 
un rétrocontrôle négatif par l’induction de ces gènes dans le but de maintenir le taux de 
cholestérol à un certain niveau surtout dans le cas où la cellule n’a pas besoin d’une synthèse 
élevée de cholestérol. 
En conclusion, la déficience en ACOX1 et par voie de conséquence, le blocage de la 
β-oxydation peroxysomale perturbe la voie de synthèse et de dégradation du cholestérol au 
niveau transcriptionnel. L’accumulation des dérivés d’AG en absence d’activité ACOX1 chez 
les patients P-NALD, pourrait activer PPARα. Ce dernier induirait SREBP2 qui, avec 
PPARα, induiraient la transcription de gènes cibles de la voie de synthèse du cholestérol. Ceci 
montre un lien entre une activité enzymatique peroxysomale et la biosynthèse de cholestérol. 
C. Déficience en ACOX1 et altérations de la mitochondrie dans les fibroblastes P-NALD 
Dans la cellule, plusieurs organites participent à la β-oxydation des acides gras contribuant 
soit à leur dégradation soit à la synthèse d’autres composés dérivés. La majorité des AG sont 
β-oxydés dans la mitochondrie qui prend en charge les AG de courte, moyenne et longue 
chaîne. Cependant, les AGTLC sont dégradés exclusivement dans le peroxysome (Hashimoto, 
1999; Mannaerts et Debeer, 1982). Le réticulum endoplasmique (RE) participe également à la 
dégradation des AGLC et des AGTLC à travers les ɷ-hydroxylases CYP4A1 et CYP4A3 
pour former les acides dicarboxyliques (DCA) qui seront dégradés par le système 
peroxysomal de β-oxydation (Kimura et al., 1989; Muerhoff et al., 1992). 
Bien que la mitochondrie et le peroxysome soient capables de dégrader les AG, seule la 
β-oxydation mitochondriale aboutit à la synthèse d’ATP grâce au processus de la 
phosphorylation oxydative (Mannaerts et van Veldhoven, 1996). Dans le peroxysome, deux 
systèmes de β-oxydation ont été décrits (Hashimoto, 1999; Mannaerts et van Veldhoven, 
1996). Le premier système regroupe l’acyl-CoA oxydase 1 (ACOX1), la L-PBE et la 3-
cétoacyl-CoA thiolase (pTH1). Ces enzymes prennent en charge la β-oxydation des AGTLC à 
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chaîne linéaire et sont inductibles par les proliférateurs de peroxysome (PPs) (Hashimoto, 
1999; Reddy et Hashimoto, 2001a; Wanders et al., 2001b). Le deuxième système regroupe 
l’acyl-CoA oxydase des AG ramifiés (ACOX2), la D-PBE et la pTH2 (ou SCPx) prenant en 
charge les AGTLC à chaîne ramifiée (acide pristanique et les intermédiaires des acides 
biliaires) et ces enzymes ne sont pas inductibles par les PPs (Hashimoto, 1999; Seedorf et al., 
1998).  
La P-NALD est une maladie neurodégénérative provoquée par la déficience en activité 
ACOX1 et accompagnée par une démyélinisation de la matière blanche cérébrale, une 
accumulation des AGTLC tels que l’acide cérotique (C26:0) et l’acide tétracosanoïque 
(C24:0) dans le plasma et les tissus, un rapport C26:0/C22:0 élevé et une hépatomégalie avec 
des peroxysomes élargis en taille et réduits en nombre (Fournier et al., 1994; Poll-The et al., 
1988).  
Dans le travail présenté dans ce manuscrit, nous avons démontré pour la première fois des 
altérations de la morphologie et de la fonction mitochondriale dans les fibroblastes déficients 
en ACOX1 issues de patients atteints de P-NALD. 
De nombreuses études ont montrées les liens étroits qui existent entre peroxysome et 
mitochondrie. Ces deux organites présentent des similarités telles que leurs rôles dans la 
β-oxydation de la majorité des acides gras(Poirier et al., 2006; Wanders, 2004b)et la 
dégradation des espèces réactives del’oxygène (ERO)(Jezek et Hlavata, 2005; Schrader et 
Fahimi, 2006). Au-delà des similarités au niveau de leurs fonctions, le peroxysome et la 
mitochondrie partagent même certains processus tels que le processus de fusion/fission 
(Camoes et al., 2009; Schrader, 2006) et communiquent par l’intermédiaire de vésicules de 
transport/échange dont le contenu et le rôle restent jusqu'à présent inconnu (Neuspiel et al., 
2008). 
Plusieurs maladies à l’origine de la déficience en peroxysome, ou en une enzyme 
peroxysomale, ainsi que des modèles murins de maladies peroxysomales, 
s’accompagnentd’altérations structurales et fonctionnelles des mitochondries (Baumgart et al., 
2001; Dirkx et al., 2005; Goldfischer et al., 1973; Jia et al., 2003; McGuinness et al., 2003). 
C.1. Morphologie et biogenèse des mitochondries chez les patients P-NALD 
Les fibroblastes issus des patients P-NALD renferment des mitochondries 
morphologiquement anormales en microscopie à fluorescence et en microscopie électronique. 
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Ces mitochondries présentent des formes et des tailles hétérogènes et apparaissent gonflées. 
Les crêtes mitochondriales sont rares, remplacées par des structures empilées ou bien 
présentant des aspects curvilignes et vésiculaires. De plus, la membrane externe 
mitochondriale dans les fibroblastes de patients, présente des évaginations et des 
invaginations anormales. Cependant, certaines mitochondries apparaissent normales, 
similaires à celles observées dans les fibroblastes contrôles. Plusieurs anomalies de la 
morphologie mitochondriale ont été déjà décrites dans des maladies peroxysomales. En effet, 
au niveau hépatique, les patients atteints du syndrome de Zellweger présentent des 
mitochondries anormales ressemblant à celles observées chez les patients P-NALD 
(Goldfischer et al., 1973). Ces perturbations au niveau mitochondrial ont été essentiellement 
décrites en absence de peroxysomes. Ceci est également confirmé dans les modèles murins de 
déficience peroxysomale, notamment dans les souris Pex5
-/-
 (souris model du ZS) (Baumgart 
et al., 2001; Dirkx et al., 2005). Cependant, des altérations mitochondriales ont été également 




 (Jia et al., 2003) et les souris ALD 
(McGuinness et al., 2003) où la β-oxydation peroxysomale est soit fortement réduite, soit 
absente. Nos résultats, en absence d’activité ACOX1 et donc de la β-oxydation peroxysomale, 
confortent l’idée de l’effet de l’absence de la β-oxydation peroxysomale sur la biogenèse de la 
mitochondrie plutôt qu’un effet lié à un défaut de la biogenèse du peroxysome. 
A la suite des observations des mitochondries dans les fibroblastes P-NALD, nous nous 
sommes demandés si les anomalies de la morphologie mitochondriale pourraient être le 
résultat de la perturbation du processus de la biogenèse de la mitochondrie. Pour répondre à 
cette question, les expressions en ARNm des gènes MFN1, MFN2, OPA1 (fusion) et de 
DNML1 (fission) ont été évaluées par PCR quantitative. Bien que les résultats obtenus ne 
montrent pas des différences statistiquement significatives entre les fibroblastes contrôles et 
les fibroblastes P-NALD, les expressions des gènes montrent une tendance à la surexpression 
de ces ARNm. Ceci pourrait indiquer une perturbation de l’équilibre entre fission et fusion de 
la mitochondrie, résultant en une morphologie anormale des mitochondries. Un déséquilibre 
du processus de biogenèse de la mitochondrie a été illustré par des modèles cellulaires 
déficients pour les protéines de fusion, montrant un effet sur la morphologie mitochondriale 
notamment des mitochondries fragmentées (Chen et al., 2005). Or, dans les fibroblastes 
P-NALD, les marquages du cytochrome c et avec le MitoTracker Red CMXRos des 
mitochondries en microscopie à fluorescence montrent des mitochondries fragmentées. 
L’altération de la morphologie mitochondriale est accompagnée par une diminution du 
 Discussion 
217 
nombre de copies d’ADNmt indiquant un effet de l’absence d’activité ACOX1 sur la 
morphologie et le nombre de mitochondries. 
C.2 Métabolisme énergétique mitochondrial chez les patients P-NALD 
La perturbation de la morphologie et de la biogenèse mitochondriale est souvent associée 
à des altérations de la fonction énergétique de la mitochondrie notamment au niveau des 
activités enzymatiques de la chaîne respiratoire, de la respiration cellulaire et du potentiel 
membranaire (Chen et al., 2005). 
Parmi les activités enzymatiques de la chaîne respiratoire, seule l’activité du complexe V 
est augmentée d’environ 40% dans les fibroblastes P-NALD. En effet, l’analyse des activités 
des complexes rapportées aux activités soit du complexe II, soit du complexe IV, confirment 
l’augmentation de l’activité du complexe V sans montrer de variations pour les activités des 
complexes I, II, III et IV. L’activité spécifique de chaque complexe ne montre aucune 
variation entre les fibroblastes P-NALD et les fibroblastes contrôles. Mais il apparait que les 
résultats des activités mesurées des complexes exprimés sous forme d’activités spécifiques ne 
seraient pas assez informatifssur le fonctionnement réel de la chaîne respiratoire d’où la 
présentation de nos résultats sous forme d’activités rapportées aux activités soit du complexe 
II, soit du complexe IV. L’augmentation de l’activité du complexe V est accompagnée d’une 
diminution du taux d’ATP mitochondrial dans les fibroblastes de patients P-NALD alors que 
le taux d’ATP total reste invariable. Ces résultats indiquent l’incapacité des fibroblastes en 
absence de l’ACOX1 à maintenir une production d’ATP mitochondrial normale et que 
l’augmentation de l’activité du complexe V pourrait être une compensation pour combler le 
manque en ATP mitochondrial. Il faut aussi noter que dans les fibroblastes de patients P-
NALD, l’expression en ARNm de l’UCP2 augmente suggérant ainsi un découplage au niveau 
de la membrane interne mitochondriale. Cependant, malgré la baisse du taux d’ATP produit 
par la mitochondrie, le taux d’ATP total reste équivalent à celui des fibroblastes contrôles. 
Nous avons montré que le manque en ATP mitochondrial produit par la phosphorylation 
oxydative est compensé par la voie de glycolyse. Ceci est en accord avec nos résultats chez 
les souris déficientes en ACOX1 et avec celui de Baumgart et coll., chez les souris déficientes 
en PEX5 (Baumgart et al., 2001). Ce travail doit encore être complété par une étude des 
ARNm et des activités enzymatiques de la voie de glycolyse. 
L’analyse de l’abondance des transcrits des sous-unités des complexes de la chaîne 
respiratoire dans les fibroblastes P-NALD ne montre aucune différence significative par 
Discussion 
218 
rapport aux cellules contrôles suggérant qu’au niveau transcriptionnel, la déficience en 
ACOX1 n’affecte pas ces expressions. En effet plusieurs facteurs de transcription ont été 
décrits pour réguler l’expression des gènes codant les complexes respiratoires, tels que NRF1, 
NRF2, TFAM (Scarpulla, 2008a; Scarpulla, 2011). PGC1-α est connu pour coactiver la 
transcription de NRF1 et NRF2 pour activer la biogenèse et le métabolisme mitochondrial 
(Wu et al., 1999b). Cette activation passe par le facteur TFAM qui régule la transcription du 
génome mitochondrial (Parisi et Clayton, 1991). Dans les fibroblastes P-NALD, l’expression 
en ARNm de ces facteurs ne varie pas ce qui peut expliquer un profil d’expression normal des 
sous-unités des complexes. Ce profil est de plus confirmé par les expressions protéiques de 
NRF1 et NRF2. Bien que NRF1 montre une diminution du taux de protéine dans les 
fibroblastes P-NALD, cette diminution n’est statistiquement pas significative de même pour 
NRF2 dont l’expression protéique est comparable à celle du contrôle. Dans le même contexte, 
la localisation cellulaire de NRF1, NRF2 et SIRT1 est similaire à celle des cellules contrôles 
indiquant une fois de plus que l’expression et la localisation de ces facteurs ne sont pas 
influencées par l’absence de l’ACOX1. Il est à noter que la localisation mitochondriale de 
NRF1 et SIRT1 dans les fibroblastes, indépendamment de la présence ou de l’absence de 
l’activité ACOX1, est intrigante. Ce résultat rappelle en plus de leur localisation nucléaire, la 
localisation mitochondriale décrite pour PGC-1α et SIRT1 qui suppose que ces deux facteurs 
sont associés à l’ADNmt pour faciliter la liaison de TFAM à l’ADNmt et la modulation de la 
transcription du génome mitochondrial (Aquilano et al., 2010). Ceci mérite des investigations 
plus approfondies pour établir la fonction exacte de ces facteurs au niveau des mitochondries. 
Dans les fibroblastes de patients P-NALD on montre une diminution des expressions 
protéiques de la sous-unité NDUFB8 (complexe I), de la sous-unité FeS 30 kDa (complexe 
II), de la sous-unité core II (complexe III), de la sous-unité α (complexe V) et de la sous-unité 
(complexe IV). Ces diminutions pourraient être liées à la diminution du nombre de 
mitochondrie caractérisée par la diminution d’environ 40% du nombre de copies de l’ADNmt. 
Plusieurs études ont démontré une répression de PGC-1α associée à une diminution du 
nombre de mitochondrie en cas d’accumulation d’acides gras chez des sujets obèses dans le 
tissu adipeux (Semple et al., 2004). De plus, une diminution de l’activation de la voie 
AMPK/PGC-1α a été décrite dans le tissu musculaire de sujets obèses aboutissant à une 
diminution du nombre des mitochondries et de leurs capacités de production d’énergie 
(Kadowaki et Yamauchi, 2005). Ces effets sur le nombre et sur le fonctionnement de la 
mitochondrie sont provoqués par un déséquilibre d’expression des adipokines qui favorisent 
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la sensibilité à l’insuline (Kadowaki et Yamauchi, 2005). Les effets d’accumulation d’acides 
gras ne se limitent pas au tissu adipeux mais sont également observés dans les cellules 
musculaires traitées par le palmitate. Certains auteurs affirment que l’accumulation d’AG 
corrélée à la réduction de l’abondance des mitochondries serait à l’origine de 
l’insulino-résistance (Choo et al., 2006). L’induction d’un dysfonctionnement mitochondrial 
dans des cellules musculaires provoque des perturbations de la signalisation de l’insuline ainsi 
qu’une utilisation du glucose (Lim et al., 2006). De même, la déplétion en ADNmt provoque 
une insulino-résistance dans les myocytes de rat (Park et Lee, 2007). Bien que chez les souris 
Pex5
-/-, l’AMPK soit phosphorylée, l’homéostasie du glucose en absence de peroxysome est 
perturbée. Chez ces souris, la voie de la glycolyse est induite pour restaurer le déficit 
cellulaire en ATP mitochondrial (Peeters et al., 2011). Il serait nécessaire d’évaluer l’état du 
glucose dans les fibroblastes P-NALD pour essayer de trouver le déficit dans le métabolisme 
glycolytique et les perturbations des mitochondries. 
Dans les fibroblastes P-NALD, la phosphorylation de l’AMPK est diminuée d’environ 
60%. Cette protéine est un senseur du rapport AMP/ATP. Nous avons constaté qu’en absence 
d’ACOX1, le taux cellulaire d’ATP total ne varie pas. Pour estimer la production 
mitochondriale en ATP, nous avons mesuré le taux d’ATP en inhibant la glycolyse par 
l’iodoacétate. On constate une diminution de 50% du taux d’ATP mitochondrial dans les 
fibroblastes P-NALD. Si on suppose que le besoin en ATP cellulaire dû au manque d’ATP 
mitochondrial est compensé par la glycolyse, la diminution de la phosphorylation de l’AMPK 
est contradictoire avec ce qui a été décrit dans le cas d’absence de peroxysome chez les souris 
Pex5
-/-
(Peeters et al., 2011). En effet, l’activation de l’AMPK est associée à une diminution de 
la synthèse de glycogène par l’enzymeglycogène synthase suite à son inhibition par 
phosphorylation (Carling et Hardie, 1989). La diminution de la synthèse de glycogène suite à 
l’activation de l’AMPK est couplée à une augmentation du flux glycolytique par 
phosphorylation directe de la 6-phosphofructo-2-kinase (PFK-2) qui catalyse la synthèse du 
fructose 2-6-diphosphate, un stimulateur de la glycolyse (Marsin et al., 2000). Ceci montre 
que l’AMPK mobilise le glucose pour la formation d’ATP. La contradiction entre la 
diminution de la phosphorylation de l’AMPK dans les fibroblastes P-NALD est d’autant plus 
marquée qu’on observe en parallèle, une augmentation de la phosphorylation de l’ACC. Un 
besoin accru en ATP au niveau cellulaire favorise l’activation de l’AMPK qui phosphoryle 
directement l’ACC-1 et l’ACC-2 sur les serines 79 et 212 (Hardie et Pan, 2002). L’ACC 
catalyse la formation du malonyl-CoA à partir de l’acétyl-CoA pour la synthèse d’AG. De 
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plus, le malonyl-CoA est un inhibiteur de la CPT-1b responsable du transport des AG dans la 
mitochondrie pour la β-oxydation (Mills et al., 1983). La phosphorylation de l’ACC par 
l’AMPK inhibe son activité et lève l’inhibition de la CPT-1b favorisant ainsi un flux d’AG 
vers la mitochondrie pour la β-oxydation. L’induction de la β-oxydation mitochondriale, 
associée à l’augmentation du taux de glycolyse, stimule la production d’ATP pour répondre 
aux besoins cellulaires en énergie. 
Le niveau de phosphorylation de la protéine Akt de signalisation est similaire dans les 
fibroblastes P-NALD et les contrôles. Cette protéine est phosphorylée en réponse à l’insuline 
et agit en phosphorylant FOXO1 qui se détache du promoteur du gène de PGC-1α diminuant 
ainsi sa transcription. Bien que le niveau de phosphorylation totale de la protéine Akt ne varie 
pas entre patients et contrôles, son expression varie entre les patients et les contrôles eux-
mêmes montrant ainsi que le niveau de phosphorylation de cette protéine varie 
indépendamment de la présence ou l’absence de l’activité ACOX1. 
Un résultat étonnant dans les fibroblastes P-NALD est l’inhibition de l’activité de 
PGC-1α, un régulateur essentiel du métabolisme énergétique. Bien que l’abondance de 
transcrits de PGC-1α ne varie pas entre fibroblastes P-NALD et contrôles, ce facteur est 
fortement acétylé en l’absence d’activité ACOX1, indiquant un état inactif. L’activité de 
PGC-1α est déterminée par les modifications post-transcriptionnelles telles que l’acétylation, 
la phosphorylation, la méthylation et l’ubiquitinylation (Fernandez-Marcos et Auwerx, 2011). 
L’acétylation de PGC-1α et par la suite son inactivation est régulée par GCN5(Jeninga et al., 
2010). Il a été proposé que dans les hépatocytes des souris Pex5
-/-
, la suppression de l’activité 
PGC-1α contribue à la perturbation de la voie de la néoglucogenèse (Peeters et al., 2011). 
Dans les fibroblastes P-NALD, la suppression de l’activité de PGC-1α par acétylation 
provoquerait également l’inhibition de la voie de la néoglucogenèse qui serait accompagnée 
de l’induction de la voie de glycolyse. Cecipermettrait ainsi de rétablir le niveau d’ATP 
cellulaire. Pour le moment, cette hypothèse nécessite l’évaluation de l’état de ces deux voies 
dans les fibroblastes. 
Les résultats obtenus dans les fibroblastes P-NALD montrent que la déficience en 
ACOX1 perturbe l’activation de l’axe AMPK/PGC-1α. Cette perturbation est corrélée par une 
diminution de la quantité de l’ADNmt et à une réduction du nombre de mitochondrie et 
pourrait être associée à une perturbation du métabolisme du glucose. Bien que pour le 
moment, l’origine de la diminution de l’AMPK, et de la diminution d’expression de PGC-1α 
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reste inconnue, il n’est pas à exclure que l’accumulation des dérivés acyl-CoA de très longue 
chaîne en absence d’ACOX1, serait à l’origine de la perturbation de l’homéostasie des 
lipidesau niveau cellulaire et affecterait les voies de signalisations cellulaires associées.  
En conclusion, la déficience en ACOX1 dans les fibroblastes de patients P-NALD 
perturbe la biogenèse et la morphologie de la mitochondrie. Ces mitochondries anormales 
n’arriveraient pas à produire suffisamment d’ATP pour répondre aux besoins de la cellule, 
notamment peut être du faitd’un découplage de l’activité du complexe V de la chaîne 
respiratoire mitochondriale, ajouter à cela, que la diminution constatée de l’activité de 
PGC-1α serait à l’origine de la perturbation de la fonction énergétique mitochondriale. Il est à 
noter que les fibroblastes, le seul modèle cellulaire humain disponible issu de patients 
P-NALD est utile pour étudier l’effet de l’absence en activité ACOX1, cependant, les 
fibroblastes sont issus d’un tissu dont la principale fonction est le soutien et la sécrétion de la 
matrice extracellulaire et dont le niveau du métabolisme général est incomparable à celui du 
métabolisme hépatique. Il n’est pas à exclure qu’au niveau de ce tissu, les perturbations 
métaboliques dues à la déficience en ACOX1 et par la suite, le blocage de la β-oxydation 
peroxysomale et l’accumulation des AGTLC, ne sont pas de la même amplitude que dans les 
tissus à forte activité métabolique tel que le foie. Il serait utile, en plus des fibroblastes, 
d’évaluer le degré du déséquilibre mitochondrial, morphologique et fonctionnel sur des 
biopsies de foies de patients P-NALD. 
D. Effets de la déficience en ACOX1 sur la fonction mitochondriale au niveau hépatique 
chez les souris 
La morphologie et les fonctions mitochondriales ont été étudiées au niveau hépatique 
chez les souris déficientes pour l’ACOX1 (Acox1-/-) et dans les souris transgéniques pour 
l’ACOX1 humaine (hACOX1) comparées aux souris sauvages (WT). L’étude des expressions 
en ARNm des gènes de la fusion mitochondriale (MFN1, MFN2 et OPA1) montrent des 
diminutions de leurs expressions. En effet, bien que les expressions de MFN2 et OPA1 
diminuent, ils n’atteignent pas le seuil de significativité contrairement à MFN1 indiquant ainsi 
une dérégulation du processus de fusion mitochondriale. 
Pour comprendre la nature des altérations au niveau mitochondrial, nous avons tout 
d’abord mesuré les expressions de gènes codant des sous-unités des complexes respiratoires. 
Nos résultats montrent une diminution de ces ARNm dans les foies de souris KO Acox1,alors 
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que chez les souris hACOX1, le niveau d’expression est rétabli au même niveau que chez les 
souris sauvages. 
Au niveau post-traductionnel, chez les souris Acox1
-/-
, on constate uniquement une 
diminution de l’expression protéique du complexe IV (sous-unité I). Cette diminution est 
accompagnée également par 50% de perte d’activité du complexe IV (rapportée à l’activité du 
complexe II et à l’activité citrate synthase) mais aussi de l’activité du complexe III. Il est à 
noter que seule l’activité du complexe IV est restaurée dans les souris hACOX1 alors que 
l’activité du complexe III est diminuée dans ces souris de la même façon que chez les souris 
Acox1
-/-. De plus, l’activité du complexe II est augmentée (rapportée au complexe IV) en cas 
de déficience en ACOX1 et restaurée par l’ACOX1 humaine. Ces résultats montrent, en cas 
de déficience en ACOX1, une perturbation du fonctionnement de la chaîne respiratoire depuis 
le complexe II jusqu’au complexe IV. Ceci est confirmé par la mesure de la respiration 
cellulaire montrant une perturbation de la consommation d’oxygène. Effectivement, en cas de 
déficience en ACOX1, le flux de protons est potentiellement en déséquilibre soit au niveau du 
complexe III soit au niveau du complexe IV sans que ce gradient ne soit perturbé au niveau du 
complexe V pour la production d’ATP. La capacité de la phosphorylation oxydative à 
produire de l’ATP reste pour l’instant inconnue. Alors que le taux d’ATP total chez les souris 
Acox1
-/-
 n’est pas modifié, ce taux augmente de deux fois chez les souris hACOX1 par rapport 
aux souris WT et Acox1
-/-. Parallèlement au dosage de l’ATP, l’expression en ARNm de 
l’UCP2, une protéine de découplage exprimée de manière ubiquitaire, est induite chez les 
souris KO Acox1 d’environ 6 fois. Bien que cette expression soit réduite en présence de 
l’ACOX1 humaine, elle reste induite de 3 fois chez ces souris par rapport aux souris sauvages. 
Cela pourrait constituer un indice d’une dissipation du gradient de protons et d’un découplage 
de la phosphorylation oxydative et production de chaleur en absence d’activité ACOX1 chez 
la souris. L’analyse des niveauxd’ARNm du coactivateur de PPARγ, PGC-1α, régulant la 
biogenèse et le métabolisme mitochondrial et de NRF1et NRF2 montre des taux d’expression 
similaires entre les souris sauvages, Acox1
-/-
 et hACOX1. Cependant, l’expression de NRF2 
est réprimée chez les Acox1
-/-
 et restaurée par l’expression de l’ACOX1 humaine tout comme 
l’expression de PRC, un membre de la famille des coactivateurs de PPARγ. Le facteur de 
transcription TFAM régulé par NRF1 et NRF2 et responsable de la biogenèse, de la 








 ont été générées dans le laboratoire du Pr. Reddy en 1996 par 
recombinaison homologue basée sur l’exclusion de l’exon 9 du gène de l’ACOX1 (Fan et al., 
1996a). Ces souris n’exprimant pas la protéine ACOX1, présentent un retard de croissance, 
sont infertiles et accumulent les AGTLC dans leur plasma. A l’âge de 3-4 mois, ces souris 
montrent une hépatomégalie accompagnée d’une sévère stéatose microvésiculaire. Dans ces 
hépatocytes stéatosiques, les peroxysomes sont absents ou diminués en nombre. A l’âge de 4 
à 5 mois, des lipogranulomas inflammatoires contenant des lymphocytes, des macrophages et 
des éosinophiles se forment dans le foie stéatosique. A l’âge de 6-8 mois, les souris Acox1-/- 
montrent une forte régénération des hépatocytes non stéatosiques accompagnée d’une forte 
prolifération des peroxysomes, remplacent les hépatocytes dépourvus de peroxysomes. En fin, 
ces souris à l’âge de 10-15 mois développent une hépatocarcinogenèse due à l’activation 
chronique de PPARα (Fan et al., 1996a; Fan et al., 1998; Hashimoto et al., 1999). 
Une observation étonnante chez les souris Acox1
-/-
 est la diminution du nombre de 
peroxysomes et la présence de membranes peroxysomales fantômes (Fan et al., 1996a). Il a 
été suggéré que l’accumulation des AGTLC toxiques dans les hépatocytes pourrait interférer 
avec l’importation des protéines peroxysomales et perturber la perméabilité des membranes 
peroxysomales (Fan et al., 1996a). De plus, chez ces souris où la β-oxydation peroxysomale 
est absente, des observations indiquent la présence au niveau hépatique de structures 
mitochondriales anormales (Fan et al., 1996b). Plusieurs modèles murins, dans lesquels la 
β-oxydation peroxysomale estdéficiente telles que les souris Pex5-/- (le model murin du 





, montrent des altérations de la structure des mitochondries aussi bien au niveau 
hépatique que rénal(Baumgart et al., 2001; Jia et al., 2003; McGuinness et al., 2003). 
Concernantles souris Acox1
-/-
, il est nécessaire d’explorer par microscopie électronique la 
présence ou non d’anomalies structurales au niveau mitochondrial. Cependant, nos travaux 
révèlent des perturbations des activités de la chaîne respiratoire mitochondriale avec 
l’augmentation de l’activité du complexe II (rapportée au complexe IV) et la diminution des 
activités des complexes III et IV chez ces souris Acox1
-/-
. Le rétablissement des activités 
complexes respiratoires, suite à la restauration de l’activité ACOX1 chez les souris hACOX1, 
met en évidence l’existence d’un lien entre l’activité ACOX1 et la fonction mitochondriale. 
De la même manière, l’absence de peroxysome chez les souris Pex5-/- et donc l’absence d’un 
système de β-oxydation peroxysomal fonctionnel affecte les fonctions de la mitochondrie 
notamment par une réduction importante de l’activité du complexe I, III et V (Dirkx et al., 
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2005). Plus généralement, il apparaît donc que la déficience de la β-oxydation peroxysomale 
affecte le fonctionnement de la mitochondrie. 
Les souris Acox1
-/-
 développent à l’âge de 2 mois une stéatose microvésiculaire au niveau 
hépatique (Fan et al., 1996a). La stéatose hépatique non alcoolique (NASH pour non alcoholic 
steatohepatitis) est la maladie la plus commune des maladies touchant le foie. Les patients 
atteints de NASH ainsi que les souris modèles de cette maladie développent une stéatose 
hépatique et montrent des mitochondries présentant des altérations structurales (Caldwell et 
al., 1999; Sanyal et al., 2001). Chez l’homme, des études ont montrés que les tumeurs de foie 
sont souvent accompagnées d’une diminution del’expression des gènes codant le complexe IV 
et les protéines de la respiration mitochondriale (Sato, 2007). De plus chez les patients atteint 
de NASH, il a été décrit des délétions au niveau de l’ADNmt qui pourraient être à l’origine du 
dysfonctionnement mitochondrial, et notamment des réductions au niveau des activités 
enzymatiques des complexes I, II, IV et V (Chen et al., 1998; Perez-Carreras et al., 2003). 
Alors que chez les souris Acox1
-/-
 l’altération de la fonction mitochondriale est limitée au 
complexe II et IV, cela parait suffisant pour provoquer une réduction de la respiration 
mitochondriale et la perturbation du flux d’électrons à travers les composantes de la chaîne 
respiratoire. L’ensemble de ces observations pose la question sur le rôledu dysfonctionnement 
mitochondrial, dû à l’absence de la β-oxydation peroxysomale, dans le déclenchement de la 
stéatose hépatique(Schattenberg et Schuppan, 2011). 
La perturbation du flux d’électrons chez les souris Acox1-/- a été caractérisée grâce à la 
mesure de la respiration mitochondriale. Or, il a été décrit que si le flux d’électrons est 
perturbé ou interrompu à n’importe quel niveau de la chaîne respiratoire, le reste des 
composantes de la chaîne pourraient transférer les électrons à l’oxygène moléculaire pour 
produire des anions superoxydes et du peroxyde d’hydrogène (Garcia-Ruiz et al., 1995). Ceci 
est vrai dans le cas de la déficience en ACOX1puisque les souris Acox1
-/-
produisent du 
peroxyde d’hydrogène au niveau hépatique et la concentration de ce dernier augmente chez 
les souris Acox1
-/-
 entre l’âge de 2 à 13 mois (Fan et al., 1998). Le stress oxydant chez les 
souris Acox1
-/-
 pourrait être accentué d’avantage puisque ces souris montrent une forte 
réduction du nombre de peroxysome au niveau du foie et résulte en l’absence de la fonction 
de détoxification du peroxysome. Une augmentation du stress oxydant a été détectée 
également dansdes fibroblastes de patients déficients en MFP2 et chez les souris Pex5
-/-
(Baumgart et al., 2001; Ferdinandusse et al., 2003). En effet, dans le cas de la stéatose non 
alcoolique, la génération d’espèces réactives del’oxygène (ERO) a été associée à une 
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altération de la chaîne respiratoire (Hruszkewycz et Bergtold, 1990). De même, le modèle 
murin pour le carcinome hépatique (HCC) présente une augmentation de production d’ERO 
associéeà la diminution du pouvoir antioxydant de la glutathion peroxydase (Factor et al., 
1998). Les ERO qui ont des effets néfastes sur la cellule, associés à un environnement riche 
en lipides, induisent la peroxydation des lipides. Ces derniers libèrent des dérivés 
aldéhydiques hautement réactifs qui altèrent d’avantage le fonctionnement de la chaîne 
respiratoire et endommagent le génome mitochondrial (Hruszkewycz et Bergtold, 1990).De 
plus, il a été montré dans des hépatocytes de souris traitées par l’éthanol, une surproduction 
d’ERO et une peroxydation lipidique provoquant une stéatose microvésiculaire, une déplétion 
de l’ADNmt et des mitochondries de structures anormales (Demeilliers et al., 2002). Il est 
clair que chez les souris Acox1
-/-
, la réduction du nombre de peroxysome et de leur fonction 
de détoxification ainsi que la surproduction d’H2O2 indiquent un statut de stress oxydant au 
niveau du foie. Cependant, dans le cas de la déficience en ACOX1, le stress oxydant serait-il 
la cause ou la conséquence du dysfonctionnement de la mitochondrie ? Cela ramène à une 
autre question concernant le niveau de la β-oxydation mitochondriale, est-elle réduite ou 
induite chez les souris Acox1
-/-
 ? Ces souris accumulent des AGTLC toxiques pour la cellule 
qui constituent des ligands endogènes de PPARα. L’induction de PPARα et de ses gènes 
cibles a été déjà démontrée chez ces souris notamment les gènes MFP, THL, les 
monooxygénases CYP4A1 et CYP4A3 (Fan et al., 1998; Vluggens et al., 2010) mais aussi les 
gènes cibles de la β-oxydation mitochondriale tels que le gènes CPTII, VLCAD, LCAD, 
MCAD, SCAD et HADH (Hashimoto et al., 1999). Ces résultats supposent une induction de 
la β-oxydation suite à l’induction de PPARα. Cependant, certaines drogues induisant la 
stéatose hépatique ont été décrites pour altérer la β-oxydation mitochondriale (Pessayre et al., 
2002). Cette altération provoque une accumulation des acides gras normalement pris en 
charge par la mitochondrie (Pessayre et al., 2002). De plus, dans les cellules HepG2, une 
lipotoxicité induite par l’acide palmitique provoque un dysfonctionnement mitochondrial 
caractérisé par une diminution du taux de la β-oxydation mitochondriale et une production 
d’ERO (Jun et al., 2011). De plus, une augmentation de la production d’ERO associée à une 
accumulation de lipides due à une altération de la β-oxydation mitochondriale, aboutirait à 
une peroxydation des lipides. Les produits de la peroxydation lipidique tels que le 
malondialdéhyde et le 4-hydroxynonenal peuvent inhiber le complexe IV (Demeilliers et al., 
2002). Le 4-HNE, produit de la peroxydation lipidique a été détecté dans le model murin de 
NASH (Jun et al., 2011). Dans le contexte de cette lipotoxicité, une étude a montré que le 
traitement par des concentrations d’acyl-CoA supérieures à 2 µM au niveau du muscle de 
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souris inhibe le transport d’électrons et interfère avec la synthèse d’ATP (Abdul-Ghani et al., 
2008). Il est clair que le taux d’ATP total dans les souris Acox1-/-, malgré les perturbations des 
activités des complexes II et IV et la diminution de la respiration mitochondriale, ne varie pas. 
Dans le cas des souris Pex5
-/-, il a été montré un taux d’ATP normal malgré les déficiences de 
la chaîne respiratoire (Baumgart et al., 2001). Ceci a été attribué à la présence de 
mitochondries de structure normale parmi les mitochondries endommagées. Cependant, dans 
le cas de souris Acox1
-/-
, une telle explication nécessite des observations approfondies de la 
structures des mitochondries au niveau du foie ainsi que le dosage du taux d’ATP 
mitochondrial. Ceci n’écarte pas l’hypothèse d’une compensation du déficit en ATP 
mitochondrial, s’il existe, par une synthèse accrue de l’ATP par la voie de glycolyse. 
Les souris Acox1
-/-
 développent une stéatose microvésiculaire au niveau hépatique à un 
très jeune âge. Cependant, lesmécanismes moléculairesresponsables du développement de la 
stéatose chez ces souris restent pour le moment inconnus. Le rôle de PPARα dans le 
développement de la stéatose hépatique chez les souris Acox1
-/-
 a été étudié par l’obtention de 
souris double KO Pparα-/-/Acox1-/-. Ces souris double KO ne développent pas de stéatose 
hépatique (Hashimoto et al., 1999). La déficience en ACOX1 bloque la β-oxydation 
peroxysomale et provoque l’accumulation des substrats de l’ACOX1. Ces derniers, sont des 
composés toxiques et constituent des ligands endogènes pour PPARα. L’activation de PPARα 
induit la voie d’ɷ-oxydation (Hashimoto et al., 1999) et aboutit à la transformation des AGLC 
en acides dicarboxyliques (DCAs) qui sont des produits toxiques pour la mitochondrie 
provoquant le découplage de la phosphorylation oxydative (Tonsgard et Getz, 1985) et 
endommageant les membranes mitochondriales (Ho et al., 1995). Les DCAs ont été décrits 
pour leurs effets cytotoxiques et anti-mitochondriaux (effets inhibiteurs) sur la respiration 
mitochondriale et sur les activités des complexes I, II et IV. Cette étude suggère également 
que, dans les mitochondries hépatiques de rat, plus la chaîne des DCAs est longue et plus 
leurs effets inhibiteurs sur la mitochondrie sont importants (Passi et al., 1984). L’absence de 
perturbation mitochondriale dans le modèle de souris double KO Pparα-/-/Acox1-/-, suggère 
que l’absence de PPARα limiterait la production de DCAs et par la suite les atteintes 
mitochondriales. 
L’étude des expressions en ARNm des principales protéines participant au processus de 
fission/fusion de la mitochondrie a été réalisée chez les souris Acox1
-/-
. Chez ces souris, ce 
phénomène est plus marqué avec une diminution de l’expression de l’ARNm de MFN1. 
Cependant, cette diminution n’est pas restaurée par l’expression de l’ACOX1 chez les souris 
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hACOX1, alors que les expressions des ARNm de MFN2 et OPA1 ne montrent pas de 
variations chez les souris Acox1
-/- par rapport aux souris sauvages WT. L’augmentation des 
taux en ARNm de MFN2 et OPA1 chez les souris hACOX1 par rapport aux souris WT est 
intriguant dans le sens où aucune variation de l’expression de ces facteurs n’est détectée chez 
les souris Acox1
-/-. Cela pourrait suggérer un lien indirect entre l’absence de l’ACOX1 et la 
perturbation de la biogenèse de la mitochondrie comme conséquence des désordres 
métaboliques liés à la déficience en ACOX1. Cependant, l’étude de l’expression par Western 
blot des différentes protéines impliquées dans la fission/fusion des mitochondries pourrait 
conforter les résultats obtenus au niveau transcriptionnel. Le maintien de la morphologie 
mitochondriale à travers l’équilibre des phénomènes de fusion/fissionpourrait jouer un rôle 
critique pour le fonctionnement mitochondrial (Chan, 2006a; Chen et Chan, 2005). 
Ce lien structure/fonction a été vérifié à plusieurs reprises dans des modèles déficients 
pour des protéines de fusion ou de fission. Les cellules déficientes en MFN1 et MFN2 ou en 
OPA1 poussent lentement, possèdent des mitochondries fragmentées et montrent un potentiel 
membranaire perturbé ainsi qu’une diminution de la respiration cellulaire suite à la diminution 
des activités des complexes respiratoires de la mitochondrie (Chen et al., 2005). Est-ce que la 
perturbation de la structure mitochondriale est la conséquence du dysfonctionnement de la 
mitochondrie ou plutôt la cause de ce dysfonctionnement ? Ceci reste à déterminer. 
L’expression transgénique de l’ACOX1 humaine chez les souris Acox1-/- (hACOX1) 
rectifie les anomalies fonctionnelles de la mitochondrie en rétablissant les activités 
enzymatiques des complexes II et IV à un niveau comparable à celui des souris sauvages 
(WT). De plus, l’expression de l’ACOX1 humaine permet à la fois la restauration de la 
respiration mitochondriale et les expressions des gènes impliqués dans le processus de 
fusion/fission de la mitochondrie. Bien que chez les souris Acox1
-/-
 le taux d’ATP total ne 
varie pas, l’augmentation de ce taux de 2 fois chez les souris hACOX1 est un résultat 
inattendu. Cela peut être dû à la réactivation des systèmes de β-oxydation peroxysomal et 
mitochondrial dans un environnement de stéatose nécessitant une forte induction de ces 
systèmes par la cellule pour éliminer des acides gras toxiques accumulés et restaurer un 
phénotype similaire à celui des souris sauvages. Chez les souris Acox1
-/-
, il a été montré que le 
stress du réticulum endoplasmique est un phénomène qui favorise la progression de la stéatose 
avec l’âge vers une stéatohépatite, une fibrose et une hépatocarcinogenèse. Chez ces mêmes 
souris, l’expression transgénique de l’ACOX1 humaine empêche le développement du stress 
du réticulum endoplasmique et par la suite, le développement du phénotype hépatique observé 
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chez les souris Acox1
-/-
 (Huang et al., 2011). Cela constitue ainsi une preuve que le gène 
humain de l’ACOX1 remplace le gène de la souris du point de vue fonctionnel. La 
restauration de l’activité ACOX1 permettrait la dégradation d’un certain nombre de 
métabolites qui constituent à la fois des substrats de l’enzyme et des ligands de PPARα 
(Huang et al., 2011). 
Pour expliquer le dysfonctionnement de la mitochondrie chez les souris Acox1
-/-
on peut 
suggérer le scénario suivant : la déficience en ACOX1 provoque le blocage de la β-oxydation 
peroxysomale et l’accumulation des AGTLC et des dérivés-CoA substrats de l’ACOX1. 
Parmices métabolites, certains constituent des ligands endogènes de PPARα provoquant ainsi 
son activation. L’activation de PPARα aboutit à l’induction de ses gènes cibles notamment les 
gènes codant les CYP4A1 et CYP4A3 induisant ainsi la voie de l’ɷ-oxydation. Cette voie 
métabolise les AGLC au niveau microsomal en DCAs. L’accumulation des DCAs suite à 
l’incapacité de la β-oxydation peroxysomale à les dégrader et parallèlement à l’induction 
soutenue de la voie d’ɷ-oxydation par PPARα, induisent une toxicité au niveau de la 
mitochondrie. Cette toxicité pourrait provoquer une inhibition de la voie de β-oxydation 
mitochondriale, une réduction des activités des complexes de la chaîne respiratoire 
aboutissant à un découplage de la phosphorylation oxydative et une dissipation du flux 
d’électrons. Ces perturbations induisent un stress oxydatif amplifié par l’absence de 
peroxysome et de leur fonction de détoxification chez les souris Acox1
-/-
, provoquant ainsi la 
production des radicaux oxygénés. Ces produits extrêmement toxiques pour la cellule 
pourraient endommager l’ADNmt et l’ADN nucléaire perturbant ainsi la synthèse de 
protéines et endommageant la structure de la mitochondrie. L’inhibition des fonctions 
mitochondriales en plus du stress oxydatif provoque d’avantage l’accumulation des substrats 
qui doivent être pris en charge par la mitochondrie pour leurs β-oxydation. L’accumulation 
accrue de ces substrats (acides gras de courtes, moyennes et longues chaînes) dans la cellule 
en plus de l’accumulation des AGTLC suite à l’inhibition de la β-oxydation peroxysomale 
déclencherait la stéatose au niveau des hépatocytes qui progresse vers une 
hépatocarcinogenèse et un développement du stress du RE.  
E. Déficience en ACOX1 et effets sur la biogenèse et le métabolisme énergétique dans les 
fibroblastes P-NALD et souris Acox1
-/- 
Sur le plan phénotypique, la déficience en ACOX1 chez l’homme se traduit par une 
hypotonie musculaire, une hépatomégalie et un retard mental en plus d’une démyélinisation. 
Chez la souris, l’absence de l’ACOX1 provoque un retard de croissance, et le développement 
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d’une stéatose hépatique qui évolue vers un stress du réticulum endoplasmique puis une 
hépatocarcinogenèse. Cependant, ces souris ne développent pas de symptômes neurologiques, 
ni musculaires. 
Aussi bien chez l’homme que chez la souris, l’absence de l’activité acyl-CoA oxydase 1 
influence la fonction mitochondriale. Dans les fibroblastes humains, la morphologie de la 
mitochondrie est anormale. Ceci est accompagné par une perturbation du processus de 
biogenèse. Ce processus est également marqué au niveau hépatique chez les souris indiquant 
un déséquilibre de la fusion des mitochondries.  
Au cours de ce travail, nous avons montré l’effet de la déficience en ACOX1 sur la 
mitochondrie dans les deux modèles humain (fibroblastes) et murin (foie). 
L’amplitude des perturbations, dues à la déficience en ACOX1, n’est pas la même  dans 
les fibroblastes humains que chez les souris. Les expressions en ARNm des mitofusines 
montrent une forte tendance pour un déséquilibre du processus de biogenèse des 
mitochondries, ce processus est réprimé chez les souris montrant un déficit de la fusion 
mitochondriale (mitofusine 1), un processus indispensable pour le fonctionnement optimal de 
la mitochondrie. 
Ces altérations de la morphologie, dans les fibroblastes humains, s’accompagnent d’une 
diminution du nombre de mitochondrie bien que les expressions en ARNm des différentes 
sous-unités des complexes respiratoires ne varient pas. Contrairement à ce qui se passe chez 
l’homme, chez les souris les expressions en ARNm des différents gènes codant les sous-unités 
des complexes de la chaîne respiratoire diminuent. Ceci montre un effet plus sévère de la 
déficience en ACOX1 chez la souris que chez l’homme sur le dysfonctionnement 
mitochondrial mais ceci montre également que chez les deux espèces, l’activité de l’ACOX1 
est nécessaire pour maintenir indirectement une morphologie mitochondriale normale.  
La phosphorylation oxydative est altérée aussi bien chez l’homme que chez la souris. 
Dans les fibroblastes, l’activité du complexe V est augmentée avec un taux d’ATP 
mitochondrial qui diminue. Chez la souris, l’activité du complexe V n’a pas été mesurée, 
cependant, le dysfonctionnement de la chaîne respiratoire est situé au niveau du complexe IV 
avec une respiration mitochondriale altérée indiquant un découplage entre les protons et la 
production en ATP mitochondrial. Bien qu’on ne trouve pas l’altération au niveau du même 
complexe, le résultat final semble être similaire quant au dysfonctionnement de la 
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phosphorylation oxydative et à l’incapacité de synthèse normale d’ATP mitochondrial pour 
répondre aux besoins cellulaires. 
Il est à prendre en considération quelques différences importantes observées entre la 
souris et l’homme. Dans les fibroblastes humains déficients en ACOX1, les peroxysomes 
diminuent en nombre alors que chez les souris, peu de peroxysomes sont présents au niveau 
hépatique et dans certaines cellules sont absents. Chez les souris, PPARα est fortement activé 
suite à l’accumulation de ses ligands endogènes en absence de l’activité ACOX1 induisant 
ainsi la voie d’ɷ-oxydation et aboutissant au développement de la stéatose hépatique. Dans 
les fibroblastes humains, il semble que le niveau de β-oxydation peroxysomale soit faible par 
rapport à celui de la souris. De plus, chez l’homme, le niveau d’activation de PPARα par ses 
agonistes est plus faible que celui chez la souris. On peut également rappeler la difficulté de 
comparer les résultats dans le foie, un tissu hautement métabolique, et les fibroblastes ayant 
un métabolisme très faible. Cependant, l’expression de l’ACOX1 humaine chez les souris 
Acox1
-/-
 est capable de rétablir un phénotype normal similaire à celui observé avec les souris 
sauvages. 
Ces différences doivent être considérées pour comprendre la différence en ampleur du 
dysfonctionnement mitochondrial. L’obtention de modèles cellulaires équivalents chez 
l’homme et chez la souris devrait apporter des réponses plus approfondies. 
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Conclusions 
Les travaux réalisés au cours de cette thèse soulignent le rôle métabolique indispensable 
que joue l’ACOX1 dans l’homéostasie du métabolisme cellulaire. Ainsi, en utilisant des 
fibroblastes déficients pour l’activité ACOX1 issus de patients P-NALD, nous avons montré : 
- Que l’absence de l’activité ACOX1 réduit fortement la β-oxydation peroxysomale et 
affecte le nombre et la morphologie des peroxysomes. Les peroxysomes sont réduits 
en nombre et élargis en taille. 
 
- Que l’accumulation des AGTLC dans les fibroblastes déficients en ACOX1 active la 
voie d’IL-1 et aboutit à la sécrétion d’IL-6 et D’IL-8. La production de ces cytokines 
inflammatoires inhibe à son tour la β-oxydation peroxysomale et aggrave la réponse 
inflammatoire. 
 
- Une induction au niveau transcriptionnel des composantes de la voie de synthèse du 
cholestérol qui pourrait permettre une production accrue d’esters de cholestérol afin 
de séquestrer les AGTLC toxiques accumulés. 
 
- Une altération de la morphologie mitochondriale et une diminution du nombre de 
mitochondries. Ces altérations sont accompagnées par un fonctionnement anormal du 
complexe V de la chaîne respiratoire et par une baisse de la production d’ATP 
mitochondrial compensée par une augmentation de la production d’ATP par 
glycolyse. 
 
- Une diminution de la phosphorylation de l’AMPK et une inhibition de PGC-1α par 
acétylation indiquant la perturbation de ces voies de signalisations régulant la 
biogenèse et le métabolisme énergétique mitochondriaux. 
 
Par ailleurs, nous avons évalué l’effet de la déficience en ACOX1 sur le métabolisme 
mitochondrial au niveau hépatique chez les souris Acox1
-/-
 et les souris Acox1
-/-
 transgéniques 
pour l’ACOX1 humaine et nous avons montré :  
- Que le profil anormal de l’expression des gènes de la fusion mitochondriale, chez les 
souris Acox1
-/-
, est rétabli par l’expression de l’ACOX1 humaine. 
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- Qu’une diminution de l’expression des gènes codant des protéines de la chaîne 
respiratoire mitochondriale chez les souris Acox1
-/-
est rétablie par l’expression de 
l’ACOX1 humaine.  
 
- Qu’une diminution de l’expression de certaines protéines du complexe IV 
accompagnée d’une baisse de l’activité enzymatique de ce complexe, d’une 
diminution de la respiration mitochondriale avec un taux d’ATP normal. Ces 
altérations du métabolisme énergétique de la mitochondrie sont rétablies par 
l’ACOX1 humaine aux mêmes niveaux que chez les souris sauvages. 
 
L’ensemble des résultats présentés dans ce manuscrit souligne l’incidence de la 
déficience de l’ACOX1 sur l’équilibre de la production de cytokines pro- et anti-
inflammatoires, sur l’homéostasie du métabolisme du cholestérol et sur la morphologie et le 
métabolisme énergétique mitochondrial. 
 
Perspectives 
Les phénomènes moléculaires reliant d’un côté l’accumulation des AGTLC et 
l’inflammation (voie IL-1) et d’un autre côté la démyélinisation restent jusqu'à présent 
inconnus. Dans un premier temps, il serait intéressant d’effectuer des analyses de marqueurs 
inflammatoires plasmatiques chez les patients atteints de P-NALD et dans un deuxième temps 
de développer un modèle de cellules du système nerveux déficientes en ACOX1 telles que des 
oligodendrocytes qui sont des cellules qui assurent la formation de myéline autour des axones. 
L’étude de l’induction de la voie de synthèse du cholestérol sera poursuivie dans les 
fibroblastes P-NALD et dans le foie des souris Acox1
-/-
. Cette étude sera complétée par la 
mesure des activités des enzymes clés de la voie de synthèse du cholestérol et par le dosage 
du cholestérol intracellulaire. 
Dans les fibroblastes P-NALD, il serait indispensable de décortiquer le mécanisme qui 
fait le lien entre la déficience en ACOX1 et les altérations des fonctions mitochondriales. 
Cependant, certains points devraient être clarifiés concernant le niveau de la β-oxydation 
mitochondriale, l’état de la respiration mitochondriale, le potentiel membranaire 
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mitochondrial et l’état du stress oxydant notamment les activités des enzymes glutathion 
peroxydase et Cu/Mn-SOD et les niveaux des espèces réactives de l’oxygène. Nous 
envisageons également de déterminer au niveau des fibroblastes le niveau de la glycolyse 
dans le cadre de la diminution de la phosphorylation de la protéine AMPK. 
Dans les fibroblastes P-NALD, le coactivateur PGC-1α joue un rôle clé dans la régulation 
de la biogenèse et du statut énergétique de la mitochondrie. Il serait nécessaire d’identifier le 
mécanisme ou la voie de signalisation responsable de la répression de ce co-coactivateur en 
absence de l’activité ACOX1. Cela permettra dans un premier temps de définir le mécanisme 
ou bien la voie de signalisation responsable de la répression. Dans un deuxième temps, nous 
poursuivrons les essais pour lever la répression de l’AMPK et de PGC-1α par des activateurs 
de l’AMPK dans le but de restaurer un phénotype mitochondrial normal. 
Chez les souris Acox1
-/-
, au niveau hépatique, la mesure de l’activité enzymatique de 
complexe V avec l’étude du potentiel de la membrane interne mitochondriale permettra de 
compléter le travail présenté dans ce manuscrit. Cependant, il serait indispensable d’étudier le 
comportement des voies de signalisations contrôlant la biogenèse et le métabolisme 
mitochondrial ainsi que la β-oxydation peroxysomale. 
Finalement, un modèle cellulaire d’hépatocytes humain déficitaires en ACOX1 pourrait 
être établi par shRNA.Ainsi, nous pourrons étudier les effets de la déficience de l’ACOX1 
dans des cellules où le métabolisme énergétique est plus actif. Ceci dans le but de comparer 
les différences et les similitudes entre l’homme et les modèles murins. 
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